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 1 Einleitung 
Die humane Desoxyribonukleinsäure (engl. deoxyribonucleic acid, DNA) beinhaltet die Erbinformation 
eines Menschen und gehört zu den wichtigsten Strukturen einer jeden Zelle. Während einerseits Muta-
tionen der DNA zur Evolution beitragen, können DNA-Schäden zur Instabilität des Genoms führen, 
weshalb sich komplizierte Mechanismen entwickelt haben, welche die DNA schützen und bei Schädi-
gung reparieren. Defekte in Genen und Proteinen der DNA-Reparatur führen zu einer Vielzahl von 
vererbbaren Krankheiten, sodass die Erforschung der Reparaturmechanismen vor allem zum Verständ-
nis der Entstehung solcher Krankheiten und zur Entwicklung von therapeutischen Ansätzen beiträgt.  
Jeden Tag treten in einer Zelle des menschlichen Körpers tausende von endogenen DNA-Schäden in 
Form von Basenmodifikationen und Basenverlusten bis hin zu DNA-Einzelstrangbrüchen (engl. single 
strand breaks, SSBs) und Doppelstrangbrüchen (engl. double strand breaks, DSBs) auf. Dabei stellt der 
DSB die biologisch gravierendste Läsion für die Integrität der DNA dar, wenn dieser ungeplant indu-
ziert wird (Rothkamm and Lobrich 2003, Kinner et al. 2008, Conrad et al. 2011). DSBs stellen keine 
Gefahr für die genomische Integrität dar, wenn diese für biologisch wichtige Prozesse endogen indu-
ziert wurden. So treten programmierte DSBs während der Rekombination in der Meiose, zur Relaxie-
rung der DNA bei Torsionsstress und bei der Generierung und Reifung von Immunglobulinen, der so-
genannten V(D)J-Rekombination, auf (Schoeffler and Berger 2005, Neale and Keeney 2006, Bowen et 
al. 2013). Diese DSBs werden jedoch gezielt erzeugt und kontrolliert wieder ligiert. Sowohl auf exo-
gen-erzeugte als auch spontane DSBs und DNA-Läsionen muss eine Zelle schnell reagieren, um die 
Integrität der Erbinformation zu erhalten. Exogene Quellen der DNA-Schädigung sind elektromagneti-
sche Strahlungen mit Wellenlängen unterhalb des sichtbaren Bereichs, sprich ultraviolette (UV), Rönt-
gen-, Gamma- und Höhenstrahlung, sowie Teilchenstrahlung und chemische Noxen. Verbleiben DNA-
Schäden unrepariert oder ist deren Reparatur fehlerhaft, so können diese Läsionen mutagene Wirkun-
gen hervorrufen und potentiell zur Entstehung von Krebs beitragen. Krebszellen zeichnen sich in erster 
Linie durch ein stark erhöhtes, unkontrolliertes Wachstum aus, sodass genau hierbei die gezielte In-
duktion von DNA-Schäden sinnvoll sein kann um die Krebszellen in ihrer Vermehrung zu hindern oder 
gar zu zerstören. Hierzu bedient sich die Medizin neben der Bestrahlung, welche ein breites Spektrum 
an DNA-Schäden verursacht, vor allem einer Bandbreite von chemischen Substanzen, welche gezielt 
DNA-Schäden erzeugen. Um die Erzeugung und Reparatur von DNA-Doppelstrangbrüchen verglei-
chend zu analysieren, wurden in der vorliegenden Arbeit Camptothecin (CPT) und Methylmethansul-
fonat (MMS) als DNA-schädigende Agenzien verwendet. Erstaunlicher Weise ist trotz des langjährigen, 
medizinischen Einsatzes dieser Agenzien und ihrer Derivate die molekulare Wirkungsweise der Schä-
digung und Reparatur der CPT- und MMS-induzierten DNA-Schäden noch nicht vollständig aufgeklärt, 
sodass die vorliegende Arbeit tiefere Einblicke in diese Mechanismen geben soll. Hierzu soll zunächst 
ein Einblick in das Thema der DNA-Schädigung und Reparatur gegeben werden.  
1.1 Quellen der DNA-Schädigung 
Die DNA einer menschlichen Zelle unterliegt täglich einer Vielzahl von Noxen, welche sowohl endogen 
als auch exogen auf die DNA wirken können. Zunächst sollen Prozesse aufgezeigt werden, die konti-
nuierlich in einer Zelle stattfinden und zu einer endogenen Schädigung der DNA führen. 
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 1.1.1 Endogene Schädigung der DNA 
Als endogene Schäden der DNA werden alle Läsionen bezeichnet, die ohne äußeres Einwirken in einer 
Zelle verursacht werden. Die Replikation stellt dabei eine der größten endogenen Fehlerquellen dar. 
So tauchen Replikationsfehler bei der komplementären Synthese von Nukleotiden mit einer Häufigkeit 
von ca. 1:100.000 auf (Pray 2008). Die dafür verantwortlichen DNA-Polymerasekomplexe beinhalten 
zwar eine Korrekturleseaktivität, welche diese Fehler erkennt und direkt reduziert, jedoch vermindert 
sich dadurch die Fehlerrate „nur“ auf ca. ein fehlgepaartes Nukleotid in 1x109 Basenpaaren (Graw 
2006). Das bedeutet, dass in einer Zelle pro Replikation im Durchschnitt mindestens eine Fehlbasen-
paarung stattfindet. Dieser Wert erscheint pro Zelle gering, in einem Menschen, bei dem sich jedoch 
jede Sekunde tausende von Zellen verdoppeln, kann dies zu einer hohen Mutationsrate führen (Graw 
2006). Replikationsunabhängige Reparaturmechanismen wie die Nukleotidexzisions-reparatur (NER) 
und missmatch-repair (MMR) können diese Fehler jedoch auch zu späteren Zeitpunkten erkennen und 
nachträglich reparieren. 
Eine weitere Quelle für endogene DNA-Schäden stellen spontane Veränderungen an Nukleotiden dar. 
Diese spontanen Veränderungen können sehr vielfältig sein, treten jedoch am Häufigsten in Form von 
Desaminierungen und Hydrolyse der N-glycosidischen Bindung auf. Desaminierungen stellen den Ver-
lust der Aminogruppe einer Base dar und können zu Basen-Fehlpaarung führen, die eine hohe Muta-
genität fördern (Graw 2006). So führt beispielsweise eine spontane Hydrolyse der Base Cytosin zum 
Verlust der Aminogruppe, wobei aus Cytosin die Base Uracil entsteht. Auch hier gibt es Reparaturme-
chanismen, welche diese Reaktion kurzfristig rückgängig machen können. Tritt die spontane Desami-
nierung des Cytosins jedoch in einem Bereich auf, welcher kurz vor der Replikation steht und somit 
keine Zeit zur Reparatur verbleibt, so wird anstelle des komplementären Guanins ein Adenin in den 
neu-synthetisierten Strang eingebaut, was eine Punktmutation zur Folge hat. Vor allem bei Purinen 
kommt es jedoch mit einer Häufigkeit von 1:300 Basenpaaren täglich zu einer Auflösung der Verbin-
dung zwischen Base und Zucker, einer sogenannten Depurinierung (Graw 2006). Das Zuckerphosphat-
rückgrat bleibt bei dieser Hydrolyse bestehen, die apurine Stelle in der DNA kann jedoch zu falscher 
Basenpaarung oder Entstehung eines SSBs führen, sodass sich Reparaturmechanismen wie die BER 
entwickelt haben, welche diese Fehler erkennen und beseitigen können. 
Neben Fehlern bei der Replikation und spontanen Basenveränderungen wird ein weiterer Teil der en-
dogenen Schäden durch Stoffe hervorgerufen, welche bei metabolischen Prozessen in einer Zelle ent-
stehen, wobei vorrangig reaktive Sauerstoffspezies (engl. reactive oxygen species, ROS eine Rolle spie-
len. Diese ROS entstehen vor allem durch oxidative Phosphorylierungen bei der Atmungskette in Mito-
chondrien oder durch den Abbau von langkettigen Fettsäuren in den Peroxisomen (Imlay and Linn 
1988). ROS können auch durch exogene Quellen wie UV- und ionisierende Strahlung, sowie durch 
chemische Agenzien erzeugt werden und entfalten ihr toxisches Potential durch die Oxidation von 
Biomolekülen. Für die biologische Auswirkung von Röntgenstrahlen stellen ROS sogar die ausschlag-
gebende Schadensquelle dar (Tominaga et al. 2004). Die Struktur der DNA bietet hierbei für ROS 
mehrere Angriffspunkte, da sowohl DNA-Nukleobasen als auch das Zuckerphosphatrückgrat beschä-
digt werden können und es somit zu einer Vielzahl von Läsionen wie Basenmodifikationen, abasischen 
Stellen, SSBs, Protein-DNA-Verknüpfungen, sowie zu Intra- und Inter-DNA-Querverknüpfungen (engl. 
crosslinks) kommen kann (Berquist and Wilson 2012). Bis heute konnten ungefähr 100 verschiedene 
Arten von Basen- und Zuckerschäden identifiziert werden, welche durch oxidativen Stress an der DNA 
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 einer Zelle verursacht werden können (Brierley and Martin 2012). Für die Reparatur dieser Schäden 
sorgen je nach Art verschiedene Reparaturwege. 
Die beschriebenen Quellen für endogene Schäden der DNA stellen nur eine Auswahl der potentiellen 
Gefahren für die genetische Stabilität einer Zelle dar, geben jedoch einen Einblick in die Vielfältigkeit 
von endogen erzeugten Defekten und die damit verbundenen Aufgaben zur Erhaltung der Erbinforma-
tion. Stellt man sich die hohe Summe aller endogenen DNA-Schäden vor, die täglich in einem Orga-
nismus entstehen, so kann dieser dank hochentwickelter Mechanismen die Reparatur der Schäden ers-
taunlich gut bewerkstelligen. Zusätzlich ist die DNA von Zellen jedoch auch exogenen Noxen ausge-
setzt, welche diverse und schwerwiegende DNA-Schäden verursachen können. 
1.1.2 Exogene Schädigung der DNA 
Exogen erzeugte DNA-Schäden können durch ionisierende Strahlung wie ultraviolette- (UV), Röntgen-, 
Gamma-, Teilchen- und Höhenstrahlung, sowie chemische Substanzen wie pflanzliche Toxine, alkylie-
rende Agenzien, DNA-interkalierende Stoffe und diverse, menschlich-synthetisierte Mutagene wie 
Chemotherapeutika, aber auch durch hohe Temperaturen entstehen. Einige dieser DNA-schädigenden 
Noxen wirken täglich auf uns Menschen ein, andere finden in der Forschung und Medizin häufige An-
wendung. Zur Erforschung der DNA-Reparatur bedient sich die Wissenschaft in erster Linie der Strah-
lung und chemischen Agenzien, um gezielt DNA-Schäden zu induzieren. Strahlung kann als Ausbrei-
tung von Elementarteilchen oder Wellen beschrieben werden. Dabei wird zwischen Teilchenstrahlung, 
die Masse befördert und elektromagnetischer Strahlung, welche Energie ohne Masse transportiert, 
unterschieden. Treten die Strahlungen mit Materie in Wechselwirkung, so können sie in Abhängigkeit 
der transportierten Materie und Energie Elektronen aus Atomen der Materie entfernen und diese ioni-
sieren. Für die Strahlenbiologie ist somit vor allem die sogenannte ionisierende Strahlung interessant, 
da sie in der Lage ist Bestandteile von Organismen durch Ionisation von Atomen zu schädigen. 
1.1.2.1 Ionisierende Strahlung 
Ionisierende Strahlung kann sowohl in Form von Teilchenstrahlung als auch in Form von Photonen 
auftreten. Während zur Teilchenstrahlung α-Teilchen, Protonen, Neutronen, Elektronen und Schwer-
Ionen gehören, beschreiben Photonen Lichtteilchen, sogenannte Quanten, welche Energie ohne eigene 
Masse transportieren und elektromagnetische Wellen darstellen. Aus heutiger Sicht besteht jede elekt-
romagnetische Welle, von Höhenstrahlung bis hin zu niederfrequenten Wechselströmen aus Photonen, 
deren Wellencharakter mit unterschiedlichen Wellenlängen und Frequenzen beschrieben werden kann. 
Je höher dabei die Frequenz und kleiner die Wellenlänge ist, desto energiereicher ist die Strahlung. 
Um nun Elektronen aus Atomhüllen durch elektromagnetische Strahlung zu entfernen bedarf es Ioni-
sationsenergien von mindestens 5 Elektronenvolt (eV), was im elektromagnetischen Spektrum Strah-
lung mit einer Wellenlänge von etwa 200nm entspricht. Findet eine Wechselwirkung mit Materie statt, 
so kann es je nach Energie des Photons zu unterschiedlichen Effekten bei der Ionisation eines Atoms 
kommen. Bei niederenergetischer Röntgenstrahlung mit Energien kleiner als 0,5MeV dominiert der 
sogenannte Photoelektrische Effekt, wobei die Energie des Photons komplett auf ein Elektron übertra-
gen und dieses somit aus der Atomhülle gelöst wird. Das herausgelöste Elektron wird als Sekundär-
elektron bezeichnet und besitzt nach der Abspaltung vom Atom eine kinetische Energie, welche der 
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 Quantenenergie des ursprünglichen Photons abzüglich der Bindungsenergie des Elektrons entspricht, 
und potentiell auch weiterhin eine ionisierende Gefahrenquelle darstellen kann. Hochenergetische 
Röntgenstrahlung besitzt Energien zwischen 0,1 und 1MeV mit Wellenlängen kleiner 1nm und erzeugt 
bei Wechselwirkung mit Materie hauptsächlich den Compton-Effekt, bei welchem das Photon nur ei-
nen Teil seiner Energie für die Freisetzung eines Hüllenelektrons verbraucht. Das Photon wird dabei 
abgelenkt und kann mit einer verminderten Restenergie weitere Ionisationen verursachen. Bei Quan-
tenenergien der Photonen größer 1MeV tritt zusätzlich der sogenannte Paarbildungseffekt auf. Hierbei 
führt die hohe Energie des Photons zur Entstehung eines hochenergetischen Elektron-Positron-Paares, 
wobei dies entweder durch Wechselwirkung des Photons mit dem Atomkern oder einem Hüllenelekt-
ron stattfinden kann (Musiol G. 1995). Treffen Photonen hochenergetischer UV-, Röntgen oder Gam-
mastrahlung auf DNA, so treten sowohl direkte als auch indirekte Strahleneffekte auf. Bei direkten 
Strahleneffekten ionisiert ein Photon, oder ein dadurch erzeugtes Sekundärelektron, direkt ein Atom 
der DNA, wodurch Moleküle der DNA verändert oder Verbindungen zerstört werden können. Hinzu 
kommt ein indirekter Strahleneffekt, welcher auf Wechselwirkungen der Photonen mit Wasser, dem 
Hauptbestandteil menschlicher Zellen, beruht und bei konventioneller Röntgenstrahlung dominiert. 
Werden Wassermoleküle ionisiert, so können Hydroxylradikale entstehen, welche zwar sehr kurzlebig, 
jedoch hoch-reaktiv sind. Hydroxylradikale, welche sich in räumlicher Nähe zur DNA befinden, sind 
deshalb potentiell in der Lage diese durch Ionisation zu schädigen.  
1.1.2.2 DNA-schädigende Wirkung chemischer Agenzien 
Die Wirkung chemischer, DNA-schädigender Agenzien besteht vor allem in der Induktion von DNA-
Läsionen und einer damit verbundenen Störung oder Verhinderung der Replikation einer Zelle. Pflanz-
liche Toxine oder synthetisierte Stoffe können dabei durch diverse Modifikationen der DNA vor allem 
während der Replikationsphase einer Zelle verheerende Schäden erzeugen. So können alkylierende 
Agenzien, wie das in dieser Arbeit untersuchte MMS, Nukleinbasen methylieren, was die Replikation 
erschweren und potentiell SSBs und DSBs erzeugen kann, wobei noch nicht genau geklärt ist, ob die 
durch methylierende Agenzien erzeugten Läsionen selbst, oder die dadurch erzeugten Strukturen an 
angehaltenen Replikationsgabeln (engl. stalled replication forks) für die Toxizität verantwortlich sind 
(Nikolova et al. 2010). So genannte Crosslinker wie Mitomycin C, Cis-Platin oder Senfgas induzieren 
kovalente Verbindungen zwischen DNA-Strängen und verhindern so eine Trennung der beiden komp-
lementären Stränge bei der Replikation und Transkription (Deans and West 2011). Desweiteren kön-
nen chemische Noxen wie zum Beispiel Aphidicolin durch Inhibition von Polymerasen oder Hydroxy-
harnstoff (engl. hydroxyurea, HU) durch Depletion des Nukleotidpools direkt auf den Replikationsap-
parat wirken. Topoisomerase-Inhibitoren, wie das in der vorliegenden Arbeit untersuchte Camptothe-
cin, inhibieren aktive Topoisomerasen und erzeugen dadurch hauptsächlich Replikatonsblockaden und 
DSBs (Tomicic and Kaina 2013). Da CPT- und MMS-induzierte DNA-Schäden und deren Reparatur den 
Hauptbestandteil dieser Arbeit darstellen, werden diese Agenzien in Kapitel 1.5 und 1.6 detaillierter 
analysiert. 
Da sich Tumorzellen häufig unkontrolliert duplizieren, bieten chemische Stoffe, welche schwerwiegen-
de DNA-Schäden wie DSBs in der Replikationsphase des Zellzyklus bewirken, einen sehr guten medizi-
nischen Ansatz diese Zellen im Vergleich zu „gesunden Zellen“ vermehrt zu schädigen, sodass viele der 
genannten Agenzien als Chemotherapeutika in der Krebstherapie eingesetzt werden. Wie reagiert nun 
1. Einleitung  4 
 eine Zelle auf die Vielzahl endogen- und exogen-erzeugter DNA-Schäden mit spezieller Hinsicht auf 
den schwerwiegendsten Schaden, den DSB?  
1.2 Zelluläre Schadensantwort auf DNA-Doppelstrangbrüche 
Um die Integrität der DNA durch die effiziente Reparatur eines DSBs gewährleisten zu können, muss 
dieser zunächst erkannt werden und Mechanismen zur Reparatur initiiert werden. Diese Reaktion ei-
ner Zelle auf DNA-Läsionen wird als DNA-Schadensantwort (engl. DNA damage response, DDR) be-
zeichnet (Abbildung 1). Hierbei werden vielfältige und weit verzweigte Signalkaskaden ausgelöst, in 
welchen eine Vielzahl unterschiedlicher Proteine beteiligt ist. 
 
 
Abbildung 1: Schematische Darstellung der DNA-Schadensantwort 
DSBs können von Sensorproteinen erkannt werden, woraufhin das Schadenssignal verstärkt wird und über eine Signalskas-
kade von Transducer-Proteinen an Effektor-Proteine weitergeleitet wird. Je nach Signal sind diese dann in der Lage einen 
Zellzyklusarrest, die DNA-Reparatur oder die Apoptose einzuleiten (Khanna and Jackson 2001). 
 
Die durch DNA-Schäden induzierten Signale können je nach Komplexität und Quantität der Schäden 
drei mögliche Reaktionen der Zelle einleiten. Zum einen sollen Reparaturproteine zum Schadensort 
rekrutiert werden, um den DNA-Schaden zu reparieren. Zweitens, kann bei schwerwiegenden Schäden 
der Zellzyklus an sogenannten Zellzyklus-Checkpoints arretiert werden, was der Zelle Zeit verschafft 
die entstandenen DNA-Schäden zu reparieren. Um einer Entartung einer zu stark geschädigten Zelle 
vorzubeugen, stellt der programmierte Zelltod (Apoptose) den dritten und letzten Ausweg einer Zelle 
dar (Jeggo and Lobrich 2006). 
1.2.1 Erkennung von DNA-Schäden und Signalweiterleitung 
DNA-Schäden werden von sogenannten Sensor-Proteinen erkannt. Je nach Struktur des Schadens 
werden jedoch unterschiedliche Proteine aktiviert um damit den jeweiligen Reparaturmechanismus in 
Gang zu setzen. In menschlichen Zellen wird die Erkennung des schwerwiegensten Schadens, also die 
eines DSBs dem MRN-Komplex zuteil, welcher aus den Proteinen Meiotic recombination 11 (MRE11), 
RAD50 und Nijmegen breakage syndrome 1  (NBS1) zusammengesetzt ist (Pardo et al. 2009). Der 
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 MRN-Komplex rekrutiert im Folgenden die Kinase Ataxia-telangiectasia mutated (ATM) and den 
Bruch, welche als Transducer- aber auch als Checkpoint-Regulator-Protein mehrere Funktionen 
übernimmt. ATM gehört zur Gruppe der Phosphatidyl-Inositol-3-Kinase-ähnlichen Kinasen (PIKK), zu 
welcher ebenso die Proteine ATM and RAD3 related (ATR), als auch die DNA-dependent protein kina-
se, catalytic subunit (DNA-PKcs) gehören, und phosphoryliert eine Vielzahl an Substraten (Lobrich and 
Jeggo 2005). Die wichtige Bedeutung von ATM wird bei der namensgebenden Krankheit Ataxia Telan-
giectasia (AT) deutlich, bei welcher Mutationen des ATM-Gens schwerwiegende Symptome wie Klein-
hirn-Degeneration, Gleichgewichtsstörungen (Ataxien), Immundefizienz, genomische Instabilität, 
Thymus- und Gonaden-Atrophien (Verkümmerung) und vor allem eine erhöhte Prädisposition von 
lymphoretikulären Tumoren und extreme Sensitivität gegenüber ionisierender Strahlung und DSB- 
erzeugenden Agenzien hervorrufen (Crawford 1998, Shiloh 2003).  
In der Signaltransduktionskaskade der DDR liegt ATM zunächst als inaktives Homodimer vor, auto-
phosphoryliert sich jedoch nach Induktion eines DSBs an Serin 1981 und bildet hierdurch aktive ATM-
Monomere (Bakkenist and Kastan 2003). Aktives ATM phosphoryliert als Schadensantwort auf DSBs 
eine Bandbreite an Substraten zur Zellzykluskontrolle sowie Transkriptionsfaktoren. Eine weitere Auf-
gabe von ATM bei der Schadenserkennung und Signaltransduktion besteht in der Phosphorylierung 
des Histons H2AX an dessen Serin 139 (Lobrich et al. 2010). Diese Phosphorylierung kann jedoch auch 
von den beiden anderen Kinasen ATR und DNA-PKcs übernommen werden (Kinner et al. 2008). Phos-
phoryliertes H2AX wird als γH2AX bezeichnet und vom Sensor-Protein mediator of DNA damage 
checkpoint protein 1 (MDC1) erkannt, welches selbst weiteren Kinasen eine Zielstruktur zur Anlage-
rung bietet (Lukas et al. 2011). Die Bindung von MDC1 an γH2AX sorgt mit Hilfe des Proteins NBS1 
für eine stetige Anwesenheit von aktivem ATM, was zu einer Signalamplifikation führt und die Phos-
phorylierung von H2AX über mehrere Nachbar-Nukleosomen ermöglicht (Ciccia and Elledge 2010), 
(Abbildung 2).  
 
Abbildung 2: Erkennung eines DSBs und Signalweiterleitung 
Nach der Induktion eines DSBs erkennt zunächst der MRN-Komplex, bestehend aus den Proteinen MRE11, RAD50 und NBS1 
den Schaden, worauf ATM zum Schadensort rekrutiert wird. Dieses wird durch Autophosphorylierung aktiviert und kann im 
Anschluß das Histon H2AX phophorylieren, welches als γH2AX ein Signal für Mediatorproteine wie MDC1 darstellt. MDC1 
wird durch ATM phosphoryliert und stellt eine Plattform für die weitere Anlagerung von MRN-Komplexen dar, sodass dies zur 
Akkumulation der Reparaturproteine und Phosphorylierung von H2AX über mehrere Megabasenpaare um den DSB herum 
führt. 
 
Bei Störung der Repliaktion wird ATR in einem Komplex mit dem ATR interacting protein (ATRIP)zu 
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 hierbei durch einzelsträngige, mit dem replication protein A (RPA) beladene, DNA-Bereiche (engl. 
single stranded DNA, ssDNA) aktiviert, welche vor allem an arretierten Replikationsgabeln aber auch 
an resektierter DNA auftreten (Shechter et al. 2004). Defekte im Gen, welches für das Protein ATR 
codiert, äußern sich in Patienten mit dem sogenannten Seckel-Syndrom. Die Krankheit ist durch 
Punktmutationen des Gens und einer damit verbundenen Veränderung des Splice-Verhaltens gekenn-
zeichnet, was zu einer sehr geringen Produktion von funktionalem ATR führt (O'Driscoll et al. 2003). 
Die Symptome eines Patienten mit Seckel-Syndrom sind Mikrozephalie, Wachstumsstörungen und für 
diese Krankheit charakteristische Gesichtsveränderungen (Ogi et al. 2012). Eine Krankheit, bei welcher 
ATR vollständig depletiert vorliegt ist nicht bekannt und Mäuse mit ATR-Nullmutationen sind embryo-
nal letal (Brown and Baltimore 2000). 
Neben den beschriebenen Protein-Modifikationen bei der DNA-Schadensantwort, welche sich auf 
Phosphorylierungen beschränken, kommt es nach einem DNA-Schaden je nach Struktur und Lage zu 
einer Vielzahl weiterer Modifikationen von beteiligten Proteinen wie Poly-ADP-Ribosylierungen, Me-
thylierungen, Acetylierungen sowie Ubiquitinierungen. Auf diesem Gebiet der Forschung ist jedoch 
noch vieles ungeklärt, da über Jahrzehnte hinweg die Phosphorylierung von Proteinen als einzige und 
wichtigste Modifikation zur Aktivierung oder Inaktivierung galt. Eine wichtige Aufgabe der Kinasen 
ATM und ATR liegt zusätzlich in der bereits angesprochenen Einleitung von Zellzykluscheckpoints. 
1.2.2 Zellzykluskontrolle und Checkpoints 
Für das Wachstum von eukaryotischen Organismen und den Erhalt von Gewebe müssen fortlaufend 
neue Zellen gebildet werden. Hierzu verdoppeln sich eukaryotische Zellen indem sie Ihre DNA replizie-
ren und anschließend auf zwei Tochterzellen verteilen. Dieser Zyklus kann in unterschiedliche Phasen 
eingeteilt werden, wobei zunächst zwischen der eigentlichen Zellteilung während der Mitose und der 
sogenannten Interphase unterschieden wird. Die Interphase kann weiter differenziert werden, wobei 
zwischen der Verdopplung der DNA in der S-Phase (Synthese-Phase) und der Mitose so genannte Lü-
ckenphasen bestehen, welche mit G1 und G2 (engl. Gap1, Gap2) bezeichnet werden (Abbildung 3). 
Zudem kann eine Zelle aus der G1-Phase in ein G0-Stadium wechseln, mit welchem sie den Zellzyklus 
verlässt und sich somit nicht mehr teilt.  
 
Abbildung 3: Schematische Darstellung 
des Zellzyklus 
Ein Zellzyklus lässt sich in die Mitose 
(hellblau), welche die Zellteilung be-
schreibt und die Interphase (dunkelblau) 
unterteilen. Die Interphase gliedert sich in 
die G1-Phase (gelb), in welcher die Zelle 
einen einfachen Chromosomensatz besitzt, 
die S-Phase (rot), bei der die DNA dupli-
ziert wird und die G2-Phase (grün), in 
welcher ein doppelter Chromosomensatz 
vorliegt. Der komplizierte Mechanismus 
der Mitose kann aufgrund wichtiger 
Schlüsselmomente während der Zelltei-
lung in Pro-, Prometa-, Meta-, Ana- und 
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 Jede Zellzyklusphase ist durch bestimmte Merkmale und Aktivitäten einer Zelle gekennzeichnet. Wäh-
rend der G1-Phase nimmt die Zelle die Produktion von mRNA und Proteinen wieder auf, welche wäh-
rend der Mitose überwiegend reduziert wurde und bereitet sich auf die bevorstehende S-Phase vor, in 
welcher für die Synthese des kompletten Genoms eine Vielzahl von Proteinen  
und DNA-Bausteinen benötigt wird. Die Hauptaufgabe der S-Phase liegt in der Replikation der gesam-
ten DNA. Die Zelle nimmt deutlich an Größe zu und besitzt nach Abschluss der S-Phase einen doppel-
ten und identischen DNA-Gehalt. Die darauf folgende G2-Phase ist wiederum durch starke Proteinsyn-
these gekennzeichnet und dient zur Vorbereitung auf die bevorstehende Teilung der Zelle. Die Mitose 
kann beginnend mit der Prophase in 5 Phasen eingeteilt werden (Tabelle 1). 
Tabelle 1: Phasen der Zellteilung  
(Grafiken von http://commons.wikimedia.org/wiki/File%3AMITOSIS_cells_secuence.svg) 
 
 
Interphase: Während der G1-, S- und G2-Phase liegt das Genom für die Replikation der DNA und Expression 
von Genen als unkondensiertes Chromatin vor. 
 Prophase: Das Chromatin wird kondensiert und es bilden sich lichtmikroskopisch erkennbare Chromosomen. 
Diese bestehen aus 2 Chromatiden welche die zuvor replizierte, also identische DNA beinhalten. Das Centro-
mer hält beide Chromatiden zusammen, sodass die Chromosomen eine X-förmige Struktur bilden. Zusätzlich 
bilden so genannte Centriolen zunächst zwei Centrosomen und mit Hilfe von Mikrotubuli den Spindelapparat 
und ordnen sich auf gegenüberliegenden Seiten des Zellkerns an, sodass sich zwei Pole bilden, weshalb dieser 
Mechanismus Polfaserbildung genannt wird. Außerdem werden vorhandene Kernkörperchen (Nucleoli) 
aufgelöst und das Zytoskelett abgebaut. 
 Prometaphase: Die Kernmembran beginnt sich durch eine Phosphorylierung der beinhalteten Lamine aufzulö-
sen, wodurch es den Mikrotubuli des Spindelapparats ermöglicht wird eine Verbindung zu den Chromosomen 
aufzubauen, welche hierzu an den Centromeren sogenannte Kinetochore ausbilden. 
 Metaphase: Die beiden Centromere beginnen mit Hilfe der an die Kinetochore gebunden Mikrotubuli die Chro-
mosomen an sich zu ziehen, worauf sich die Chromosomen entlang der Äquatorialebene anordnen.  
 Anaphase: Die aus zwei identischen Chromatiden bestehenden Chromosomen werden geteilt, sodass sogenann-
te Ein-Chromatid-Chromosomen entstehen, welche in Richtung der Pole wandern. 
 Telophase: Nachdem die Chromosomen die Kernpole erreicht haben, beginnt die Ausbildung der Kernmembran 
und Auflösung des Spindelapparats. Anschließend tritt die Dekondensation der Chromosomen ein.  
 Cytokinese: In der darauffolgenden Zellteilung entstehen zwei unabhängige und genetisch identische Tochter-
zellen. Die Zellteilung gehört nicht mehr zur eigentlichen Mitose, wird hier jedoch zur Vollständigkeit aufge-
führt. 
 
Die Dauer eines Zellzyklus und dessen jeweiligen Phasen variiert unter verschiedenen Spezies und so-
gar unterschiedlichen Zelltypen innerhalb eines Organismus sehr stark. Viele eukaryotische Zellen, 
wozu auch die in dieser Arbeit verwendeten humanen Tumorzelllinien gehören, besitzen eine Zellzyk-
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 lusdauer von 18 bis 24 Stunden, woran die G1- und S-Phase mit je 6h – 9h, die G2-Phase mit 2h – 5h 
und die Mitose mit ca. 1h beteiligt sind. Für die Regulation des Zellzyklus sind zwei Klassen von Pro-
teinen verantwortlich, die sogenannten Cyclin-abhängigen Kinasen (engl. cyclin-dependent kinases, 
CDKs) und deren Bindungspartner, die Cycline (Morgan 1997, Satyanarayana and Kaldis 2009). Wäh-
rend in Hefen hauptsächlich CDK1 den kompletten Zellzyklus durch Interaktion mit verschiedenen 
Cyclinen reguliert, gibt es in höheren Organismen über 20 funktionale Homologe, welche in einem 
komplizierten Netzwerk die Zellzyklusprogression steuern (Satyanarayana and Kaldis 2009). In huma-
nen Zellen interagieren hierzu die verschiedenen CDKs  mit 4 Hauptgruppen von Cyclinen, die in Cyc-




An wichtigen Stellen im Zellzyklus haben sich Kontrollmechanismen entwickelt, welche die Progressi-
on der Zelle vor allem bei Stress wie DNA-Schädigung verlangsamen oder gar verhindern können. Die-
se Punkte treten vor allem am Übergang von der G1- zur S-Phase und von der G2-Phase in die Mitose 
auf und werden als Zellzyklus-Checkpoints bezeichnet. Dieser Ausdruck bezieht sich auf Mechanismen, 
mit welchen die Zelle aktiv die Zellzyklusprogression anhalten kann, bis sichergestellt ist, dass ein vor-
ausgehender Prozess wie die DNA-Replikation oder die Mitose vollständig beendet ist (Hartwell and 
Weinert 1989, Kastan and Bartek 2004). Außerdem wurden in den letzten Jahren Checkpoints identi-
fiziert, welche die Progression der Zelle innerhalb der S-Phase und Mitose beeinflussen können. Zu-
nächst soll jedoch die Frage nach der Funktionsweise und Einleitung von Checkpoints beantwortet 
werden. 
Wie bereits beschrieben, ist die Aktivierung der Kinasen ATM oder ATR der erste und wichtigste Schritt 
zur Schadenserkennung und zur Signaltransduktion. Während ATM vorrangig bei DNA-Schädigungen 
wie DSBs aktiviert wird, dient ATR zur zellulären Antwort auf arretierte Replikationsgabeln und ein-
zelsträngige DNA-Bereiche (Abbildung 5). ATM und ATR phosphorylieren nach der Induktion eines 
DNA-DSBs sowohl Proteine im Kernplasma wie p53 als auch Proteine direkt an der Schadenstelle wie 
NBS1, breast cancer 1 (BRCA1), MDC1, p53 binding protein 1 (53BP1) oder structural maintanance of 
chromosomes 1 (SMC1). Die extrem schnelle Autophosphorylierung von ATM nach DNA-Schädigung 
scheint dabei nicht eine direkte Bindung an einen DSB sondern vielmehr eine Veränderung der Chro-
matinstruktur in räumlicher Nähe zu benötigen (Bakkenist and Kastan 2003). Eine Aktivierung von 
ATR ist nicht nötig, um dessen Substrate zu phosphorylieren.  
 
Abbildung 4: Schematische Darstellung der 
zellzyklusspezifischen Cyclinregulation 
Während eines Zellzyklus nimmt die Cyclin 
D-Konzentration in einer Zelle von der G1-
Phase über die S-Phase zu und fällt an-
schließend bis zur Mitose wieder ab. Für 
den Eintritt in die S-Phase ist ein hoher 
Cyclin E –Spiegel erforderlich, und für die 
Progression in die G2-Phase/Mitose sind 
hohe Cyclin A/B –Spiegel notwendig. 
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Abbildung 5: Übersicht der Signalkaskaden zur Aktivierung von Zellzykluscheckpoints  
Die für Checkpoints erforderlichen Signalwege erfolgen initial über ATM und ATR. ATM dient hierbei der Schadensantwort 
auf DSBs, wobei dem MRN-Komplex eine aktivierende Funktion zugeschrieben wird (Uziel et al. 2003). ATR dient zur Scha-
densantwort auf einzelsträngige DNA-Bereiche und benötigt ATRIP, RPA, den RAD17-RFC2-5-Komplex, den RAD9-HUS1-
RAD1-Komplex (9-1-1-Komplex), TOPBP1 und Claspin. Die Signalwege, welche das Schadenssignal amplifizieren, beinhalten 
Zellzyklus- und Checkpoint-unabhängig die Proteine MDC1, 53BP1, den MRN-Komplex und BRCA1. Obwohl ATM und ATR 
zu einem großen Teil die gleichen Substrate phosphorylieren und ATR einen ATM-Defekt teilweise kompensieren kann, zei-
gen die Kinasen eine Spezifität in der Phosphorylierung von CHK1 und CHK2. Es konnten zwei ATM-abhängige G1/S-
Checkpoints beschrieben werden, wobei in der G1-Phase eine ATM-Aktivierung durch DSBs zu einer Phosphorylierung von 
CHK2 und einer damit verbundenen Phosphorylierung der Phosphatase CDC25A führt. Daraufhin wird CDC25A ubiquitiniert, 
was ein typisches Signal zur proteolytischen Degradierung von CDC25A darstellt. Als Folge kann CDC25A nicht mehr die 
aktivierende Dephosphorylierung von CDK2 an Thr14 und Tyr15 ausführen, was zum Checkpoint führt. Da dieser Signalweg 
post-translational abläuft, setzt der G1/S-Checkpoint sehr schnell nach Schadensinduktion ein. Der zweite Mechanismus zur 
G1/S-Checkpoint-Initiation beinhaltet den Tumorsuppressor p53, welcher direkt durch ATM oder indirekt über CHK2 akti-
viert und stabilisiert wird. p53 dient hierbei als Transkriptionsfaktor für den CDK-Inhibitor p21. Aufgrund der Transkriptions-
abhängigkeit von p21 zeigt dieser Signalweg der Checkpoint-Initiation eine Verzögerung nach Schadensinduktion durch zum 
Beispiel Röntgenstrahlen, was eine Rolle in der Aufrechterhaltung des G1/S-Checkpoints vermuten lässt. Kollabierte und 
arretierte Replikationsgabeln aktivierend in der S-Phase ATR, was zu einer Phosphorylierung von CHK1 und dadurch zur 
Phosphorylierung und Degradierung von CDC25A führt. Ein weiterer Signalweg zur Induktion von Intra-S-Checkpoints bein-
haltet die Proteine BRCA1, FANCD2, SMC1 und den MRN-Komplex (in Abbildung nicht dargestellt). In der G2-Phase kann 
ATM entweder direkt über einen DSB aktiviert, oder ATR nach Resektion des Bruchs. Dies hat abhängig von der Aktivierung 
von ATM oder ATR eine aktivierende Phosphorylierung von CHK2 bzw. CHK1 zur Folge, was die Initiierung des Checkpoints 
durch CDC25C auslöst (Lobrich and Jeggo 2007). 
 
Vor und nach der Schädigung von DNA, zum Beispiel durch ultraviolettes Licht, liegt ATR als Komplex 
mit ATRIP vor (Cortez et al. 2001). Zou und Elledge konnten im Jahr 2003 zeigen, dass ATRIP in in 
vitro Versuchen vermehrt an RPA bindet (Zou and Elledge 2003). Dieses Protein flankiert während der 
DNA-Replikation und bei Reparaturprozessen einzelsträngige DNA-Bereiche, welche vor allem bei arre-
tierten Replikationsgabeln gehäuft auftreten. Dieses Ergebnis unterstützt ein Modell bei welchem jegli-
cher Schaden, welcher zu einer Arretierung von Replikationsgabeln und damit zur RPA-Bindung führt, 
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 eine Rekrutierung von ATRIP und damit auch ATR direkt zum Schadensort hervorruft. Von hieraus 
kann ATR wichtige Substrate wie RAD17 und die Checkpoint kinase 1 (CHK1) phosphorylieren 
(Kastan and Bartek 2004). Während Zellen ohne ATM lebensfähig sind, ist eine ATR-Defizienz letal 
(Brown and Baltimore 2003), was darauf schließen lässt, dass ATR auch für eine normale Zellzyklus-
progression ohne exogene DNA Schädigung essentiell ist. Außerdem kann angenommen werden, dass 
ATR einen ATM-Defekt zumindest teilweise kompensieren kann, da viele Substrate von ATM auch von 
ATR phosphoryliert werden können. Um nun eine gleichzeitige Rekrutierung von Reparaturproteinen 
und die Induktion von Checkpoints zu gewährleisten, interagieren ATM und ATR mit sogenannten 
Checkpoint-Mediatoren und den Checkpoint-Kinasen CHK1 und CHK2 (Bartek and Lukas 2003). 
Den wohl dominantesten Checkpoint menschlicher Zellen stellt nach Schädigung der DNA der 
ATM/CHK2-p53/MDM2-P21 -vermittelte G1-Checkpoint dar, welcher einen nachhaltigen und gegebe-
nenfalls permanenten Arrest auslösen kann (Kastan and Lim 2000). Während die Expression von ATM 
und CHK2 durch den kompletten Zellzyklus relativ konstant bleibt, sind die Konzentrationen an ATR 
und CHK1 in der G1-Phase verhältnismäßig niedrig und steigen erst mit der Progression der Zelle in 
die S-Phase an (Kastan and Bartek 2004). Nach DNA-Schädigung wird p53 einerseits direkt von ATM 
und ATR und andererseits indirekt über CHK1 und CHK2 phosphoryliert (Shiloh 2003). Zusätzlich 
wird die Ubiquitin-Ligase mouse double minute 2 homolog (MDM2) aktiviert, was eine Anhäufung von 
p53 zur Folge hat, welches als Transkriptionsfaktor aktiv ist (Maya et al. 2001). In der Zellzykluskont-
rolle stellt die Transkription des CDK-Inhibitors p21 eine Schlüsselfuntion von p53 dar, welche den 
zum Übertritt von der G1- zur S-Phase erforderlichen Cyclin E/CDK2–Komplex stilllegt. Außerdem 
wird als DNA-Schadensantwort das Protein cell division cycle 25 homolog A (CDC25A) degradiert, was 
ebenso zu einer verminderten Aktivität von Cyclin E/CDK2 führt (Donzelli and Draetta 2003). Wäh-
rend dieser transkriptionsunabhängige Weg der Inhibition sehr schnell einsetzt jedoch nur einige 
Stunden aufrecht erhalten werden kann, sorgt die p53-abhängige Antwort für einen fortwährenden 
G1-Arrest der Zelle (Kastan and Bartek 2004).  
Innerhalb der S-Phase resultieren Intra-S-Phase-Checkpoints hauptsächlich in einer reduzierten Akti-
vierung von DNA-Replikations-Startpunkten, sogenannten replication-origins, woraus eine Verlangsa-
mung der DNA-Synthese resultiert, sowie der Stabilisation von arretierten Replikationsgabeln. Die 
Checkpoints werden hauptsächlich über ATM und ATR gesteuert, wobei diese einerseits die über die 
CDC25A-Degradation stattfindende Inhibition von CDK2 und andererseits die Phosphorylierung von 
NBS1 regulieren. Eine reduzierte CDK2-Aktivität ruft hierbei eine verminderte Beladung von CDC45 
auf das Chromatin hervor, was benötigt wird um die DNA Polymerase α zu sogenannten Pre-
Replikationskomplexen zu rekrutieren, wodurch die Aktivierung neuer replication-origins verhindert 
wird (Bartek et al. 2004). Eine weitere Möglichkeit zur Induktion von Intra-S-Phase-Checkpoints be-
ruht auf der ATM- und ATR-vermittelten Phosphorylierung von NBS1 und SMC1 an mehreren Stellen, 
als wichtigste jedoch an Serin 343 von NBS1 (Kastan and Lim 2000) und an Serin 957 und 966 von 
SMC1 (Kitagawa et al. 2004). Außerdem sind an diesem Weg der Checkpoint-Induktion die Proteine 
BRCA1 und Fanconi anaemia complementation group D2 (FANCD2) beteiligt (Nakanishi et al. 2002). 
Grundsätzlich können drei verschieden Schadensarten zur Induktion von Intra-S-Phase-Checkpoints 
unterschieden werden (Bartek et al. 2004). Der replikationsabhängige Checkpoint wird induziert wenn 
Replikationsgabeln durch eine Depletion des Nukleotidpools, eine Kollision mit aberranten DNA-
Strukturen oder durch chemische Inhibition der DNA-Polymerasen arretiert werden. Schlüsselfaktoren 
bei dieser Art von Checkpoint sind RPA, der ATR-ATRIP-Komplex, Claspin, RAD17 und der 9-1-1–
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 Komplex. Die Funktionen dieses Checkpoints liegen zum einen in der Inhibition der Initiation neuer 
replication-origins durch Einflussnahme auf die Cyclin/CDK- und CDC7/DBF4-Kinasen, welche die 
Initiierung und Ausbildung neuer replication-origins steuern (Jares et al. 2000). Zum Anderen dient 
dieser Checkpoint zum Schutz der Integrität von arretierten Replikationsgabeln und zur Wiederauf-
nahme der Zellzyklusprogression, nachdem eine DNA-Reparatur stattgefunden hat oder der Nukleo-
tidpool wieder aufgefüllt wurde (Lopes et al. 2001, Bartek et al. 2004). Ein weiterer Intra-S-Phase-
Checkpoint verhindert, dass Zellen eine Zellteilung einleiten bevor das gesamte Genom dupliziert wur-
de. Dieser so genannte S-M-Checkpoint beruht hauptsächlich auf der Aktivität des Cyclin-B/CDK1-
Komplex. Der dritte Intra-S-Phase-Checkpoint wird durch die Generierung von DSBs eingeleitet, wel-
che unabhängig und außerhalb aktiver Replikationsbereiche liegen. Allen gemeinsam ist jedoch, dass 
keiner der drei genannten Intra-S-Phase-Checkpoints auf das Protein p53 angewiesen ist, welches das 
Schlüsselprotein des bereits beschriebenen G1-Checkpoints darstellt (Bartek and Lukas 2001). 
Während der G1-Checkpoint und die Intra-S-Phase-Checkpoints sehr sensibel auf DSBs reagieren, 
konnte gezeigt werden, dass der G2/M-Checkpoint, welcher DNA-geschädigte Zellen an einem Eintritt 
in die Mitose hindern soll, verhältnismäßig insensitiv mit einer Schwelle von 10-20 DSBs ist (Deckbar 
et al. 2007, Lobrich and Jeggo 2007). Ähnlich der Aktivierung des G1/S- und der Intra-S-Phase-
Checkpoints erfolgt die Initiierung des G2/M-Checkpoints durch die Phosphorylierung der Checkpoint-
Kinasen CHK1 und CHK2 als auch spezifisch über CDC25C. Dies verhindert in der G2-Phase eine De-
phosphorylierung von Cyclin B/CDK1-Komplexen, was für eine Progression der Zelle in die Mitose er-
forderlich ist (Lukas et al. 2004, Lobrich and Jeggo 2007). Gründe für die hohe Insensitivität des 
G2/M-Checkpoints könnte eine verringerte ATM-Konzentration und damit verbunden eine verminderte 
Signaltransduktion an DSBs darstellen, welche in Folge der Reparatur resektiert wurden. Die Auswir-
kungen dieser Insensitivität sind weiterhin Bestandteil heutiger Forschungen. 
Kann die Reparatur von DNA-Schäden nicht durch die Einleitung von Zellzykluscheckpoints bewerk-
stelligt werden, so bleibt der Zelle eine weitere und letzte Möglichkeit einer potentiellen Entartung 
vorzubeugen und so die Entstehung einer Krebszelle zu verhindern, indem sie den programmierten 
Zelltod, die so genannte Apoptose, einleitet. Die Apoptose ist ein Mechanismus, der nicht nur während 
der Entwicklung von Geweben und Organen, wie zum Beispiel der Trennung von Fingern in der Emb-
ryonalentwicklung dient, sondern auch der Entartung von Zellen nach DNA-Schädigung vorbeugt. 
Hierbei wird in einem komplexen System von Signalen, die hauptsächlich über so genannte Caspasen 
weitergeleitet werden, ein programmierter Zelltod herbeigeführt. Bevor eine Zelle diesen Ausweg zur 
Erhaltung von Gewebe und Vermeidung der Krebsentstehung „wählt“, versucht sie mit höchst effekti-
ven Reparaturmechanismen entstandene DNA-Schäden zu reparieren. 
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 1.3 Mechanismen zur Reparatur von DNA-Schäden 
Aufgrund der hohen Diversität an DNA-Schäden haben sich in eukaryotischen Zellen vielfältige Repa-
raturmechanismen entwickelt, um den unterschiedlichen Anforderungen, die verschiedene DNA-
Schäden an die Reparatur stellen, gerecht zu werden. Da in der vorliegenden Arbeit der Focus auf Me-
chanismen zur Reparatur von DSBs, sowie spezifischen Wegen zur Reparatur von replikationsassoziier-
ten DNA-Schäden liegt, wird auf Reparaturmechanismen wie MMR und NER nicht eingegangen. 
Für die Reparatur eines DSBs stehen drei unabhängige Reparaturwege zur Verfügung, welche in die 
Nichthomologe Endverknüpfung (engl. non-homologous end-joining, NHEJ), die Homologe Rekombi-
nation (HR) und die sogenannte Einzelstranganlagerung (engl. single strand annealing, SSA) unterteilt 
werden können, wobei das SSA einen Nebenweg der DSB-Reparatur darstellt und deshalb nur kurz 
erläutert wird. Das SSA ist ein Homologie-spezifischer Reparaturweg, welcher die Rekombination an 
Tandem-Regionen der DNA (engl. tandem repeats) fördert, wobei RPA-beladene ssDNA durch RAD52 
an resektierte Bereiche des zweiten DNA-Endes verknüpft wird (Krogh and Symington 2004). Hierbei 
ist weder eine Stranginvasion, noch RAD51 von Nöten. SSA und HR konkurrieren bei der DNA-
Reparatur mit einander, wobei das SSA ausreichend große, resektierte Bereiche benötigt, um benach-
barte Tandem-Regionen offen zu legen. Dieser Prozess des SSAs führt jedoch in der Regel zu einer 
Deletion der interstitiellen DNA und einer der Tandem-Regionen (Heyer et al. 2010).  
Die beiden Hauptreparaturwege für DSBs stellen das NHEJ und die HR dar. Wie die Namen dieser 
Mechanismen bereits vermuten lassen, besteht der größte Unterschied zwischen den  Reparaturwegen 
in der Notwendigkeit von Homologien der zu reparierenden DNA. Während die HR zur Reparatur ei-
nes DSBs das Vorhandensein eines homologen DNA-Bereichs benötigt, stellt der NHEJ-Prozess eine 
direkte Verknüpfung zweier Bruchenden dar, welche nicht auf homologe DNA-Sequenzen angewiesen 
ist. Als Konsequenz hieraus kann sich eine eukaryotische Zelle zur Reparatur von DSBs während des 
kompletten Zellzyklus des NHEJs bedienen und zusätzlich der HR wenn die DNA in der S- und G2-
Phase repliziert wurde (Rothkamm et al. 2003). Hierbei konnte gezeigt werden, dass der größte Anteil 
an HR mit dem Zeitpunkt der maximalen Replikationsaktivität einer Zelle in der Mitte der S-Phase 
korreliert (Karanam et al. 2012) (Abbildung 6). Dies könnte auf  eine Präferenz von replikationsasso-
ziierten DNA-Schäden für die Reparatur via HR hindeuten. Wie hoch der Anteil der HR an der Repara-
tur von DSBs ist, hängt jedoch zusätzlich stark von der Art und Lokalisation des Schadens ab. Nach 
einer Bestrahlung von eukaryotischen G2-Phase-Zellen mit Röntgenstrahlen konnte gezeigt werden, 
dass der HR-Anteil an der Reparatur von DSBs ca. 15% beträgt (Beucher et al. 2009). Dieser Anteil 
variiert jedoch mit der Komplexität des Schadens. So leistet die HR an der Reparatur von weniger 
komplexen Brüchen, die zum Beispiel durch den Topoisomerase II-Inhibitor Etoposid erzeugt werden 
(siehe auch 1.X.X), eine Beteiligung, welche deutlich weniger als 15% beträgt. Im Gegensatz hierzu 
steigt die HR-Beteiligung an sehr komplexen DNA-Schäden, welche beispielsweise durch Schwerionen 
induziert werden (Shibata et al. 2011). Außerdem konnte gezeigt werden, dass strahleninduzierte 
DSBs, welche im Heterochromatin lokalisiert sind, hauptsächlich von der HR abhängig sind (Goodarzi 
et al. 2008, Jeggo et al. 2011).  
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Abbildung 6: Beteiligung der Reparaturwege an der DSB-Reparatur während des Zellzyklus 
In der G1-Phase des Zellzyklus kann eine Zelle zur Reparatur von DSBs keine HR benutzen, da hierfür die homologe Sequenz 
fehlt, sodass sämtliche DSBs über das NHEJ repariert werden. Während der S-Phase nimmt der Anteil an HR deutlich zu und 
erreicht in Korrelation mit der höchsten Replikationsaktivität sein Maximum (Karanam et al. 2012). In der G2-Phase ist trotz 
vollständigen homologen DNA-Sequenzen das NHEJ wieder der vorherrschende Weg für die Reparatur von DSBs. Nach einer 
Bestrahlung mit Röntgenstrahlen wird in der G2-Phase eine Fraktion von ca. 15% der induzierten DSBs HR-abhängig repa-
riert (Beucher et al. 2009). 
 
Sowohl NHEJ als auch HR bergen Vor- und Nachteile bezüglich der DNA-Reparatur. Das NHEJ gilt als 
Reparaturprozess, welcher eine schnelle Ligation zweier Doppelstrangbruchenden begünstigt, was al-
lerdings nicht immer fehlerfrei abläuft und in Deletionen, Insertionen und Substitutionen direkt an der 
Bruchstelle, sowie in Translokationen resultieren kann, wenn Bruchenden von verschiedenen DSBs 
miteinander verknüpft werden (Lieber 2010). Dem gegenüber stellt die HR einen vorwiegend fehler-
freien Reparaturmechanismus dar, welcher neben der limitierenden Notwendigkeit eines Schwesterch-
romatids eine komplizierte Prozessierung des Bruchs erfordert. Hierbei werden die Bruchenden resek-
tiert, sodass einzelsträngige 3‘‘‘'–DNA-Überhänge entstehen, welche von RPA und anschließend RAD51 
beladen werden. Dieses sogenannte RAD51-Nukleoproteinfilament vollzieht eine Homologiesuche und 
nach erfolgreicher Suche eine Stranginvasion in die doppelsträngige DNA-Sequenz auf der Schwester-
chromatide, welche als Vorlage zur Reparatur genutzt werden kann (Chapman et al. 2012). Die Auflö-
sung der so entstandenen Struktur kann auf unterschiedliche Weisen erfolgen und zu Crossover- oder 
Non-Crossover-Produkten führen (siehe Kapitel 1.3.2.3). Studien in der Hefe Saccharomyces cerevisiae 
konnten zeigen, dass als Matrize für die HR vorwiegend das Schwesterchromatid und nicht das homo-
loge Chromosom dient (Kadyk and Hartwell 1992). Grundsätzlich kann angenommen werden, dass 
eine Resektion von DSBs die Wahrscheinlichkeit der Reparatur mittels der einzelstrangabhängigen 
Mechanismen SSA und HR enorm erhöht. Dennoch ist die Resektion von DSBs stark reguliert und spe-
ziell in der G1-Phase durch die Bindung des KU70/KU80-Heterodimers supprimiert (Tomita et al. 
2003).  
Die Frage, welche DSBs nun von welchem Reparaturweg repariert werden und was der Wahl eines 
Weges zu Grunde liegt, stellt einen Schwerpunkt der heutigen DNA-Reparatur-Forschung dar. Obwohl 
die Mechanismen des NHEJs und der HR größtenteils bekannt sind, finden sich stets neue Proteine, 
welchen eine Beteiligung an der Reparatur zugeschrieben wird. Die bekannten, grundsätzlichen Funk-
tionsweisen des NHEJ und der HR sollen im Folgenden beschrieben werden. 
1.3.1 Nichthomologe Endverknüpfung 
Das NHEJ ist der Hauptreparaturweg für DSBs und beschreibt die Ligation zweier Bruchenden, welche 
unabhängig von der Sequenz des geschädigten Bereichs erfolgt (Weterings and van Gent 2004). Der 
Prozess beinhaltet das „Fangen“, sowie die Zusammenführung und Ligation der beiden, getrennten 
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Abbildung 7: Schematische Darstellung der DSB-Reparatur via NHEJ 
Ein DSB wird von dem KU70/KU80–Heterodimer erkannt, welches eine Ringstruktur um die DSB-Enden bildet. Zusammen 
mit der DNA-PKcs bildet KU70/KU80 das DNA-PK-Holoenzym. Dieses führt die beiden DNA-Enden zusammen, sodass ein 
Komplex aus Ligase IV, XRCC4 und XLF den DSB ligieren kann. 
 
Hierbei wird ein doppelsträngiges DNA-Bruchende zunächst von dem KU70/KU80-Heterodimer er-
kannt und gebunden. Das KU70/KU80-Heterodimer stellt eine Ringstruktur dar, welche eine hohe Af-
finität zu offenen DNA-Enden besitzt und nach der Bindung an den Bruch ein Gerüst für weitere NHEJ-
Reparaturproteine bildet (Walker et al. 2001). Das erste dieser zum Schadensort rekrutierten Proteine 
ist die 460kD große Serin-/Threonin-Kinase DNA-dependent protein kinase catalytic subunit (DNA-
PKcs). Zusammen mit dem KU70/KU80-Heterodimer bildet sie die DNA-dependent protein kinase 
(DNA-PK), welche die DNA-Enden zusammenhält, und für die folgende Ligation positioniert 
(Weterings and Chen 2007). Nicht komplementäre DNA-Enden müssen hierfür jedoch zunächst pro-
zessiert werden. Einzelsträngige DNA-Überhänge können dabei entweder aufgefüllt oder resektiert 
werden, wobei die Polymerasen μ und λ, die terminale  Desoxy-nukleotidyltransferase, die Polynukleo-
tidkinase und diverse Nukleasen eine Rolle spielen (Weterings and Chen 2007). Der Endonuklease 
Artemis wird hierbei eine besondere Bedeutung bei der Prozessierung von komplizierten Bruch- oder 
sogenannten Haarnadelstrukturen zugeschrieben (Riballo et al. 2004, Jeggo and Lobrich 2005). An-
schließend erfolgt die Ligation der Bruchenden durch den Ligase IV-/XRCC4-Komplex in Verbindung 
mit dem nonhomologous end-joining factor 1, auch bekannt als XRCC4-like factor (XLF).  
Neben dem in Abbildung 7 beschriebenen, sogenannten kanonischen Weg des NHEJs (c-NHEJ oder 
DNA-PKcs-dependent, D-NHEJ) gibt es weitere, alternative Varianten dieses Reparaturwegs (engl. ba-
ckup-NHEJ, B-NHEJ), welche in bestimmten Situationen in Kraft treten können, auf die in der vorlie-
genden Arbeit jedoch nicht weiter eingegangen wird. Wie zuvor beschrieben ist das NHEJ der wichtigs-
te Reparaturweg für einen Großteil der DSBs. Vor allem in der S-Phase stellt die HR jedoch für einen 
beträchtlichen Teil der DSBs, und in der G2-Phase für eine Fraktion der DSBs, den bevorzugten Me-
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 1.3.2 Homologe Rekombination 
Bei der Homologen Rekombination ist zunächst zwischen der Reparatur von sogenannten ein-endigen 
und zwei-endigen DNA-Doppelstrangbrüchen zu unterscheiden. Die Reparaturprozesse, welche haupt-
sächlich für ein-endige DSBs zuständig sind, die in der S-Phase an Replikationsgabeln entstehen kön-
nen, werden in Kapitel 1.4 beschrieben. Zunächst soll auf die grundlegenden Mechanismen der HR an 
zwei-endigen DSBs eingegangen werden. Hierbei kann die HR in drei Phasen eingeteilt werden, wel-
che als Presynapsis, Synapsis und Postsynapsis bezeichnet werden (Heyer et al. 2010).  
Während der Presynapsis wird ein DSB prozessiert, wobei die DNA-Stränge in 5'-3'-Richtung resektiert 
werden, um an beiden Enden des DSBs 3'-Überhänge entstehen zu lassen, welche im Anschluss von 
dem Protein RPA gebunden werden. Dieser Mechanismus benötigt den MRN-Komplex, die Nukleasen 
Exonuclease 1 (EXO1), DNA replication ATP-dependent helicase/nuclease DNA2 (DNA2) und das C-
terminal-binding protein 1 interacting protein (CTIP), sowie die Helicase RECQ helicase-like 2 oder 
auch Bloom syndrome Protein (BLM) genannt (Mimitou and Symington 2009). RPA verhindert dabei 
die Ausbildung von Sekundärstrukturen der einzelsträngigen DNA und zunächst auch die Bindung von 
RAD51 an den Einzelstrang, was Mediatorproteinen einen Zeitraum verschafft zum Schadensort rekru-
tiert zu werden (Heyer et al. 2010). Die Mediatoren können unterteilt werden in die RAD51-Paraloge 
RAD51 B, C, D, X-Ray repair cross complementing protein (XRCC) 2 und 3, das  Mediatorprotein 
RAD52, welches eine Funktion bei der Stranganlagerung besitzt und den Mediator BRCA2. Letzterer  
besitzt sowohl Einzelstrangbindemotive (OB-folds) und Doppelstrangbindemotive (tower-domain), als 
auch mehrere RAD51-Bindestellen, was eine Funktion bei der Beladung von DNA mit RAD51 an DSBs 
und resektierten Bereichen impliziert (Yang et al. 2005). 
Die Synapsis beschreibt die Homologiesuche des geschädigten DNA-Bereichs auf dem Schwesterchro-
matid und die Stranginvasion des RAD51-Nukleoproteinfilaments durch Ausbildung eines sogenannten 
displacement loops (D-loop), womit die DNA-Synthese eingeleitet wird. RAD54 unterstützt hierbei die 
D-loop-Ausbildung und entfernt RAD51 vor der DNA-Synthese von der Heteroduplex-DNA (Heyer et 
al. 2010). Mit Einleitung der Postsynapsis, welche zur Auflösung der während der HR entstandenen 
Strukturen dient, können drei Wege unterschieden werden (Abbildung 8). Ohne vorliegendes, zweites 
DNA-Ende bildet der D-loop eine vollwertige Replikationsgabel aus, was als bruchinduzierte Replikati-
on (engl. break-induced replication, BIR) bezeichnet wird (Abbildung 8, BIR). Ist an einem DSB ein 
zweites DNA-Ende in räumlicher Nähe vorhanden, so ist der vorherrschende Reparaturweg die so ge-
nannte syntheseabhängige Stranganlagerung (engl. synthesis-dependent strand annealing, SDSA), 
wobei der D-loop aufgelöst wird und der neusynthetisierte Strang an den resektierten Bereich des 
zweiten DNA-Endes bindet (Sung and Klein 2006, Marini and Krejci 2012). Dieser Weg unterbindet 
von Natur aus die Ausbildung von Schwesterchromatidaustauschen (engl. Sister chromatid exchanges, 
SCEs), den bereits beschriebenen Crossovern (Abbildung 8, SDSA). Die dritte Möglichkeit die HR ab-
zuschließen ist die Bildung einer doppelten Holliday-Struktur (engl. double-Holliday-junction, dHJ) 
und deren Auflösung mit Hilfe der Proteine BLM, FANCM, Gen endonuclease homolog 1 (GEN1), so-
wie methylmethansulfonate and ultraviolet sensitive 81 (MUS81) und essential meiotic endonuclease 
1 homolog 1 (EME1) unter der möglichen Ausbildung eines Crossover-Produkts (Heyer et al. 2010) 
(Abbildung 8, dHJ subpathway). 
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Abbildung 8: Wege der Reparatur von DNA-Doppelstrangbrüchen  
Ausgehend von einem DSB kann eine Zelle drei verschiedene Wege der DSB-Reparatur zur Behebung des Schadens und da-
mit zur Wiederherstellung der genomischen Integrität einschlagen. Es kann zwischen den Wegen des NHEJ und SSAs, sowie 
der HR unterschieden werden, wobei diese sich sowohl in Ihren Mechanismen als auch in der Beteiligung verschiedener Pro-
teine voneinander abgrenzen. Bei der HR können ausgehend von der Struktur des D-loops weitere Reparaturunterwege un-
terschieden werden. Bezeichnungen in blauer Schrift beziehen sich auf Proteine der Hefe Saccharomyces cerevisiae. Im hu-
manen System abweichende Namen sind in Klammern und braun abgebildet. Bei humanen Proteinen ohne vorhandenes 
Hefe-Analogon wurde auf Klammern verzichtet.  Gestrichelte Linien stellen neu synthetisierte DNA dar (Heyer et al. 2010). 
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 Wie aus Abbildung 8 ersichtlich wird, beginnt die HR immer mit den gleichen oder zumindest ähnli-
chen Prozessen, welche die Resektion, die Homologiesuche und die Stranginvasion unter Ausbildung 
des D-Loops beinhalten, was in Abbildung 9 detaillierter dargestellt ist.  
 
 
Abbildung 9: Bildung des RAD51-Nukleoproteinfilaments und D-loops im Zuge der HR 
Für die Initiation der HR werden zunächst die DSB-Enden in 5'-3'-Richtung resektiert. Hierfür erkennt und bindet der MRN-
Komplex die Schadensstelle und vollzieht zusammen mit der Nuklease CtIP die initiale Resektion. An der weiterführenden 
Resektion wird eine Beteiligung der Helikase BLM und der Exonuklease 1 (EXO1) postuliert. Die resultierenden, einzelsträn-
gigen 3'-Überhänge werden von RPA erkannt und gebunden. Dies stellt eine Zielstruktur für BRCA2 dar, welches das gebun-
dene RPA durch RAD51 austauscht. Das so gebildete RAD51-Nukleoproteinfilament vollzieht anschließend die Homologiesu-
che und Stranginvasion in den homologen Bereich der Schwesterchromatide unter Ausbildung einer D-loop-Struktur. Es folgt 
die Synthese der zuvor geschädigten DNA-Sequenz in 5'-3'-Richtung. 
 
Ausgehend von der Struktur des D-loops kann die HR, wie aus Abbildung 8 ersichtlich wurde, in ver-
schiedene Reparatur-Unterwege eingeteilt werden, welche komplizierte Mechanismen und für die vor-
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 1.3.2.1 Break-induced replication 
Die BIR ist ein Prozess, mit dem eine Zelle im Zuge der Reparatur von DSBs große Regionen von DNA 
duplizieren kann. Diese einige 100 Kilobasen (kb) umfassenden Bereiche sind in ihrer Größe mit DNA 
vergleichbar, welche während der S-Phase von einer Replikationsgabel an einem Stück repliziert und 
als Replikon bezeichnet wird (Deem et al. 2011). Bei der Vielfältigkeit an Reparaturprozessen ist die 
BIR für die Reparatur von kollabierten Replikationsgabeln, und demzufolge ein-endigen DSBs, sowie 
der Stabilisation von ungeschützten Telomer-Enden spezialisiert. Im Gegensatz zu anderen Reparatur-
wegen, wie dem NHEJ oder dem SSA, zeichnet sich die BIR durch die Ausbildung einer BIR-
Replikationsgabel aus (Lydeard et al. 2007), welche nahezu die gleichen Proteine wie eine „normale“ 
Replikationsgabel während der S-Phase benötigt (Lydeard et al. 2010, Deem et al. 2011). Hierzu wird 
das Ende eines DSBs resektiert, sodass wie in Abbildung 8 und 9 beschrieben das freie 3'-Ende in den 
homologen DNA Strang einwandern und einen D-loop bilden kann. An den frei-gewordenen, gegenü-
berliegenden Strang können Primasen binden und so eine neue Replikationsgabel initiieren (Llorente 
et al. 2008). Unterschiede konnten bisher in der Notwendigkeit von spezifischen Polymerasen und 
deren Untereinheiten sowie in den Aufgaben und Geschwindigkeiten der Polymerasen zu frühen und 
späten Zeiten der Replikation gezeigt werden (Lydeard et al. 2007, Jain et al. 2009). Im Vergleich zu 
anderen Reparaturmechanismen wie dem SDSA kann davon ausgegangen werden, dass die BIR we-
sentlich langsamer abläuft (Heyer et al. 2010). Außerdem konnte gezeigt werden, dass die räumliche 
Nähe eines zweiten DNA-Bruch-Endes die BIR supprimiert und dadurch andere, fehlerfreiere Repara-
turmechanismen favorisiert werden (Jain et al. 2009). Obwohl die chromosomale Integrität mit dem 
Prozess der BIR vollständig wieder hergestellt werden kann, stellt die BIR für die Reparatur zwei-
endiger DSBs einen sehr inakkuraten Reparaturweg dar, sodass der BIR hierfür eine untergeordnete 
Rolle zugeschrieben wird. Die BIR kann sogar zum Verlust der Heterozygotie (engl. loss of heterozygo-
sity, LOH), chromosomalen Translokationen und alternativer Telomerverlängerung führen, welche 
potentielle Auslöser von Krebs darstellen (Deem et al. 2011), wenn eine Stranginvasion in einem Be-
reich der DNA abseits der homologen Sequenz des Schwesterchromatids, beispielsweise auf dem ho-
mologen Chromosom, stattfindet. Ein LOH birgt ein großes Risiko für die Zelle, da pathogene Mutatio-
nen eines Gens nicht mehr durch eine funktionierende Version des zweiten Gens ausgeglichen werden 
können (Heyer et al. 2010). In welchen Fällen die Reparatur eines DSBs via BIR sinnvoll ist und wann 
Zellen diesen Weg zur Reparatur von DSBs wählen ist weiterhin Bestandteil der Forschung und wird 
unter 1.4.1 und 1.4.2 genauer beschrieben. Einen vergleichsweise „sicheren“ Reparaturweg bietet das 
SDSA, welches im Folgenden dargestellt wird. 
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 1.3.2.2 Synthesis-dependent strand annealing 
Das SDSA wird als der dominierende HR-Weg angesehen, um Homologie-vermittelt zwei-endige DSBs 
zu reparieren (Heyer et al. 2010). Dieser vergleichsweise einfache Reparaturweg bedient sich zunächst 
einer 5'-3'-Resektion der Bruchenden, um einzelsträngige 3'-DNA-Überhänge zu generieren (Abbildung 
10). 
 
Wie in allen HR-Prozessen besitzt das Protein RAD51 in Assoziation mit weiteren Proteinen (wie 
BRCA2, RAD52, RAD54, RAD54B und den RAD51-Paralogen RAD51B, RAD51C, RAD51D, XRCC2 und 
XRCC3) auch bei der Reparatur von DSBs durch SDSA eine Schlüsselfunktion, indem es hauptsächlich 
an der Homologiesuche und der Stranginvasion beteiligt ist (Baumann et al. 1996, Helleday et al. 
2007).  Nach der Bildung des D-loops wird das eingewanderte 3'-Ende durch Polymerasen verlängert. 
Es konnte gezeigt werden, dass die Polymerase η dazu in der Lage ist diese Synthese an D-loop-
Strukturen auszuführen, was mit anderen Studien konsistent ist, welche einen HR-Defekt in Polymera-
se η–defizienten Zellen nachweisen konnten (Kawamoto et al. 2005, McIlwraith et al. 2005). Nachdem 
ein ausreichend großer Bereich synthetisiert wurde, kann das „neue“ 3'–Ende vom Matrizenstrang der 
Schwesterchromatide abgelöst werden, indem die Holliday-Struktur (engl. Holliday junction, HJ) in 
Richtung des 3'–Endes wandert. Auch wenn die genaue Funktionsweise der Bewegung und Auflösung 
Abbildung 10: Schematisches Model für den 
Mechanismus des SDSA 
Das SDSA wird durch die 5'-Resektion der DSB-
Enden eingeleitet (2). Nachdem die HR-
typischen Proteine (RPA, RAD51) die 3'-DNA-
Überhänge gebunden haben, erfolgt die Homo-
logiesuche und Stranginvasion eines DNA-
Endes des DSBs in das Schwesterchromatid, 
wodurch so genannte Heteroduplex-DNA und 
der D-Loop erzeugt werden (3). Der Strangin-
vasion folgt die DNA-Synthese über die eigent-
liche Bruchstelle hinaus, um so die fehlende 
DNA-Sequenz wieder herzustellen (4)(Helleday 
et al. 2007). Auf der anderen Seite des D-Loops 
wird zwischen der Hetero- und Homoduplex-
DNA eine X-förmige Struktur gebildet, welche 
als einfache Holliday Junction (HJ) bezeichnet 
wird (Holliday 1966). Diese HJ kann durch 
Modulation von bestimmten Proteinen in beide 
Richtungen der DNA verschoben werden, was 
als branch migration bezeichnet wird (Helleday 
et al. 2007). Die HJ wird in Syntheserichtung 
der neu-entstandenen DNA soweit verschoben 
(5), bis sich die neu-synthetisierte Sequenz mit 
der Sequenz des zweiten DNA-Endes gleicht 
und der neusynthetisierte Strang von seiner 
komplementären Matrize abgelöst werden 
kann. Eine Prozessierung der zu viel syntheti-
sierten Bereiche, das Auffüllen von einzelsträn-
gigen Bereichen (6) und die Ligation der DNA-
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 der HJ noch nicht vollständig aufgeklärt ist, konnte die Beteiligung von mehreren Proteinen wie Wer-
ner syndrome ATP-dependent helicase (WRN), BLM, p53 und RAD54 an diesem Mechanismus nach-
gewiesen werden (Lee et al. 1997, Constantinou et al. 2000, Mohaghegh et al. 2001, Bugreev et al. 
2006). Nachdem das neue, einzelsträngige 3'–Ende durch diese branch migration von der Matrize ab-
gelöst wurde, wird dieses wahrscheinlich sehr schnell von RPA gebunden und kann durch einfache 
Verknüpfung an das zweite DSB-Ende ligiert werden, welches ebenfalls ein einzelsträngiges, überhän-
gendes 3'–Ende besitzt und somit in ähnlicher Form vorliegt (Helleday et al. 2007). Je nach Ausmaß 
der Synthese des neuen 3'–Endes können spezifische Endonukleasen wie Xeroderma pigmentosum 
group F-complementing protein (XPF/ERCC4) die DNA-Überhänge entfernen (Niedernhofer et al. 
2004, Helleday et al. 2007). Für die finale Ligation der DNA-Enden und das Auffüllen von Lücken 
werden beim SDSA die reparaturüblichen Proteine wie die Polymerasen δ und ε, sowie das Prolifera-
ting cell nuclear antigen (PCNA) und DNA-Ligase 1 rekrutiert (Helleday et al. 2007). Aufgrund der 
Homologie-abhängigen Reparatur des SDSAs wird ein Teilstück der DNA von der Schwesterchromatide 
übernommen. Dieser bei dem SDSA auftretende Transfer von Sequenzinformation konnte durch Stu-
dien in Säugerzellen belegt werden und wird als gene conversion bezeichnet (Elliott et al. 1998, 
Johnson and Jasin 2000). Bei dem SDSA kommt es aufgrund der gebildeten Struktur und Beteiligung 
nur eines DNA-Bruchendes jedoch nicht zu reziproken SCEs. Diese sind charakteristisch für die Repara-
tur von DNA-Schäden durch die Ausbildung und Auflösung von dHJs. 
1.3.2.3 Ausbildung und Auflösung einer doppelten Holliday-Struktur 
Wie aus Abbildung 8 erkenntlich wird, bilden der D-loop und alle Schritte, die zu dessen Ausbildung 
benötigt werden, die Ausgangsstruktur für die HR. Auch bei der Ausbildung einer dHJ dient die Resek-
tion beider Bruchenden sowie die Homologiesuche und Stranginvasion des RAD51-
Nukleoproteinfilaments zur Ausbildung eines D-loops. Der große Unterschied zur BIR und zum SDSA 
besteht jedoch in der zusätzlichen Anlagerung des zweiten, resektierten 3'–Endes an den komplemen-
tären Strang des D-loops, was als second end capture bezeichnet wird. Hierdurch bilden sich zwei Be-
reiche mit Heteroduplex-DNA sowie zwei charakteristische Kreuzungspunkte zwischen den involvier-
ten DNA-Strängen. Die Auflösung einer dHJ durch so genannte Resolvasen kann zu SCEs und dem 
damit verbundenen reziproken Austausch der homologen Bereiche führen. Das grundlegende Model 
der Ausbildung einer dHJ wurde bereits 1983 entwickelt, um Crossover-Ereignisse während der Meio-
se, sprich der Reifeteilung von Zellen zu erklären (Szostak et al. 1983, Schwacha and Kleckner 1995). 
Neueren Studien war es jedoch möglich dieses Model auch auf die DSB-iduzierte Reparatur in mitoti-
schen Zellen zu übertragen (Bzymek et al. 2010). Eine dHJ kann entweder durch eine mehrfache 
Trennung von DNA-Strängen mittels Resolvasen, was als resolution bezeichnet wird, oder durch eine 
so genannte dissolution mittels Spaltung nur eines DNA-Strangs aufgelöst werden. 
Die Nukleasen GEN1 und MUS81 stellen bei der resoltution die wichtigsten Komponenten dar, wobei 
Letzteres in Säugern in einem heterodimeren Komplex mit der nicht-katalytischen Komponente EME1 
vorliegt (Taylor and McGowan 2008, Rass et al. 2010). Wichtig bei dieser Art der Auflösung ist, dass 
hier beide Holliday-Strukturen entweder am Kreuzungspunkt der DNA-Stränge, oder an den ungek-
reuzten DNA-Bereichen geschnitten werden. Sobald die beiden HJ unterschiedlich geschnitten werden, 
führt diese Art der dHJ-Auflösung zu einem SCE (Paques and Haber 1999) (Abbildung 11).  
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Abbildung 11: Schematische Darstellung der Ausbildung und Auflösung einer dHJ mittels resolution 
Nachdem die Bruchenden resektiert wurden und die Stranginvasion des RAD51-Nukleoproteinfilaments stattgefunden hat, 
lagert sich das zweite, resektierte Bruchende an den freien und komplementären DNA-Strang des D-loops auf der Schwester-
chromatide an. Es entsteht eine doppelte Überkreuzung der DNA-Stränge, was die typische dHJ darstellt. Darauf folgt die 
Synthese beider DNA-Stränge des geschädigten Chromatids in 5'-3'-Richtung bis zum unresektierten Bereich des gegenüber-
liegenden Bruchendes sowie die Verknüpfung der neusynthetisierten 3'-Enden an die zuvor resektierten 5'-Enden (In der 
zweidimensionalen, schematischen Abbildung wird dies durch die Drehung der geschädigten Heteroduplex-DNA möglich). 
Die Auflösung der dHJ kann durch eine Verschiebung der beiden HJs aufeinander zu vollzogen werden, wobei eine hemika-
tenane Struktur entsteht, die durch den Schnitt eines DNA-Strangs aufgelöst werden kann (in Abbildung 12 veranschaulicht). 
Dieser Weg unterbindet von Natur aus die Entstehung von Crossover-Produkten. Der andere Weg zur Auflösung einer dHJ 
bedient sich Resolvasen, welche DNA-Stränge entweder an den Kreuzungspunkten oder den nicht-gekreuzten DNA-Strängen 
schneiden können. Falls die DNA beider HJs gleichartig geschnitten wird, so kommt es nicht zu einem Crossover-Ereignis 
(A/A oder B/B), wohingegen die unterschiedliche Teilung von DNA-Strängen (einmal A und einmal B) zu einem Crossover-
Produkt führt (A/B oder B/A). 
 
Die Anzahl von SCEs nach Induktion von DSBs ist vergleichsweise gering, sodass angenommen werden 
kann, dass entweder die Ausbildung einer dHJ ein eher seltenes Ereignis darstellt, oder dass bei Auflö-
sung einer dHJ ein Weg favorisiert wird, welcher nicht zu Crossover-Ereignissen führt (Johnson and 
Jasin 2000, Ira et al. 2003). Der unkomplizierteste und wohl dominierende Weg der Auflösung einer 
dHJ besteht in der Verschiebung der beiden Kreuzungspunkte zueinander, sodass die zwei DNA-
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 Struktur bezeichnet wird. Für die branch-migration, also die Verschiebung der beiden Holliday-
Strukturen zueinander und die folgende Auflösung der hemikatenanen Struktur werden die Helicasen 
BLM oder WRN, die Topoisomerase IIIα und die Faktoren RecQ-mediated genome instability protein 1 
und 2 (RMI1, RMI2) benötigt, welche zusammen den BTR-Komplex bilden (Hoadley et al. 2010). Der 
Vorteil dieses Mechanismus besteht darin, dass nur ein DNA-Strang durch die Topisomerase geschnit-
ten werden muss, um die Auflösung der dHJ zu ermöglichen (Abbildung 12). Als Konsequenz hieraus 




Ein Defekt im BLM-Gen führt zu dem namensgebenden Krankheitsbild, dem Bloom-Syndrom, welches 
1954 erstmals von dem Dermatologen Dr. David Bloom beschrieben wurde (Bloom 1954). Neben einer 
hohen Prädisposition für Krebserkrankungen (Bachrati and Hickson 2003) zeigen Zellen von Patienten 
mit Bloom-Syndrom stark erhöhte Raten an SCEs (German et al. 1977), was darauf schließen lässt, 
dass die Dissolution einen hohen Beitrag zur Auflösung von dHJs leistet. 
Die präsentierten Mechanismen zur Reparatur von zwei-endigen DSBs lassen sich nur bedingt auf die 
Reparatur von ein-endigen DSBs übertragen, welche hauptsächlich während der Replikation der DNA 
entstehen, sodass im Folgenden S-Phase-spezifische Reparaturmechanismen beschrieben werden. 
1.4 S-Phase-spezifische DNA-Reparaturprozesse 
In der S-Phase des Zellzyklus wird die komplette DNA einer Zelle dupliziert. Um eine akkurate und 
schnelle Duplikation der DNA zu gewährleisten, ist die Replikation in der S-Phase stark reguliert. Die 
Abläufe und involvierten Proteine der Replikation sind in eukaryotischen Zellen hoch konserviert, was 
auf die Wichtigkeit dieser Prozesse schließen lässt (Branzei and Foiani 2010). Gäbe es pro Chromosom 
nur eine Replikationsgabel, welche in Säugetieren mit einer Geschwindigkeit von  2-3 kb pro Minute 
repliziert, so würde eine Zelle ca. 20 Tage benötigen, um ihr aus 3 x 106 kb bestehendes Genom zu 
duplizieren (Mechali 2010). Tatsächlich sind in Säuger-Zellen 30.000 – 50.000 Replikationsursprünge 
Abbildung 12: Schematische Darstel-
lung der Auflösung einer dHJ mittels 
dissolution 
Durch die Helicasen BLM und WRN 
werden die aneinandergelagerten 
DNA-Stränge aufgetrennt und die 
beiden Kreuzungspunkte soweit 
aufeinander zu verschoben, bis sie 
nur noch durch eine Schleife mitei-
nander verbunden sind. Diese hemi-
katenane Struktur wird durch Induk-
tion eines Einzestrangbruchs, Ent-
windung der DNA und anschließen-
der Religation mittels der Topoiso-
merase 3α (grau) aufgelöst. Dieser 
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 (engl. replication origins, Origins) vorhanden (Huberman and Riggs 1966), wobei nicht alle in jedem 
Zellzyklus und vor allem nicht gleichzeitig aktiviert werden. So werden nur ca. 10% der Replikatio-
nursprünge in der S-Phase aktiviert, während die restlichen inaktiviert (engl. dormant) vorliegen 
(Chaudhuri et al. 2012). Wird die Progression gestört, können diese ruhenden Replikationsursprünge 
aktiviert werden, um eine vollständige Replikation sicher zu stellen (Ge and Blow 2010). Durch die 
organisierte Initiierung mehrerer tausend Replikationsgabeln pro Zellzyklus verkürzt sich die S-Phase 
auf wenige Stunden.  
Die Reparatur von geschädigter DNA wird in der S-Phase durch die gleichzeitige Replikation des Ge-
noms stark verkompliziert. Einige Bereiche der DNA liegen bereits dupliziert vor, wohingegen andere 
Bereiche noch dupliziert werden müssen oder gerade repliziert werden, sodass, je nach Lokalisation 
und Zeitpunkt des DNA-Schadens, unterschiedliche Reparaturwege zur Verfügung stehen. Schäden 
welche direkt an der Replikationsgabel (engl. replication fork, RF) auftreten, repräsentieren für eine 
Zelle wesentlich komplexere Strukturen und Probleme als beispielsweise zwei-endige DSBs in einem 
transkriptiv-inaktiven Bereich der DNA während der G1- oder G2-Phase. In der S-Phase stellen ver-
gleichsweise einfache DNA-Schäden wie Basenmodifikationen oder SSBs ein hohes Risiko für die Zelle 
dar, wenn Replikationsgabeln, die auf diese Läsionen treffen, arretieren oder kollabieren und dadurch 





Abbildung 13: Vereinfachte, schematische Darstellung einer Replikationsgabel 
Bei der Replikation von DNA wird zunächst die DNA-Helix durch Helicasen entwunden. Der dabei auftretende Torsionsstress 
wird von Topoisomerasen durch kontrolliertes Entwinden der DNA mittels SSBs aufgelöst (siehe auch 1.5.1). Die DNA-
Polymerasen können nur in 5'-3'–Richtung DNA synthetisieren, da im Gegensatz zu RNA-Polymerasen die Synthese des komp-
lementären DNA-Stranges nur dann möglich ist, wenn der Polymerase ein freies 3'-Hydroxylende zur Verfügung steht. Die 
Synthese des Leitstrangs erfolgt somit kontinuierlich, die des Folgestrangs jedoch diskontinuierlich. Hierzu wird eine RNA-
Polymerase benutzt (Primase), um eine kurze Sequenz zu erzeugen, welche sich an den komplementären Folgestrang anla-
gert und als Primer bezeichnet wird. Der so entstandene doppelsträngige Bereich wird von der DNA-Polymerase erkannt und 
zur Elongation bis zum nächsten Primer genutzt. Hinter der Replikationsgabel bilden sich auf dem Folgestrang dementspre-
chend viele doppelsträngige Bereiche, die als Okazaki-Fragmente bezeichnet und durch DNA-Ligasen miteinander verknüpft 
werden, wobei die RNA-Primer durch DNA-Bausteine ausgetauscht werden.  
 
Aufgrund der hohen Komplexität während der Replikation und der Wichtigkeit der korrekten Koordi-
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 Replikation an sich oder deren Regulation für viele humane Krankheiten verantwortlich sind 
(DePamphilis 2006). Deshalb ist es enorm wichtig ein Verständnis für die Mechanismen der Replikati-
on und die Wege, welche die Instabilität von RFs unterbinden oder die Reparatur kollabierter RFs be-
werkstelligen, zu erlangen. An einer RF sind neben den für die Replikation essentiellen Faktoren eine 
Vielzahl von weiteren Proteinen assoziiert, um beispielsweise kurzzeitig arretierte Replikationsgabeln 
vor einem Kollaps zu schützen oder den Aufbau der Replikationsmaschinerie und die Umstrukturie-
rung des Chromatins zu gewährleisten (Jones and Petermann 2012). Auf die Beteiligung einzelner 
Faktoren an der Initiierung, Elongation und Terminierung der Replikation soll in der vorliegenden 
Arbeit jedoch nicht weiter eingegangen werden, vielmehr soll im Folgenden die Entstehung und Repa-
ratur replikationsassoziierter DNA-Schäden erörtert werden. 
1.4.1 Entstehung replikationsassoziierter DNA-Schäden 
An jedem gestarteten Origin werden zwei RFs erzeugt, welche sich auf dem parentalen DNA-Strang 
voneinander wegbewegen. Wird eine RF durch eine DNA-Läsion oder einen Protein-DNA-Komplex an 
der Progression gehindert, so wird die Replikation in der Regel durch Initiierung von ruhenden RFs 
oder anderen in der Nähe befindlichen RFs vollendet (Branzei and Foiani 2010). Blockierte Replikati-
onsgabeln sind dabei durchaus in der Lage den Arrest zu überwinden und die Replikation wieder auf-
zunehmen (engl. replication fork restart), nachdem die Inhibierung beseitigt wurde (Petermann and 
Helleday 2010). SSBs oder langanhaltende Replikationsblockaden können jedoch zum Kollaps der 
Replikationsgabel und zur Generierung von ein-endigen DSBs führen. Da eine direkte Wiederaufnah-
me der Replikation nach einem Kollaps und der damit verbundenen Dissoziation der Replikationsma-
schinerie nicht mehr möglich ist, werden durch den MUS81-EME1-Komplex ein-endige DSBs generiert 
(Petermann and Helleday 2010) (Abbildung 14). Diese müssen durch spezifische Reparaturmechanis-




Abbildung 14: MUS81-vermittelte Induktion eines ein-endigen DSBs nach Kollabieren der Replikationsgabel 
Kommt es aufgrund langer Replikationsblockaden zu einer Dissoziation des Replisoms (gelb) und damit zum Kollabieren der 
Replikationsgabel, ist eine direkt Wiederaufnahme der Replikation an diesem Punkt nicht mehr möglich. Für die Wiederauf-
nahme der Replikation durch den Mechanismus der BIR ist ein ein-endiger DSB notwendig, welcher durch die Endonuclease 
MUS81 (grün) induziert wird. 
 
Zu den häufigsten DNA-Läsionen, welche zu einem Arrest oder zum Kollaps von RFs führen können, 
gehören Basenmodifikationen wie Oxidationen, Methylierungen und Desaminierungen. Werden diese 
Modifikationen nicht rechtzeitig behoben oder befinden sich die Schäden gerade in der Reparatur, so 
können RFs mit diesen kollidieren und arretieren. Das in dieser Arbeit verwendete MMS bietet hierbei 
ein bewährtes Agens zur Induktion von Basenmodifikationen durch Methylierungen der DNA, worauf 
unter 1.6 genauer eingegangen wird. Ein weiteres Hindernis stellen Interstrand-Crosslinks dar, die 
zum Beispiel durch Mitomycin C oder Cis-Platin erzeugt werden. Interstrand-Crosslinker stellen kova-
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 lente Bindungen zwischen zwei Basen auf den gegenüberliegenden DNA-Strängen her, sodass die He-
likase der Replikations-Maschinerie den DNA-Doppelstrang nicht entwinden kann und somit die Repli-
kation zum Erliegen kommt (Kottemann and Smogorzewska 2013). Außerdem können Sekundärstruk-
turen der DNA, die durch bestimmte Basenabfolgen entstehen können, oder an die DNA angelagerte 
Proteine das Fortschreiten einer Replikationsgabel hemmen (Usdin and Woodford 1995). Darüber hi-
naus können chemische Agenzien direkt oder indirekt die Replikation durch Inhibition der Polymera-
sen stoppen. So hemmt der Stoff Aphidicolin eine Zelle an der DNA-Replikation durch Inhibition der 
Polymerasen α und δ (Ikegami et al. 1978, Goscin and Byrnes 1982). Hydroxyharnstoff (HU) hingegen 
depletiert den Nukleotidpool durch Inhibierung der Ribonukleotid-Reduktase, welche Ribonukleosid-
Triphosphate zu Desoxyribonukleosid-Triphosphaten reduziert und somit einen essentiellen Bestand-
teil des Synthesewegs für Desoxyribonukleosidtriphosphate (dNTPs), den Bausteinen der DNA, dar-
stellt (Lundin et al. 2002). Im Gegensatz zu vielen anderen toxischen Agenzien, welche ihre Wirkung 
konzentrationsabhängig entfalten, bestimmt bei HU hauptsächlich die Dauer der Behandlung die Art 
und Anzahl der DNA-Schäden. Während kurze HU-Behandlungen von einigen Minuten bis wenigen 
Stunden lediglich die Arretierung von RFs bedingen, führt eine Behandlungsdauer größer 6h zum Kol-
laps von RFs und zur Ausbildung von DSBs, welche in ihrer Anzahl mit zunehmender Dauer steigen 
(Saintigny et al. 2001). Nicht zuletzt bildet der SSB eine gefährliche Läsion für eine voranschreitende 
RF, da es bei einer Kollision zu einem ein-endigen DSB durch einen so genannten replication fork run-
off kommen kann. Trifft eine Polymerase während der Replikation dabei auf einen SSB, so kann die 
Polymerase nach Entwindung des parentalen Doppelstrangs bei der Synthese des Leitstrangs „ins Leere 
laufen“ und von diesem dissoziieren (Abbildung 15). Ein Aufeinandertreffen der Polymerasen mit SSBs 
auf dem Folgestrang wird in der Literatur seltener beschrieben, kann jedoch ebenso zu ein-endigen 




Abbildung 15: Ausbildung eines ein-endigen DSBs durch den Prozess des replication fork run-offs 
Das Auftreten eines SSBs auf dem parentalen Leitstrang kann im Zuge der Replikation zu einem Verlust des Leitstrangs füh-
ren. Die für die Duplikation des Leitstrangs verantwortliche Polymerase (stark vereinfacht als Replisom in Gelb dargestellt) 
trifft dabei auf das durch den SSB erzeugte 5'-Ende und löst sich von der DNA. Hierbei wird ein ein-endiger DSB generiert, 
welcher durch die BIR repariert werden kann. 
 
SSBs können durch ionisierende Strahlung, im Zuge der Reparatur von Basenmodifikationen durch die 
BER (z. Bsp. MMS induziert) oder durch gezielte Induktion von SSBs mittels Topoisomerasen und Ver-
hinderung der Religation durch das in dieser Arbeit verwendete CPT auftreten. 
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 1.4.2 Reparatur replikationsassoziierter DNA-Schäden 
Um einem Kollaps von arretierten RFs entgegenzuwirken, haben Zellen Mechanismen entwickelt arre-
tierte RFs und angelagerte Replisomen möglichst lange zu stabilisieren, um eine Wiederaufnahme der 
Replikation zu ermöglichen (Osman and Whitby 2007). Die Stabilisation wird vor allem durch Zellzyk-
lus-Faktoren wie ATR und CHK1 sowie durch Claspin vermittelt, welches zur Kohäsion der Schwester-
chromatiden dient (Scorah and McGowan 2009). Anschließend stehen einer Zelle verschiedene Mög-
lichkeiten zur Verfügung den Arrest zu überwinden, wobei die Arrest-auslösende Läsion entscheidend 
für die Wiederaufnahme der Replikation ist. Basenmodifikationen können während der Replikation 
durch die DNA-Polymerasen δ und ε zu einem Arrest führen, da diese keine passenden Nukleotide für 
die modifizierten Basen finden (Abbildung 16, 2). Die dadurch auftretende Replikationsblockade wird 
in der Regel durch den Mechanismus der translesion synthesis (TLS) überwunden (Abbildung 16, 3) 
wobei die Polymerasen δ und ε durch sogenannte TLS-Polymerasen ersetzt werden, welche weniger 
spezifisch bei der Nukleotidauswahl sind (Izhar et al. 2013). Dabei kann die geschädigte Stelle bei der 
Replikation überwunden werden, jedoch birgt die Unspezifität der TLS-Polymerasen eine erhöhte Ge-
fahr für Punktmutationen (Heyer et al. 2010). Da die TLS dennoch der dominierende Weg zur Über-
windung von Basenmodifikationen ist, scheint die Gefahr einer Punktmutation im Gegensatz zum mög-
lichen RF-Kollaps tolerierbar zu sein.  
Eine zweite Möglichkeit zur Überwindung von DNA-Schäden an arretierten RFs bietet der Prozess der 
fork regression, bei welchem sich die Replikationsgabel ein Stück entgegengesetzt der Replikations-
richtung zurück bewegt, um eine so genannte chicken foot-Struktur zu bilden (Abbildung 16, 4). Hier-
bei lösen sich zunächst die neusynthetisierten DNA-Stränge von den parentalen Strängen, welche sich 
wieder aneinander anlagern (in einen Ausgangszustand vor der Replikation). Die dabei freiwerdenden, 
neusynthetisierten Stränge paaren daraufhin, wobei eine HJ entsteht, welche aufgrund ihrer Form als 
chicken foot-Struktur bezeichnet wird (Heyer et al. 2010). Ausgehend von dieser stabilen Struktur hat 
die Zelle nun entweder die Möglichkeit zu warten, bis die blockierende Läsion im parentalen Strang 
behoben wurde (Abbildung 16, 5) oder sie vollzieht einen Reparaturweg, welcher bereits 1976 postu-
liert wurde und heute als lesion bypass durch template switching bezeichnet wird (Higgins et al. 1976, 
Mazloum and Holloman 2009). Dieser Weg wird ermöglicht, wenn die Synthese des Leitstrangs durch 
eine Basenmodifikation geblockt wird, die des Folgestrangs jedoch weiter voranschreiten kann, sodass 
der lädierte Bereich des Leitstrangs bereits dupliziert auf dem Folgestrang vorliegt (Osman and Whitby 
2007). Dieser kann nun als Matrize für die DNA-Synthese des Leitstrangs dienen (Abbildung 16, 6). 
Nach einer Re-Initiierung der Replikationsgabel ist der DNA-Schaden überwunden und die Replikation 
kann fortgesetzt werden, selbst wenn die Läsion noch nicht entfernt wurde (Heyer et al. 2010), (Ab-
bildung 16, 7). Wie die Re-Initiierung einer Replikationsgabel aus einer chicken foot-Struktur erfolgt, 
ist noch nicht genau geklärt, wobei allerdings den Proteinen BLM und WRN eine Funktion in der um-
gekehrten fork regression zugeschrieben wird (Davies et al. 2007). Neuere Studien konnten dabei be-
legen, dass BLM und WRN in der Lage sind Substrate, welche eine chicken foot-Struktur imitieren, in 
aktive Replikationsgabeln zu konvertieren (Machwe et al. 2011). Ein weiteres Model beschreibt die Re-
Initiierung einer Replikationsgabel durch eine MUS81-abhängige Prozessierung der chicken foot–
Struktur, was zu einem ein-endigen DSB führt, welcher HR-vermittelt repariert wird (Osman and 
Whitby 2007). Außerdem konnte ein Model entwickelt werden, bei dem eine D-Loop-abhängige Reak-
tivierung der RF postuliert wird, wobei das freie DSB-Ende der chicken foot–Struktur nach einer Re-
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 sektion in den parentalen Doppelstrang einwandert. Womöglich ist eine Resektion nicht nötig, falls das 
bestehende, einzelsträngige 3'–Ende ausreichend lang ist. Dabei kommt es zur Ausbildung eines typi-
schen D-Loops und womöglich auch einer dHJ (Lundin et al. 2002, Petermann and Helleday 2010).  
 
 
Abbildung 16: Schematische Darstellung zur Überwindung eines Replikation-arretierenden Schadens auf dem Leitstrang 
Eine Läsion auf dem Leitstrang behindert das Voranschreiten der Polymerase (Schritt 2). Auf dem Folgestrang konnte jedoch 
einige Nukleotide über die Läsion auf dem komplementären Leitstrang hinweg synthetisiert werden. Durch eine Umkehrung 
der Replikation über mehrere Nukleotide entgegengesetzt zur Syntheserichtung wird ein doppelsträngiger Bereich mit einem 
3'–Überhang erzeugt (siehe Schritt 4), was der Struktur einer chicken foot gleicht. Dieser kann sowohl als Matrize für den 
Leistrang dienen (Schritt6), womit der geschädigte Bereich des parentalen Leitstrangs erfolgreich überwunden ist (Schritt 7), 
als auch als Substrat für die Bildung einer D-Loop-Struktur durch Invasion in den parantalen DNA-Strang genutzt werden 
(nicht dargestellt). Eine Alternative bildet die TLS, bei welcher die DNA-Polymerasen durch fehlertolerante Polymerasen 
ausgetauscht werden, wobei die Gefahr einer Basenfehlpaarung besteht (Schritt 3), oder die Reinitiirung der Replikation aus 
der chicken foot-Stuktur nach Entfernung der Läsion (Schritt 5).  
 
Betreffen DNA-Läsionen den Folgestrang, so lassen sich die beschriebenen Modelle nur teilweise auf 
die Reparatur dieser Schäden übertragen. Bei einer Blockade der DNA-Synthese auf dem Folgestrang 
kommt es gewöhnlich zur Ausbildung von einzelsträngigen Bereichen, wobei durch eine fork regressi-
on die Bildung einer chicken foot–Struktur theoretisch ermöglicht wird. Dabei entsteht jedoch ein dop-
pelsträngiges Ende mit einem überhängenden Ende des am Leitstrangs synthetisierten 3'-Endes 
(Osman and Whitby 2007). Ein lesion bypass ist aus dieser Struktur nicht möglich, da das kürzere 5'-
Ende kein geeignetes Substrat für die DNA-Polymerasen darstellt. Im Gegensatz zum Leitstrang wird 
während der Replikation der Folgestrang durch Ausbildung von bereits beschriebenen Okazaki-
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 sen miteinander verknüpft. Dieser Mechanismus ist erforderlich, da DNA-Polymerasen nur von 5' nach 
3' DNA synthetisieren können. Je nach Läsion auf dem Folgestrang kann auch hier die TLS einsetzen 
und so den Replikationsarrest überwinden. Aufgrund des überhängenden 3'-Endes ist jedoch auch eine 
Einwanderung dieses Endes in den neusynthetisierten Leitstrang denkbar, welcher aufgrund abge-
schlossener Synthese als Matrize und zur Ausbildung eines neuen D-Loops benutzt werden kann. So 
wurde ein SDSA-ähnlicher Weg postuliert, bei welchem der eingewanderte Strang bereits nach kurzer 
Synthese wieder mit dem parentalen Folgestrang gepaart wird, womit die Läsion überwunden ist und 
verbleibende einzelsträngige Bereiche durch Polymerasen aufgefüllt werden können (Heyer et al. 
2010). Ein zweites Model beschreibt die Bindung des parentalen Leitstrangs, welcher während der 
Stranginvasion vom Folgestrang verdrängt wird, mit dem einzelsträngigen Bereich des parentalen Fol-
gestrangs, sodass es zur Ausbildung einer HJ kommt (Abbildung 17, 3). Nach der Replikation des ein-
gewanderten Folgestrangs ist somit die Ausbildung einer dHJ möglich. Nach der Auflösung der HJs 
kann eine aktive Replikationsgabel wieder hergestellt werden, wobei die Auflösung der dHJ wie bereits 
unter 1.3.2.3 beschrieben zur Ausbildung eines Crossover, bzw. SCEs führen kann (Abbildung 17, 4).  
 
 
Schwere Läsionen der DNA wie SSBs, Protein-DNA-Komplexe sowie langanhaltende Replikationsblo-
ckaden können zu einem Kollaps der RFs führen. Der RF-Kollaps beschreibt einen Prozess, bei wel-
chem die Replikationsmaschinerie, sprich das Replisom, von der RF dissoziiert, was in der Regel mit 
der Bildung von ein-endigen DSBs assoziiert ist. Läuft eine RF in einen auf dem Leitstrang lokalisierten 
SSB so kann es zum bereits beschriebenen replication fork run-off kommen, wobei direkt ein ein-
endiger DSB erzeugt wird (Strumberg et al. 2000). Die Stabilität von arretierten RFs kann nur einige 
Stunden aufrecht erhalten werden, sodass anschließend die Replikationsproteine dissoziieren und wie 
bereits beschrieben eine direkte Aufnahme der Replikation am selben Punkt nicht möglich ist 
(Petermann and Helleday 2010). Tritt dieser Fall ein, so erfolgt eine gezielte Induktion eines ein-
Abbildung 17: Schematische 
Darstellung zur Überwindung 
eines Schadens auf dem Folge-
strang 
Eine Läsion auf dem Folgestrang 
behindert die korrekte Synthese 
von Okazakifragmenten (Schritt 
2). Daraufhin kann der bereits 
synthetisierte parentale Leit-
strang sich mit dem unreplizier-
ten Bereich auf dem parentalen 
Folgestrang verbinden, worauf-
hin der einzelsträngige und 
freigewordene, neusynthetisier-
te Leitstrang als Matrize für den 
neuen Folgestrang dienen kann 
(Schritt 3). Die Replikation 
kann reinitiiert und die ausge-
bildete dHJ wie unter 1.3.2.3 
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 endigen DSBs an der inaktiven RF, um hiermit ein Substrat für die Reparatur mittels HR zu schaffen 
und so die Re-Initiierung der Replikation zu ermöglichen (Petermann and Helleday 2010). Studien 
konnten zeigen, dass an diesem Prozess der Endonuklease-Komplex MUS81-EME1 sowie das Protein 
BLM, jedoch nicht dessen Helicase-Aktivität beteiligt sind (Hanada et al. 2007, Froget et al. 2008). Da 
nach einem replication fork run-off ein zweites Bruchende fehlt, kann die Reparatur dieses Schadens 
nicht über das NHEJ erfolgen. Stattdessen werden diese ein-endigen DSBs HR-abhängig repariert. Der 
für die Reparatur von ein-endigen DSBs zuständige Reparaturmechanismus ist die BIR, welche sich der 
Resektion des freien Bruchendes bedient und nach Stranginvasion und Ausbildung eines D-loops die 
Wiederaufnahme der Replikationsgabel ermöglicht.  
Ebenso ist ein Model entworfen worden, welches einen SDSA-ähnlichen Prozess postuliert, bei wel-
chem der eingewanderte Strang kontinuierlich aus der Heteroduplex-DNA gelöst wird, und selbst als 
Vorlage für die Synthese des zweiten Strangs dient (Paques and Haber 1999). Nach einer Auflösung 
der HJ kann eine intakte RF wieder hergestellt werden, welche die Replikation fortsetzen kann, bis sie 
auf die nächste, aktive Replikationsblase trifft. Diese Ereignisse konnten bereits in E. coli und dem Bak-
teriophagen T4 charakterisiert werden (Mosig 1987, Kogoma 1997). Desweiteren wurde herausgefun-
den, dass Zellen auf kollabierte Replikationsgabeln mit einer vermehrten Aktivierung von benachbar-
ten Origins in der Nähe reagieren (Petermann et al. 2010). Dabei wird ein zweites DNA-Bruchende am 
Ort der zuvor kollabierten RF geschaffen, wenn die neu-initiierte RF die Schadensstelle von der ande-
ren Seite erreicht. Somit wird aus einem ein-endigen DSB ein zwei-endiger DSB, welcher die Voraus-
setzung für die Reparatur mittels SDSA oder Ausbildung einer dHJ schafft.  
Wie aus dem vorherigen Abschnitt erkenntlich wurde, stellen SSBs und DSBs während der S-Phase des 
Zellzyklus aufgrund gleichzeitiger Replikation der DNA eine besondere Gefahr für die genomische In-
tegrität einer Zelle dar. Gerade hier ist andererseits die Induktion von SSBs und DSBs aber auch zwin-
gend erforderlich, um Torsionsstress entgegenzuwirken, welcher durch das Entwinden der DNA-Helix 
bei der Replikation entsteht. Eine Zelle bedient sich hierbei der gezielten und kontrollierten, kurzzeiti-
gen Induktion mit anschließender Ligation von SSBs und DSBs durch so genannte Topoisomerasen. 
Aufgrund dieser enorm wichtigen Aufgabe von Topoisomerasen während der S-Phase bieten diese En-
zyme primäre Zielstrukturen für therapeutische Ansätze in der Behandlung von Krebserkrankungen. 
Die Inhibition von Topoisomerasen führt dabei zu massiver Schädigung von hoch proliferativen Krebs-
Zellen durch Induktion von replikationsassoziierten DNA-Läsionen. Ein Paradebeispiel für einen Topoi-
someraseinhibitor stellt das in dieser Arbeit verwendete Camptothecin dar. 
1.5 Camptothecin 
Von 1957 bis 1958 wurden von dem Cancer Chemotherapy National Service Center (CCNSC) 1000 
Pflanzenextrakte auf ihre Antitumor-Aktivität getestet, wobei nur einem einzigen Extrakt aus den Blät-
tern des Baums Camptotheca acuminata eine hohe Wirksamkeit zugeschrieben werden konnte (Wall 
and Wani 1996). Den Wissenschaftlern Wall und Wani gelang es 1966 den für die antitumoröse Wir-
kung verantwortlichen Stoff aufzureinigen und durch Röntgenstrukturanalyse zu charakterisieren 
(Wall et al. 1966). Dass gewonnene, pentacyclische Alkaloid benannten sie in Anlehnung an den Gat-
tungsnamen des Baums Camptothecin (Abbildung 18). 1971 gelang die erste Totalsynthese von CPT 
(Stork and Schultz 1971), welcher viele weitere Derivate gefolgt sind, die heute klinische Anwendung 
finden.  
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 Obwohl bereits in den frühen 70er Jahren klinische Phase 1-Studien mit CPT durchgeführt wurden, 
fand das Alkaloid aufgrund schlechter Wasserlöslichkeit und hoher Toxizität zunächst keine Anwen-
dung in der Krebstherapie (Gottlieb et al. 1970, Muggia et al. 1972) und wurde als Arzneimittel zu-
nächst nicht mehr weiterentwickelt. Mit der Entdeckung des Wirkungsmechanismus, welcher auf der 
Hemmung von Topoisomerase 1 beruht, erlangte CPT 1985 wieder Interesse in der Forschung und 
Medizin (Hsiang et al. 1985). Durch die Modulation von CPT konnten Derivate entwickelt werden, 
welche eine bessere Löslichkeit und Pharmakokinetik aufwiesen (Kehrer et al. 2001). Seit vielen Jah-
ren werden Camtothecin-Derrivate wie Topotecan und Irinotecan zu medizinischen Zwecken in der 
Krebstherapie eingesetzt. In Deutschland ist Topotecan für die Behandlung des fortgeschrittenen Ova-
rialkarzinoms zugelassen, während Irinotecan seit 1998 gegen fortgeschrittene Dickdarmtumore nach 
erfolgloser Therapie mit 5-Fluoruracil eingesetzt wird (Brogden and Wiseman 1998, Rothenberg 
2001).   
 
Die zytostatische Wirkung von CPT und dessen Analoga beruht hauptsächlich auf der massiven Induk-
tion von DNA-Läsionen in der S-Phase einer Zelle. Dabei verhindert CPT die Auflösung des sogenann-
ten cleavage complex (CC) und damit die Re-Ligation des DNA-Strangs, welcher durch die Topoisome-
rase 1 im Zuge der Replikation geschnitten wurde. RFs können mit CCs sowohl kollidieren und arretie-
ren als auch zu einem replication fork run-off führen, wenn sie auf die Topoisomerase-induzierten 
SSBs treffen. Ein mögliches Resultat stellen ein-endige DSBs dar (Pommier 2004). Hierzu sollen zu-
nächst die Funktionsweisen und Aufgaben von Topoisomerasen erläutert werden. 
1.5.1 Topoisomerasen und die inhibierende Wirkung von CPT 
Bei der Replikation und Transkription entsteht durch das Öffnen der DNA-Helix und Separation der 
beiden DNA-Stränge auf beiden Seiten der Öffnung eine Ent- oder Superspiralisierung der DNA. Diese 
Spiralisierung wird in positiven Torsionsstress, welcher zu Verdichtung der DNA führt und in negati-
ven Torsionsstress, der zu großräumiger Aufwindung der DNA und abnormalen DNA-Strukturen wie 
so genannten R-loops führt, unterschieden (Pommier 2006). Topoisomerasen sind in eukaryotischen 
Zellen, Archae- und Eubakterien allgegenwärtig, um die DNA einerseits vor schwerwiegenden Schäden 
zu schützen, welche aufgrund des Torsionsstress bei der Replikation und Transkription auftreten kön-
nen, und andererseits einer Verstrickung der helikalen Duplex-DNA (engl. entanglements) bei dichter 
Kondensation im Zellkern vorzubeugen (Forterre et al. 2007, Pommier 2013). Humane Zellen expri-
mieren 6 verschiedene Topoisomerasen, die aufgrund ihrer „Schneidemechanismen“ in 3 Klassen ein-
geteilt werden können (Pommier 2009). Typ IA–Topoisomerasen schneiden nur einen Strang der DNA-
Abbildung 18: Strukturformel von Camptothecin 
CPT ist ein pentazyklisches Chinolin-Alkaloid 
und stellt eines der beliebtesten Agenzien zur 
Arzneientwicklung in der Krebsforschung dar. 
Für die zytostatische Wirksamkeit von Campto-
thecin sind vor allem die chemischen Eigenschaf-
ten des C-,D- und E-Rings notwendig, sodass 
diese auch in den medizinisch-angewandten 
Derivaten unverändert vorliegen (Verma and 
Hansch 2009). 
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 Helix, führen diesen an dem intakten Strang vorbei und ligieren den Strang anschließend hinter dem 
intakten Strang wieder, was als strand passage bezeichnet wird (Abbildung 19, 1). Typ IB-
Topoisomerasen schneiden ebenfalls nur einen DNA-Strang, worauf sich die DNA aufgrund des torsio-
nalen Stresses jedoch durch Drehung um den intakten Strang entwinden kann (Abbildung 19, 2). Typ 
IIA-Topoisomerasen induzieren gezielt einen DSB, welcher allerdings nicht „frei“ vorliegt, sondern 
nach der Entwindung der DNA-Helix durch die Topoisomerase kontrolliert und unter Adenosintriphos-




Abbildung 19: Schneidemechanismen unterschiedlicher Klassen von Topoisomerasen 
Zu den Typ IA-Topoisomerasen zählen in humanen Zellen TOP3α und TOP3β, welche nach Spaltung des DNA-Strangs kova-
lent das 5'-Ende binden. Anschließend wird die Passage des geschnittenen DNA-Strangs durch Konformationsänderungen der 
Topoisomrease an dem intakten DNA-Strang vorbei ermöglicht. (siehe (Viard and de la Tour 2007) für detailliertere Informa-
tionen). Ähnlich erfolgt die Passage des doppelten DNA-Stranges bei der Topoisomerase Typ IIA-vermittelten Reaktion, hier 
jedoch mit Hilfe einer ATPase-Funktion und Verbrauch von ATP. Zu den Typ IIA-Topoisomerasen zählen TOP2α und TOP2β. 
Im Gegensatz hierzu bilden Typ IB-Topoisomerasen, welche TOP1 und die mitochondriale TOP1 (TOP1mt) repräsentieren, 3'-
Phosphat-Tyrosin-Brücken und reduzieren die Superspiralisierung durch kontrollierte Rotation des gebrochenen 5'-Endes um 
den intakten DNA-Strang herum (nach (Pommier 2013)). 
 
Topoisomerase 3α (TOP3α), eine der beiden TYP IA-Topoisomerasen, bildet mit dem BLM-Protein  
Heterodimere und dient hauptsächlich zur Auflösung von postreplikativen, hemikatenanen Strukturen 
und Rekombinationsintermediaten, wie unter 1.3.2.3 bereits beschrieben wurde. Topoisomerase 2 
(TOP2), eine TYP IIA-Topoisomerase, ist verwandt zur bakteriellen Gyrase, welche eine Zielstruktur 
für Antibiotika darstellt (Pommier et al. 2006). Topoisomerase 1 (TOP1) gehört zu den Typ IB-
Topoisomerasen, welche nicht in Bakterien vorkommen und in humanen Zellen sowohl positiven als 
auch negativen Torsionsstress auflösen können (Wang 2002, El Hage et al. 2010). 
Alle beschriebenen Topoisomerasen gehören zur Klasse der Tyrosin-Rekombinasen, wobei sie DNA 
durch den chemischen Prozess der Umesterung (engl. transesterification) trennen, bei welchem ein 
Tyrosinrest der Topoisomerase als Nukleophil wirkt, um hiermit das Phosphatrückgrat der DNA zu 
spalten (Pommier 2013) (Abbildung 20). Nachdem die Topoisomerasen die 5'-Enden im Fall von Ty-
pIA und IIA, bzw. das 3'-Ende im Fall von Typ IB-Topoisomerasen kovalent gebunden haben (engl. 
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 freiliegenden DNA-Stränge die gebildete Phosphat-Tyrosin-Verbindung an und führen somit zur Disso-
ziation der Topoisomerasen und Religation der Bruchenden (Pommier 2013).  
 
 
Abbildung 20: Prozess der Umesterung bei der Spaltung des DNA-Phosphatrückgrats am Beispiel der TOP1 
Gezeigt ist die Umesterung am Beispiel der Typ IA-Topoisomerase-vermittelten Katalyse. Hierbei greift die Hydroxylgruppe 
des Tyrosins der Topoisomerase die Phosphatgruppe des Phosphatrückgrads der DNA an, was zu einem Einzelstrangbruch 
und einer transienten, kovalenten Verbindung des Enzyms mit der DNA führt. Die nun frei vorliegende Hydroxylgruppe des 
3'-Endes greift anschließend wieder die Phosphatgruppe an und stellt so wieder die Verbindung zum 5'-Ende her (nach (Viard 
and de la Tour 2007)). 
 
Das Schneiden und Re-Ligieren dauert dabei nur wenige Millisekunden, sodass TOP1 bis zu 6000 und 
TOP2 bis zu 250 solcher Reaktion in einer Minute katalysieren können (Pommier and Marchand 
2012). Dabei sind Topoisomerasen vor allem während der Bindung des Einzelstrangs bzw. zum Zeit-
punkt des temporären SSBs anfällig für inhibierende Agenzien (Seol et al. 2012). So entfalten viele 
Topoisomeraseinhibitoren, wie auch CPT, ihre DNA-schädigende Wirkung an dem Punkt der kataly-
sierten Reaktion, an welchem die Topoisomerase die kovalente Bindung mit einem DNA-Ende einge-
gangen ist und somit den reversiblen CC gebildet hat. Durch die Bindung von CPT wird der CC auf-
recht erhalten und die Re-Ligation der DNA über einen gewissen Zeitraum inhibiert bzw. die Dissozia-
tion der Topoisomerase von der DNA nach abgeschlossener Katalyse verlangsamt (Pommier 2004). Zur 
Veranschaulichung dient eine Grafik der Röntgenstruktur eines TOP1-CCs mit CPT (Abbildung 21). 
CPT gilt als hoch-spezifischer TOP1-Inhibitor, da TOP1 dessen einziges Zielsubstrat ist, was aus Versu-
chen mit Hefezellen hervorging, welche nach genetischer Entfernung des TOP1-Gens komplett immun 
gegen CPT wurden (Bjornsti et al. 1989). Ähnliches konnte auch in vertebraten Zelllinien gezeigt wer-
den, welche keine Sensitivität gegenüber CPT nach induzierten TOP1-Mutationen aufwiesen (Pommier 
et al. 1999). Ein Knockout der TOP1-Gene führt in Mäusen und Fliegen (Brachycera) zu embryonaler 
Letalität, sodass angenommen wird, dass diese Enzyme für Vertebraten und Fliegen essentielle Protei-
ne darstellen (Morham et al. 1996, Zhang et al. 2000, Pommier et al. 2006). Im Gegensatz hierzu 
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Abbildung 21: Darstellung der Interaktion zwischen CPT, Topoisomerase 1 und der DNA  
A) Topoisomerase 1 (grau) bindet das 3'-Ende (schwarz) des gespalteten DNA Strangs (rot). Der Einzelstrangbruch ermög-
licht die Rotation des freien 5'-Endes um den intakten DNA-Strang (blau), um Torsionstress aufzulösen. CPT (grün) verhin-
dert unter Ausbildung eines reversiblen, ternären Komplexes die Religation der beiden DNA-Enden (Pommier 2013).  
B) Die Religation der Einzelstrangbrüche wird durch die Ausbildung von Wasserstoffbrücken zwischen CPT, der DNA und der 
Topoisomerase 1 verhindert. Für die Interaktion von CPT mit der Topoisomerase ist der Ring E verantwortlich, welcher Bin-
dungen zu den Aminosäureresten von Asparaginsäure-533 und Arginin-364 oder mit Glycin717 und Asparaginsäure 722 
eingeht, welche in räumlicher Nähe des für die Spaltung der DNA verantwortlichen Tyrosins an Stelle 723 der Topoisomerase 
liegen. Das Sauerstoffatom von Ring D interagiert hingegen hauptsächlich mit Cytosinen der DNA. (Redinbo et al. 1998).  
 
TOP1 wird während des gesamten Zellzyklus konstitutiv exprimiert, wobei es im Nukleus konzentriert 
vorkommt (Muller et al. 1985, Baker et al. 1995). Die durch CPT induzierten CCs bilden für eine Zelle 
vor allem während der Replikation der DNA gefährliche Addukte, da bei Kollision einer RF mit einem 
CC Replikationsblockaden sowie ein-endige DSBs bei Kollaps der RFs entstehen können. CPT entfaltet 
in vertebraten Zellen innerhalb von Minuten nach Applikation sogar bei sub-mikromolaren Dosen eine 
hoch-spezifische Wirkung. Dabei müssen jedoch zwei pharmakologische Eigenschaften von CPT her-
vorgehoben werden. Einerseits bindet CPT reversible den TOP1-DNA-CC, wobei unter pharmakologi-
schen Bedingungen zügig ein Equilibrium, sprich Fließgleichgewicht zwischen ternärem CPT-TOP1-
DNA-Komplex und der Dissoziation der Komponenten hergestellt wird (Pommier et al. 2006). Demzu-
folge kommt es nach einem Entzug von CPT zu einer schnellen Auflösung der CCs (Covey et al. 1989). 
Andererseits inhibiert CPT nur einen bestimmten Teil der CCs, welche ein Guanin am 5'-Ende des SSBs 
aufweisen, sodass einige TOP1-CCs unanfällig für CPT sind (Pommier et al. 2006). Neben den inhibito-
risch-induzierten TOP1-CCs können auch endogene DNA-Läsionen wie Basenfehlpaarungen und abasi-
sche Stellen zu einem CC führen. Diese können sogar zu irreversiblen TOP1-CCs, sogenannten suicide 
complexes führen, wenn die Topoisomerase kurzzeitig zuvor geschädigte DNA bindet (Burgin et al. 
1995, Pommier et al. 2006). Für die Reparatur dieser speziellen Addukte haben sich folglich Reparati-
onsmechanismen entwickelt, um schwereren Schäden während der Replikation vorzubeugen. CPT er-
weist sich hierbei als ideales, pharmakologisches Werkzeug, um replikationsabhängige DNA-Reparatur 
zu untersuchen (Pommier 2004).  
A) B) 
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 1.5.2 Reparatur CPT-induzierter DNA-Schäden 
TOP1-CCs können bei Kollision mit einer RF schwerwiegende DNA-Schäden verursachen (Sordet et al. 
2008). Diese Kollisionen bilden in der Regel ein-endige DSBs durch den Mechanismus des replication 
fork run-off, wobei TOP1 kovalent an das 3'-Bruchende gebunden bleibt (Strumberg et al. 2000, Zhang 
et al. 2011). Für die Reparatur von CPT-induzierten, ein-endigen DSBs ist eine Entfernung des TOP1-
CCs von der DNA notwendig. Ebenso wichtig ist die Vermeidung einer Kollision von RFs mit TOP1-CCs 
durch rechtzeitige Beseitigung der Protein-DNA-Addukte, sodass sich unterschiedliche Wege entwickelt 
haben TOP1-CCs von der zu replizierenden oder reparierenden DNA zu entfernen. 
In Hefen sind zwei Wege bekannt, welche TOP1-Addukte entfernen können und in ähnlicher Form 
auch in Vetebraten zur Reparatur dieser Läsionen genutzt werden. Während ein Weg sich der Hydroly-
se der TOP1-DNA-Verbindung durch die Tyrosyl-DNA-Phosphodiesterase 1 (TDP1) bedient (Dexheimer 
et al. 2008), vollzieht ein weiterer Weg eine endonucleolytische Exzision des TOP1-CCs samt kovalent-
gebundener DNA mit Hilfe von verschiedenen Endonukleasekomplexen wie RAD1‘/RAD10, MRE11-
RAD50-XRS2 (MRX, Ortholog zu humanem MRN), MUS81-MMS4 (Ortholog zu humanem MUS81-
EME1) und structure-specific endonuclease subunit SLX 1 und 4 (SLX1-SLX4) (Deng et al. 2005). Da-
bei spiegelt RAD1/RAD10 das heterodimere Ortholog der humanen Endonuklease XPF/ERCC1 wieder 
(Ciccia et al. 2008, Zhang et al. 2011).  
Im humanen System gibt es für die Reparatur von TOP1-assoziierten DNA-Schäden vorrangig drei We-
ge (Pommier et al. 2006). Beim ersten Weg kann der kovalent gebundene TOP1-DNA-Komplex durch 
die Re-Ligation eines freien 5'-DNA-Endes wieder aufgelöst werden, wozu allerdings ein freies 5'-Ende 
in räumlicher Nähe des CCs benötigt wird. Kam es im Zuge der Replikation zu einer Kollision der RF 
mit dem CC, so ist der Leitstrang in der Regel bis zum freien 5'-Ende dupliziert worden, sodass dieser 
neu-synthetisierte Doppelstrang nicht als Substrat für die Ligation an das 3'-Ende genutzt werden 
kann. Für die Erzeugung eines freien 5'-Endes kann sich die Zelle der fork regression unter Ausbildung 
einer Chicken foot-Struktur bedienen, welche topologisch einer HJ gleicht und BLM-TOP3α-vermittelt 
aufgelöst werden kann (Pommier et al. 2006). Durch die Regression wird wieder das ursprüngliche 5'-
Ende des Leitstrangs generiert, welches ein Substrat für das durch die TOP1-gebundene 3'-Ende dar-
stellt und die Re-Ligation initiieren kann (Abbildung 22, A).  
Der zweite Weg beschreibt die Exzision der TOP1 durch die TDP1.  1999 wurde TDP1 erstmals als das 
Enzym beschrieben, welches für die Hydrolyse der Verbindung zwischen dem Tyrosin der TOP1 und 
dem 3'-Ende der DNA verantwortlich ist (Pouliot et al. 1999). Dieses in Eukaryoten hoch-konservierte 
Protein gehört zur Phospholipase-D-Superfamilie der Phospholipid-hydrolysierenden Enzyme (Interthal 
et al. 2001). Eine homozygote Mutation des TDP1-Gens führt zum Krankheitsbild der spinozerebellä-
ren Ataxie mit axonaler Neurophathie (engl. spinocerebellar ataxia with axonal neuropathy, SCAN1) 
(Takashima et al. 2002). SCAN1-Zellen reagieren hypersensitiv auf TOP1-Inhibitoren wie CPT, jedoch 
nicht auf TOP2-Inhibitoren, was darauf zurückzuführen ist, dass TDP1 spezifisch 3'- aber keine 5'-
Tyrosin-DNA-Konplexe prozessieren kann (Pommier et al. 2006). Eine optimale TDP1-Aktivität benö-
tigt ein DNA-Segment, welches zumindest aus einigen Nukleotiden besteht, eine freiliegende Phospho-
tyrosyl-Verbindung zwischen TOP1 und der DNA und eine verkürzte TOP1-Polypeptidkette 
(Debethune et al. 2002, Pommier et al. 2006). Um diese Anforderungen zu erfüllen, wird die TOP1 an 
langandauernden CCs zumindest teilweise proteasomal degradiert. Tatsächlich konnte eine Ubiquiti-
nierung, welche einen zellulären Marker für abzubauende Proteine darstellt, sowie eine Degradation 
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 von TOP1 nach einer CPT-Behandlung festgestellt werden (Desai et al. 1997). Durch die Proteolyse der 
TOP1 wird die Phosphotyrosylverbindung freigelegt, welche zuvor für die geschützte Katalyse der 
Reaktion in einer Tasche der TOP1 lag. Nachdem die Verbindung zugänglich für TDP1 gemacht wurde, 
spaltet dieses die Verbindung zwischen der DNA und dem verbleibendem Rest der TOP1 und erzeugt 
dabei einen unüblichen Phosphatrest am 3'-Ende des Bruchs. Für die Ligation mit dem einzelsträngigen 
5'-Ende oder für das Auffüllen von Nukleotiden durch Polymerasen ist daher eine Hydrolyse des 3'-
Endes notwendig, um einen 3'-Hydroxylrest zu erzeugen. Die 3'-Phosphataseaktivität wird in Hefen 
von der Tripeptidyl-Peptidase 1 (TPP1) und im humanen System von der Polynukleotid-Kinase 3'-
Phosphatase (PNKP) sowie von AP-Endonukleasen übernommen (Pommier et al. 2006). Nach dieser 
Prozessierung des 3'-Endes können die beiden TOP1-induzierten DNA-Enden durch Ligasen ligiert und, 
falls notwendig, fehlende Nukleotide durch Polymerasen aufgefüllt werden (Abbildung 22, B). 
In einem dritten Weg kann die Exzision der TOP1 durch eine Vielzahl an veschiedenen Endonukleasen 
durchgeführt werden, wobei der durch TOP1-gebundene Teil der DNA ebenfalls entfernt wird (Abbil-
dung 22, C). Für diese Funktion wurden im humanen System die Endonukleasen XPF/ERCC1 be-
schrieben (RAD1/RAD10 in Hefen), welche während der Nukleotid-Excisionsreparatur großräumige 
und dichte DNA-Strukturen (engl. bulky adducts) schneiden (Hoeijmakers 2001). Wie TDP1 benötigt 
dieser Komplex einen SSB, bei welchem das 3'-Ende prozessiert werden kann. In Abwesenheit von 
TDP1 scheint außerdem der dimere Komplex aus SLX1 und SLX4 mit seiner starken Endonuklaseakti-
vität und breiten Substratspezifität eine TOP1-CC-Exzision durchführen zu können (Fricke and Brill 
2003, Deng et al. 2005, Pommier et al. 2006). Da MUS81- und RAD50-defiziente Hefen eine hohe 
Sensitivität gegenüber CPT aufweisen, kann der Endonuklease MUS81 ebenfalls eine Funktion der 
TOP1-CC-Entfernung zugeschrieben werden. MUS81 bildet in Säugerzellen Dimere mit dem Protein 
EME1, welche auch bei der unter 1.3.2.3 beschriebenen Auflösung von dHJs eine Rolle spielen und 
ebenso an der Prozessierung von DNA an geschädigten Replikationsgabeln beteiligt sind (Ciccia et al. 
2003, Pommier et al. 2006). Obwohl in Hefen eine Sensitivität gegenüber CPT gezeigt werden konnte 
(Deng et al. 2005), wiesen MUS81-Knockout-Mäuse keine Hypersensitivität bezüglich CPT auf 
(Dendouga et al. 2005). Demzufolge benötigt es weiterer Aufklärung der Beteiligung von MUS81 an 
der Prozessierung von TOP1-CCs. Zusätzlich bilden TOP1-CCs ein Substrat für den MRN-Komplex, 
welcher unabhängig vom TDP1-Weg und mit Hilfe des endonukleolytisch-aktiven CtIP DNA-Addukte 
entfernen kann (Liu et al. 2002). Hefen mit einer SAE2-Deletion (SAE2 bildet das CtIP-Ortholog in 
Hefen) gehören zu den CPT-sensitivsten Hefestämmen und CtIP-supprimierte, humane Zellen weisen 
stark erhöhte DSB-Level nach einer CPT-Behandlung auf (Sartori et al. 2007), was einen starken Hin-
weis auf die Beteiligung von MRN und CtIP an der Prozessierung von TOP1-CCs oder der Reparatur 
CPT-induzierter DSBs darstellt. 
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Abbildung 22: Wege zur Reparatur von kovalent-gebundenen TOP1-CCs 
A) Für die Religation des TOP1-gebundenen 3'-Endes wird ein freies, einzelsträngiges 5'-Hydroxylende benötigt. Dieses kann 
jedoch im Zuge der Replikation bereits dupliziert vorliegen, sodass eine Religation nicht mehr möglich ist. Durch eine fork 
regression und Ausbildung einer chicken foot-Struktur wird das 5'-Hydroxylende wieder verfügbar und kann durch eine 
Umesterung zur Dissoziation der TOP1 genutzt werden. B) Die TDP1-vermittelte TOP1-Exzision benötigt den Abbau der To-
poisomerase, um die Phosphotyrosyl-Verbindung für das Enzym zugänglich zu machen. TDP1 generiert daraufhin ein 3'-
Phosphatende, welches jedoch nicht mit dem 5'-Phosphatende verknüpft werden kann, sodass dieses erst durch PNKP hydro-
lysiert werden muss. C) Der Top1-CC wird inklusive gebundener DNA durch 3'-Endonukleasen entfernt. Die resultierende 
DNA-Läsion wird anschließend HR-abhängig repariert. (Grafik modifiziert nach (Pommier et al. 2006) 
 
Abgesehen von der endonukleolytischen Exzision des TOP1-CCs spielt bei Menschen die Poly(ADP-
ribose)-Polymerase 1 (PARP-1) eine Rolle in der Reparatur TOP1-assoziierter DNA-Schäden. Eine ge-
netische Inaktivierung von PARP sensibilisiert Säugerzellen gegenüber CPT, sodass PARP-Inhibitoren 
sowohl in der Zellkultur als auch in Xenograft-Systemen (Fremd-Zell-Transplantationen) CPT-
induzierte Effekte verstärken (Bowman et al. 2001, Calabrese et al. 2004, Zhang et al. 2011). Es konn-
te gezeigt werden, dass eine PARP-Inhibierung einen Anstieg an TOP1-CC-induzierten DNA-Brüchen 
herbeiführt, ohne dabei die Anzahl an TOP1-CCs zu erhöhen (Smith et al. 2005). Die genauen Mecha-
nismen der PARP-vermittelten Reparatur von TOP1-induzierten DNA-Schäden sind jedoch noch nicht 
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 Zusammenfasend kann festgehalten werden, dass CPT die Dissoziation der Topoisomerase 1 stört und 
damit während der Replikation die Wahrscheinlichkeit für ein Arretieren der Replikationsgabeln dras-
tisch steigert. Hierdurch werden vorrangig ein-endige DSBs induziert, welche durch Reparaturmecha-
nismen behoben werden. Dieser spezifischen Induktion von nicht-ligierbaren SSBs, welche im Zuge der 
Replikation zu ein-endigen DSBs konvertiert werden, steht das alkylierende Agens MMS gegenüber, 
das diverse Basenmodifikationen und Folgeschäden verursacht. 
1.6 Methymethansulfonat 
Alkylierende Agenzien werden seit Jahrzehnten als klassische DNA-schädigende Stoffe genutzt, um 
DNA-Reparaturmechanismen aufzuklären und hochproliferative Zellen zu schädigen (Wyatt and 
Pittman 2006, Nikolova et al. 2010). Die DNA-schädigende Wirkung wird dabei durch die massive In-
duktion von Methylierungen an diversen Stellen von DNA-Basen erzielt. MMS dient hierbei als geläufi-
ges Modell-Agens, welches Methylgruppen einer Vielzahl von nukleophilen Atomen der DNA hinzufügt 
(Wyatt and Pittman 2006).  
1.6.1 MMS-induzierte Basenmethylierungen 
Nukleinbasen bieten MMS eine Bandbreite an Zielstrukturen. Die MMS-induzierten Methylierungen 
erfolgen durch eine nukleophile Substitutionsreaktion vor allem an den Stickstoff- und Sauerstoffato-
men der Basen. MMS besitzt dabei eine hohe Affinität zu Stickstoffatomen von Purinringen, weshalb 
hauptsächlich Stickstoff-Methylierungen an Adenin und Guanin auftreten (Abbildung 23). 
 
 
Abbildung 23: MMS-induzierte Basenmethylierungen 
Die Purine Adenin und Guanin stellen die primären Zielstrukturen für MMS dar. Das Stickstoffatom an Position 7 von Guanin 
und an Position 3 von Adenin weisen die höchsten Elektronegativitäten in der DNA auf und sind damit stark nukleophil. Für 
ein elektrophiles, methylierendes Agens wie MMS bieten diese Atome ideale Bindungspartner, sodass in einer nukleophilen 
Substitution diese beiden Stickstoffatome der Basen vorrangig methyliert werden (rote Pfeile). Weiter Stickstoffatome der 
Basen Guanin und Adenin, sowie das exocyclische Sauerstoffatom von Guanin werden zu einem geringen Prozentsatz eben-
falls methyliert (Methylgruppen in rot) (nach (Wyatt and Pittman 2006)). 
 
Das vorherrschende Addukt stellt 7-Methylguanin (N7-MeG) mit 82% aller MMS-induzierten Methylie-
rungen dar, gefolgt von 11% 3-Methyladenin (N3-MeA). Die restlichen Basenmethylierungen wie N1-
MeA, N7-MeA, N1-MeG, N3-MeG und Methylierungen an den Phyrimidinen machen weniger als 5% 
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 der an doppelsträngiger DNA verursachten Modifikationen aus (Beranek 1990, Wyatt and Pittman 
2006). Ein weiterer und besonders schwerwiegender Basenschaden ist O6-Methyguanin (O6-MeG), 
der zu 0,3% von MMS erzeugt wird. Während der ersten S-Phase führt O6-Methyguanin bei unzurei-
chender Reparatur zur Ausbildung einer Punktmutation, da während der Replikation fälschlicherweise 
ein Thymidin anstelle eines Cytosins als komplementäre Base eingebaut wird. O6-MeG induziert kei-
nen Zellzyklusarrest, bevor die Zelle eine zweite S-Phase durchlaufen hat, was darauf hindeutet, dass 
die biologischen Konsequenzen erst nach der Fehlpaarung von O6-MeG mit einem Thymidin zum Tra-
gen kommen (Goldmacher et al. 1986, Aquilina et al. 1999, Wyatt and Pittman 2006). Die geringe 
Auftrittswahrscheinlichkeit von 0,3% aller MMS-induzierten Basenmodifikationen lässt jedoch eine 
eher unbedeutende Beteiligung von O6-MeG an der DNA-schädigenden Wirkung von MMS vermuten. 
1.6.2 Reparatur MMS-induzierter Basenmethylierungen 
Studien im Bakterium Escherichia coli (E. coli) konnten zeigen, dass methylierte DNA-Basen über 
hochspezifische Reparaturprozesse repariert werden, was als adaptive response bezeichnet wird 
(Samson and Cairns 1977, Laval 1985). Bei dieser Schadensantwort ist es 5 Proteinen möglich 11 ver-
schiedene, methylierte Basen und Methylphosphat-Modifikationen zu beseitigen (Wyatt and Pittman 
2006). Proteine von Säugetieren ähneln sich in der Spezifität der E. Coli-Enzyme, sodass bestimmte 
Proteine spezifisch eine oder zwei schädliche Strukturen entfernen können. So ist das Enzym O6-
Methylguanin-Methyltransferase (MGMT) spezifisch für die Reparatur von O6-Methylguanin verant-
wortlich. MGMT entfernt dabei die Methylierung in einer sogenannten suicide reaction, indem es die 
Methylgruppe vom Sauerstoff-Atom löst und kovalent auf einen Cystein-Rest überträgt, wodurch das 
Enzym irreversibel inaktiviert wird (Wyatt and Pittman 2006). Weitere an der Reparatur von methy-
lierten Basen beteiligte Enzyme sind die Mitglieder der Alpha-ketoglutarate-dependent dioxygenase 
ALKB (ALKB) -Proteinfamilie, welche eine N-Methyl-Dioxyenase-Aktivität besitzen und dadurch die 
Methylgruppen von N1-MeA und N1-MeG entfernen können (Falnes 2004). Den N-Methylpurin-DNA-
Glycosylasen wird jedoch die wichtigste Aufgabe in der Reparatur MMS-induzierter DNA-Schäden zu-
teil, da sie die beiden häufigsten Modifikationen N7-MeG und N3-MeA aus der DNA entfernen können 
und somit die Reparatur mittels BER einleiten können. Die große Bedeutung der BER bei der Repara-
tur MMS-induzierter DNA-Schäden wird durch Studien verdeutlicht, die eine Hypersensitivität von 
Zellen mit Defekten in der BER gegenüber MMS beschrieben haben (Thompson et al. 1982, Sobol et 
al. 2002). 
1.6.2.1 Basenexzisionsreparatur  
Tausende endogene Basenschäden und Modifikationen werden täglich in einer Zelle über die BER be-
hoben (Baute and Depicker 2008). Vor allem in der S-Phase des Zellzyklus ist eine schnelle Reparatur 
dieser Basenschäden zwingend erforderlich, um schwerwiegende, replikationsassoziierte DNA-Schäden 
zu vermeiden. Es ist nicht verwunderlich, dass der Prozess der BER bei solch hoher Frequenz an Ba-
senschäden essentiel für das Überleben einer Zelle ist. Krankheiten mit einem BER-Defekt wurden bis-
her nicht beschrieben und Mäuse mit Nullmutationen in wichtigen BER-Faktoren wie Polβ oder XRCC1 
sind embryonal letal (Gu et al. 1994, Tebbs et al. 1999). Wie beschrieben, stellt die BER auch für 
MMS-induzierte Basenmethylierungen den wichtigsten Reparaturmechanismus dar. Dabei kann zwi-
schen zwei Wegen der BER unterschieden werden. Die short patch BER beschreibt in Säugerzellen 
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 gegenüber der long patch BER den vorherrschenden Weg zur Reparatur von Basenmodifikationen, 
wobei sich die beiden Wege nur in den letzten Schritten voneinander unterscheiden. Zunächst wird die 
endogen- oder exogen-modifizierte Base durch spezifische Glycosylasen aus der DNA gelöst und von 
dem Zuckerphosphatrückgrat getrennt, sodass eine sogenannte abasische Stelle in einem Strang der 
DNA entsteht. Das übriggebliebene Zuckerphosphatrückgrat kann durch die apurinic-apyrimidinic en-
donuclease 1 (APE1) geschnitten werden, um einen Einzelstrangbruch mit einem 3‘-OH- und einem 5‘-
Desoxyribosephosphat-Rest zu generieren. Im Zuge der short patch BER wird durch die Polβ die feh-
lende Base zunächst ersetzt und durch die 5‘-dRP-Lyase-Aktivität der Polβ der Zucker vom 5'-Ende ent-
fernt, sodass ein freies Phosphatende gebildet wird. Dieser Schritt der short patch BER wird als der 
geschwindigkeitsbestimmende Schritt der Reparatur bezeichnet (Wilson et al. 2000) und ermöglicht 
die Ligation der freien DNA-Enden mittels der DNA-Ligase III. Liegt die Zuckergruppe am 5'-Ende oxi-
diert oder reduziert vor, so ist die Polβ nicht in der Lage ein 5'-Phosphatende zu erzeugen und der Weg 
der long patch BER wird eingeschlagen, welcher sich weiterer Proteine wie PARP, PCNA und FEN1 
bedient (Caldecott 2003). Hierbei synthetisiert Pol β zunächst eine längere Sequenz von 2 bis 15 Nuk-
leotiden und verdrängt dabei einen Teil des gebundenen DNA-Strangs, was auch durch die Pol δ und 
Pol ε vollzogen werden kann (Fortini et al. 1998). Der verdrängte Strang wird anschließend durch flap 
endonuclease 1 (FEN1) abgeschnitten und der neusynthetisierte Strang mittels der Ligase 1 (LIG1) mit 
der DNA verbunden (Levin et al. 2000). XRCC1 konnte als Interaktionspartner mit fast allen BER-
Faktoren wie LIG III (Caldecott et al. 1995), Pol β (Caldecott et al. 1996), APE1 (Vidal et al. 2001) und 
Polynucleotide kinase 3'-phosphatase 1 (PNK1) (Whitehouse et al. 2001) identifiziert werden, was 
eine unterstützende Funktion in der BER vermuten lässt. XRCC1-defekte Hamsterzellen zeigen eine 
Hypersensitivität gegenüber MMS und anderen alkylierenden Substanzen und weisen Beeinträchtigun-
gen in der Einzelstrangbruch-Reparatur auf (Thompson et al. 1982, Veld et al. 1998). Aufgrund der 
großen Anzahl an Interaktionspartnern von XRCC1 ist es jedoch schwierig spezifische Aufgaben von 
XRCC1 an den einzelnen Reaktion der BER festzulegen, sodass eine koordinative Funktion von XRCC1 
in der BER vermutet wird (Caldecott 2003). 
1.6.3 Induktion und Reparatur MMS-induzierter DSBs 
Eine MMS-induzierte Ausbildung von DSBs konnte bereits in Studien mittels γH2AX-Foci-Analyse beo-
bachtet werden (Zhou et al. 2006). Außerdem konnte gezeigt werden, dass γH2AX-Foci nicht auftreten 
wenn Zellen nicht proliferieren (Staszewski et al. 2008), was auf eine DSB-Induktion durch MMS in 
der S-Phase schließen ließ. Weitere Studien konnten diese Annahme durch eine Kolokalisation von 
MMS-induzierten γH2AX-Foci mit Replikationsmarkern belegen (Groth et al. 2010). Die molekularen 
Mechanismen der Entstehung replikationsabhängiger DSBs durch MMS-induzierte Basenmethylierun-
gen sind jedoch noch nicht vollständig aufgeklärt, wobei hauptsächlich zwei Prozesse plausibel er-
scheinen. Zum einen konnte nach eine MMS-Behandlung eine Arretierung von Replikationsgabeln 
festgestellt werden, welche auf die massive Anzahl an induzierten Methylierungen zurückgeführt wur-
de (Larson et al. 1985, Engelward et al. 1998). Bei andauerndem Arrest können Replikationsgabeln 
kollabieren und so zur Ausbildung von ein-endigen DSBs führen. Zum anderen können temporäre, 
abasische Stellen und SSBs, die während der BER erzeugt werden, zu ein-endigen DSBs führen, wenn 
Replikationsgabeln mit diesen kollidieren. Bei diesem Prozess ist ein replication fork run-off denkbar, 
was durch Studien mit BER-mutierten Zelllinien unterstützt wird. XRCC1- oder Pol β-defiziente Zellen 
akkumulieren SSBs und zeigen eine hohe Empfindlichkeit gegenüber MMS (Thompson et al. 1982, 
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 Sobol et al. 2002). In beiden Modellen entstehen jedoch replikationsassoziierte, ein-endige DSBs, wel-
che über einen HR-abhängigen Mechanismus repariert werden. Eine Vielzahl an Studien konnte eine 
Hypersensitivität unterschiedlicher, HR-defizienter Zellen nachweisen (Smiraldo et al. 2005, Hinz et 
al. 2006, Nikolova et al. 2010), wohingegen NHEJ-defiziente Zellen kaum sensitiv auf MMS reagierten 
(Lundin et al. 2005, Nikolova et al. 2010) 
1.7 Zielsetzung 
Für die Reparatur zwei-endiger DSBs sowohl in der G1- als auch in der G2-Phase existieren gut be-
schriebene Mechanismen, wobei das NHEJ und die HR die Hauptreparaturwege dieser DNA-Schäden 
darstellen. Ein großer Anteil der endogen-erzeugten DNA-Schäden sind jedoch ein-endige DSBs, die 
während der Replikation der DNA in der S-Phase des Zellzyklus entstehen. Es ist anzunehmen, dass die 
Reparaturmechanismen eukaryotischer Zellen darauf ausgelegt sind, diese Schäden mindestens genau-
so gut zu bewerkstelligen wie zwei-endige DSBs, wenn nicht sogar hauptsächlich für diese Art von 
Schäden entstanden sind. Deshalb ist es zwingend notwendig die Reparatur von in der S-Phase indu-
zierten DNA-Schäden genauer zu untersuchen und mehr über die Mechanismen der DNA-Reparatur 
unter physiologischen Konditionen zu erfahren. Hierzu wurden in der vorliegenden Arbeit zwei Agen-
zien gewählt, welche gezielt DNA-Schäden in der S-Phase hervorrufen. Dabei sollte untersucht werden, 
ob sich das Reparaturverhalten von CPT- und MMS-induzierten, replikationsassoziierten DNA-Schäden 
von einander unterscheidet und wie sich die replikationsassoziierten DNA-Schäden auf den Zellzyklus 
auswirken. Außerdem sollte mit spezifischen und sensitiven Methoden die Ausbildung und Reparatur 
einzelner, replikationsassoziierter DSBs nach therapeutischen Dosen von CPT und MMS genauer cha-
rakterisiert werden. Der Focus der vorliegenden Arbeit lag sowohl in der Beantwortung der Fragen, 
wie und wann CPT- oder MMS-induzierte DSBs entstehen als auch wie und vor allem wann die indu-
zierten DSBs von Zellen repariert werden.  
Dabei ist zu beachten, dass sich Studien zur DNA-Reparatur von replikationsabhängigen DNA-Schäden 
stark von Studien in G0-/G1-, G2-Phase oder mitotischen Zellen unterscheiden, da S-Phase-Zellen eine 
große Variabilität aufweisen und sich ihr DNA-Gehalt ständig verändert. Zusätzlich verkomplizieren 
aktive Replikationsprozesse die Analyse von DNA-Reparaturprozessen, da ständig neue DNA-Schäden 
während der S-Phase entstehen können. Umso wichtiger ist es bei zellzyklusspezifischen Experimen-
ten, welche die S-Phase betreffen, innovative Versuchsansätze zu entwickeln, um Rückschlüsse auf die 
Reparaturmechanismen replikationsassoziierter DNA-Schäden herstellen zu können. Die in der vorlie-
genden Arbeit verwendete Kombination aus Immunfluoreszenz-Studien, Life cell-Analyse, Zellzyklus-
Studien und zytogenetischen Ansätzen sollte hierzu genaueren Aufschluss über die molekularen Me-
chanismen der Entstehung und Reparatur CPT- und MMS-induzierter DNA-Schäden geben.  
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 2 Material und Methoden 
Im Folgenden Abschnitt werden sämtliche Materialien und Methoden aufgelistet und beschrieben, 
welche für die vorliegende Arbeit verwendet wurden. 
2.1 Material 
Das benötigte Material gliedert sich in diverse Verbrauchsmittel sowie genutzte Geräte und Software. 
2.1.1 Chemikalien 
10 x PBS Instamed-Pulver (Biochrom AG, Berlin) 
β-Mercaptoethanol (Roth, Karlsruhe) 
BrdU (1 mM in PBS) (BD PharmingenTM, Heidelberg) 
BSA (Bovines Serumalbumin) (AppliChem, Darmstadt) 
Calyculin (LC Laboratories, Woburn, USA) 
Camptothecin (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
Colcemid (100 g/ml in DMSO) (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
DAPI (in MilliQ) (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
Dithiothreitol (DTT) (Roth, Karlsruhe) 
DMSO (Roth, Karlsruhe) 
DNA-PK-Inhibitor (NU7026, 10 mM in DMSO) (Tocris, Ellisville, USA) 
DNase (1 mg/ml in 50% Glycerin) (Roche, Mannheim) 
EDTA (Roth, Karlsruhe) 
EdU (10 mM in DMSO, Click-iTTM Kit) (Invitrogen, Karlsruhe) 
Essigsäure (Roth, Karlsruhe) 
Ethanol (reinst > 99,8%) (AppliChem, Darmstadt) 
Ethanol (vergällt) (Roth, Karlsruhe) 
Formaldehyd (37%) (Roth, Karlsruhe) 
Giemsa (Roth, Karlsruhe) 
Glycerol (Roth, Karlsruhe 
Glycin (Roth, Karlsruhe) 
HCl (37 %) (Roth, Karlsruhe) 
HiPerFect® Tranfection Reagent (Quiagen, Hilden) 
Kaliumchlorid (Roth, Karlsruhe) 
Koffein (50 mM in PBS) (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
Methanol (Roth, Karlsruhe) 
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 Methylmethansulfonat (99%) (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
Milchpulver (Roth, Karlsruhe) 
Mounting Medium (Vectashield®) (Vector Laboratories, Burlingame, USA) 
Natriumchlorid (Roth, Karlsruhe) 
Natrium-Deoxycholat (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
Natrium-Tetraborat-Decahydrat (Roth, Karlsruhe) 
Propidiumiodid (0,1 mg/ml in 1xPBS) (Fluka Chemika AG, Buchs, CH) 
RNaseA (10 mg/ml in PBS, hitzeinaktiviert) (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
TRIS (Roth, Karlsruhe) 
Triton X-100 (Roth, Karlsruhe) 
Trypsin (Biochrom AG, Berlin) 
Tween®20 (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
2.1.2  Zellkulturmedien und Zusätze 
Dulbecco‘ s modified Eagle’s Medium (DMEM) (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
Minimal Essential Medium (MEM) Earle (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
RPMI-Medium (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
Non-essential amino acids (NEAA) (Biochrom AG, Berlin) 
FCS Superior (Biochrom AG, Berlin) 
Hygromycin B-Lösung 50mg/ml (Roth, Karlsruhe) 
2.1.3 Lösungen 
Trypsin-EDTA-Lösung 0,02 % Trypsin-Lösung (2,5 %) 
0,05 % 0,5 mM Na2-EDTA, pH 8 in 1xPBS 
1xPBS 10xPBS 1:10 in MilliQ 
1xPBS/1%FCS 10xPBS 1:10 in MilliQ  
1 % FCS 
Fixierlösung 2 % Formaldehyd in 1xPBS 
Permeabilisierungspuffer 0,2 % Triton X-100 in 1xPBS/1%FCS 
Blockpuffer 5 % BSA in 1xPBS/1%FCS 
Click-ITTMreaction cocktail (500μl) 430 μl 1xClick-ITTM reaction buffer 
20 μl CuSO4 
1,2 μl Alexa Fluor® azide 
50 μl reaction buffer additive 
DAPI-Lösung 0,2 μg/ml DAPI in 1xPBS 
Durchflusszytometrie-Denaturierungslösung 2 M HCl in 1xPBS 
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 Durchflusszytometrie-Neutralisierungslösung 3,81 g Natrium-Tetraborat-Decahydrat in 100 ml 
MilliQ, pH 8,5 
Propidiumiodid-Lösung 10 % Propidiumiodid-Stammlösung 
5 % RNAseA (10 μg/ml) 
85 % 1xPBS 




1% Triton X 
5x Lämmli-Puffer 10% SDS 






anti-γH2AX (Ser 139), mouse monoclonal IgG (Millipore GmbH, Schwalbach) 
anti-γH2AX (Ser 139), rabbit  




goat anti-mouse IgG AlexaFluor488® (Invitrogen, Karlsruhe) 
goat anti-mouse IgG AlexaFluor594® (Invitrogen, Karlsruhe) 
goat anti-rabbit IgG AlexaFluor488® (Invitrogen, Karlsruhe) 
goat anti-rabbit IgG AlexaFluor594® (Invitrogen, Karlsruhe) 
2.1.5 Gebrauchsfertige Kits 
ClickiT™ EdU Alexa Fluor®594 Imaging Kit (Invitrogen, Karlsruhe) 
ClickiT™ EdU Alexa Fluor®647 Imaging Kit (Invitrogen, Karlsruhe) 
2.1.6 Small interfering RNAs  
siRNA Sequenz 
Control 5‘ AAT TCT CCG AAC GTG TCA CGT 3‘ 
DNA-PKcs 5‘ CTC GTG TAT TAC AGA AGG AAA 3 
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 KU80 5‘ AAG ACA GAC ACC CTT GAA GAC 3‘ 
RAD51 5‘ AAG GGA ATT AGT GAA GCC AAA 3‘ 
2.1.7 Weiteres Verbrauchsmaterial 
Deckgläser (Ø 12 mm) (Roth, Karlsruhe) 
Objektträger Superfrost® (76x26 mm) (Roth, Karlsruhe)  
Pasteurpipetten (Glas) (Roth, Karlsruhe) 
Pasteurpipetten (Kunststoff) (Roth, Karlsruhe) 
Pipettenspitzen (Sarstedt, Nümbrecht) 
Pipettenspitzen (gestopft) (Roth, Karlsruhe) 
Reaktionsgefäße SafeSeal (1,5 ml und 2 ml) (Roth, Karlsruhe) 
Rundbodenröhrchen  BD FalconTM (5 ml) (BD Biosciences, Heidelberg) 
Zellkulturflaschen (25 cm2  und 75 cm2) (TPP Techno Plastic Products AG, Trasadingen, 
Schweiz) 
Zellkulturschalen (9,2 cm2 und 221 cm2) (TPP Techno Plastic Products AG, Trasadingen, 
Schweiz) 
Zentrifugenröhrchen (15 ml und 50 ml) (Biochrom AG, Berlin) 
2.1.8 Zelllinien 
A549 Humane Epithelzellen eines Lungenkarzinoms 
HeLa Humane Epithelzellen eines Zervixkarzinoms 
AAG-Mouse Embryonic Fibroblasts (MEFs) Murine embryonale Fibroblasten mit einer Defi-
zienz der Methylpurin Glykosylase. Freundlicher-
weise von Prof. B. Kaina aus Mainz zur Verfügung 
gestellt. 
U2OS-LIG1dsRED Humane Osteosarkomzellen mit stabil-
transfiziertem LIG1dsRed-Reportergen, hergestellt 
von Andreas Taubmann. 
2.1.9 Geräte 
Durchflusszytometer  FC500 (Beckman Coulter, Krefeld) 
Durchlicht-Mikroskope  Eclipse TS100 (Nikon, Düsseldorf) 
Fluoreszenzmikroskope  Axioplan 2 (Zeiss, Jena) 
Axiovert 200M (Zeiss, Jena) 
Observer. D1 (Zeiss, Jena) 
Kühl- und Gefrierschränke  (Liebherr, Kirchdorf an der Iller) 
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 Kühlzentrifugen 5804R + Rotor A-4-44  (Eppendorf, Hamburg) 
5810R + Rotor A-4-81 (Eppendorf, Hamburg) 
Magnetrührer  Varimag (H+P Labortechnik, Oberschleißheim) 
MRH-Szandard (Heidolph Instuments GmbH & 
CoKG , Schwabach) 
pH-Meter  pMX2000 (WTW, Weilheim) 
Pipetten  Pipetman (Gilson, Middleton, USA) 
Pipettierhilfe  Pipetboy (Integra, Fernwald) 
Reinstwasseranlage  Astacus BIS MT (MembraPure GmbH, Bodenheim) 
Sterilwerkbänke  Hera safe (Thermo Scientific, Langenselbold) 
Stickstofftank  Locator 8 Plus (Thermolyne, Dubuque, USA) 
Tiefkühltruhe (-80°C)  Hera freeze (Thermo Scientific, Langenselbold) 
Tischzentrifugen  Mini-Zentrifuge Spectrafuge (Neolab, Heidelberg) 
Vortexer  Genie 2 (Scientific Industries, Bohemia, USA) 
Waagen  TE1502S und TE153S-DS (Sartorius mechatronics, 
München) 
Wasserbad  WB14 (Memmert, Schwabach) 
Zählkammer  Neubauer-improved (Marienfeld GmBH & CoKG, 
Lauda-Koenigshofen) 
Zellkultur-Inkubatoren  Hera cell 240 (Thermo Scientific, Langenselbold) 
2.1.10  Software 
Adobe Acrobat Reader (Adobe Inc., San Jose, USA) 
CLC Sequence  Viewer 6.7.1 CLC Bio A/S 
CXP Acquisition/CXP Analysis  Beckman Coulter, Krefeld 
ImageJ 1.43 Wayne Rasband, National Institute of 
Health, USA 
Micro-Manager 1.4.13 University of California, San Francis-
co, USA 
Metapher (Metasystems, Altlußheim) 
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 2.2 Methoden 
Für die vorliegende Arbeit wurden verschiedene biologische und technische Methoden angewandt, 
welche im Folgenden dargestellt und beschrieben werden sollen. 
2.2.1 Zellkultur 
Die in dieser Arbeit verwendeten Zelllinien wurden in einem wasserdampfgesättigten Umfeld mit ei-
nem CO2 -Gehalt von 5% und einer Temperatur von 37º Celsius kultiviert. Die Zellen wurden hierbei 
in 25cm2- oder 75cm2 -Zellkulturflaschen als adhärente Monolayer-Kulturen gehalten und, je nach 
Wachstumsverhalten, bis zu dreimal wöchentlich passagiert. Hierzu wurde zunächst das Zellkulturme-
dium entnommen. Die Zellen wurden danach einmal mit sterilem 1xPBS gewaschen und anschließend 
mit 1ml Trypsin/EDTA überschichtet. Nach zehnminütiger Lagerung bei 37ºC konnten die abgelösten 
Zellen in vorgewärmtes Medium aufgenommen und in gewünschten Verdünnungen für die weitere 
Zellkultur in neue Zellkulturflaschen ausgesät werden. Die in dieser Arbeit verwendeten humanen Zell-
linien A549 und HeLa wurden in der Regel zwei Mal wöchentlich in einem Verhältnis von 1:8 passa-
giert, MEF-Zellen zwei Mal wöchentlich in einem Verhältnis von 1:10. Die variierenden Passagierungs-
raten sind auf Unterschiede in der Zellzyklusdauer zurückzuführen, was in unterschiedlichen Wach-
stumsraten der verschiedenen Zellpopulationen resultiert. 
2.2.2 Zellzahlbestimmung und Zellaussaat  
Die Aussaat von Zellen erfolgte in Zellkulturschalen mit einer Fläche von 9,2cm2 beziehungsweise 
22,1cm2 und in der Regel 48h vor der Analyse. Für Immunfluoreszenzanalysen wurden zuvor Deckglä-
ser mit einem Durchmesser von 12mm in die Behältnisse gelegt. Für die mikroskopische Analyse war 
es unabdingbar eine ausreichende, jedoch nicht zu dichte Zellpopulation zu generieren. Zum Einen 
sollte für alle Versuche eine exponentiell-wachsende Zellpopulation analysiert werden, zum Anderen 
war es vor allem für die in dieser Arbeit verwendete automatische Zellerkennung (wie unter 2.X.X  
beschrieben) wichtig zum Zeitpunkt der Analyse genügend, jedoch nicht zu dicht gewachsene Zellen 
zu mikroskopieren. Zu dicht neben- oder sogar übereinanderliegende Zellen können von der verwen-
deten Software zur Zellerkennung nicht mehr als einzelne Objekte identifiziert werden. Demzufolge 
wurde für jeden Versuch eine definierte Anzahl von Zellen ausgesät. Hierfür wurden Zellen wie unter 
2.2.1 beschrieben mittels Trypsin/EDTA abgelöst, in einem bestimmten Volumen Medium aufgenom-
men. Anschließend wurde die Zellzahl bestimmt, sodass pro Ansatz die gewünschte Menge an Zellen 
als Zellsuspension mit gewünschtem Volumen ausgesät werden konnte. Hierzu diente ein Hämozyto-
meter mit welchem es möglich ist per Lichtmikroskop Zellen in einem geringen Volumen auszuzählen. 
Dabei verteilen sich die Zellen in einer Kammer auf einer definierten Flache, welche in Groß- und 
Kleinquadrate eingeteilt ist. Zur Bestimmung der Zellzahl einer Ausgangssuspension wurde in dieser 
Arbeit eine Neubauer-Zählkammer mit 10μl Zellsuspension beschickt und es wurden jeweils 4 Groß-
quadrate ausgezählt. Ein Großquadrat gibt Auskunft über die Zellzahl in einem Volumen von 0,1μl, 
sodass durch Umrechnung die vorhandene Zellzahl in der Ausgangslösung ermittelt werden kann. Die 
genaue Höhe der Kammer von 0,1 mm wird durch ein Deckgläschen festgelegt, welches auf zwei ein-
geschliffenen Glassstegen auf der Zählkammer liegt. Es wird die Zellzahl pro Großquadrat (vier mal 
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 vier kleine Quadrate) mit einer Kantenlänge von 1mm bestimmt, woraus sich ein Probenvolumen von 
1mm3 (0,1μl) je Großquadrat ergibt. 
2.2.3 Transfektion von Zellen mittels „small interfering RNAs“ (SiRNA) 
Um Proteine der DNA-Reparatur effizient zu depletieren, wurden Zellen mit SiRNA transient transfi-
ziert. Hierbei wurden doppelsträngige RNA Moleküle mit einer Länge von 21 Basenpaaren (Bp) mit 
Hilfe des Transfektionsreagenz HiPerFect Transfection Reagent in die Zellen transferiert. Um die höch-
ste Effektivität für die Transfektion zu erreichen, wurden die verschiedenen SiRNAs in unterschiedli-
chen Konzentrationen eingesetzt (Tabelle 2). 
 
Tabelle 2: Sequenzen und Konzentrationen der eingesetzten SiRNAs 
 
 
SiRNA Sequenz Endkonzentration 
 
 
Kontrolle 5‘ AAT TCT CCG AAC GTG TCA CGT 3‘ 10nM - 20nM 
 
 
DNA-PKcs 5‘ CTC GTG TAT TAC AGA AGG AAA 3 15nM 
 
 
Ku80 5‘ AAG ACA GAC ACC CTT GAA GAC 3‘ 20nM 
 
 
RAD51 5‘ AAG GGA ATT AGT GAA GCC AAA 3‘ 10nM 
 
 
Nach Anleitung wurden hierfür eine definierte Menge SiRNA zusammen mit der entsprechenden Men-
ge Transfektionsreagenz für 10min bei Raumtemperatur in Zellkulturmedium ohne weitere Zusätze 
inkubiert (Tabelle 3).  
 





SiRNA  Hiperfect 
Medium ohne 
Zusätze 
9,2cm2 Schale 1x105 bis 2x105 2ml 2 - 4μl 10μl 100 
22,1cm2 Schale 2x105 bis 5x105 4ml 4 - 8μl 20μl 200 
 
Anschließend wurde dieser Ansatz zu der auszusäenden Zellsuspension in ein Falconbehälter gegeben 
und durch invertieren homogenisiert. Danach wurde die Zellsuspension in gewünschten Verhältnissen 
ausgesät und vor dem Experiment für 48h bei 37ºC im Brutschrank inkubiert.    
2.2.4 Behandlung von Zellen mit CPT und MMS 
Um S-Phase-spezifische DNA-Schäden in den verschiedenen Zelllinien zu erzeugen, wurden Zellen mit 
unterschiedlichen Dosen an CPT oder MMS 48h nach Zellaussaat behandelt. Die Behandlung erfolgte 
mit Gabe des Zellkulturmediums für eine bestimmte Zeitspanne.   
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 Um eine 10mM CPT-Stammlösung zu erhalten wurden 8,71mg reines CPT in Form eines weißen Pul-
vers in 2,5ml DMSO gelöst. Diese wurde in einem Verhältnis von 1:100 und 1:1000 mit DMSO ver-
dünnt, sodass für die Versuche pipettierbare CPT-Lösungen von 100μM und 10μM zur Verfügung 
standen. Diese Lösungen wurden zur Behandlung der Zellen zum Zellkulturmedium gegeben.  
Für eine Pulsbehandlung wurde das Medium aus den Zellkulturschalen abgesaugt, und anschließend 
neues Medium mit CPT  in unterschiedlichen Konzentrationen verabreicht. Anschließend wurden die 
Zellen bei 37ºC inkubiert. Nach 1h wurde das CPT-haltige Medium abgesaugt, zwei Mal mit 1xPBS 
gewaschen und neues, auf 37ºC temperiertes Medium hinzugegeben. Für eine Dauerbehandlung mit 
CPT wurde zu dem frischen Medium erneut CPT in gewünschter Konzentration gegeben, und dieses 
bis zur Zellernte auf den Zellen belassen. Das Abnehmen und Zugeben der CPT-Lösung bei einer 
Dauerbehandlung war nötig um eine Pulsbehandlung mit EdU (wie unter 2.2.6.1 beschrieben) durch-
führen zu können. 
Für die Pulsbehandlung von Zellen mit MMS wurde analog zur Behandlung mit CPT verfahren. MMS 
lag als Ausgangssubstanz bereits als reine Flüssigkeit vor. Bei jedem Experiment wurde aus dieser eine 
100mM Stammlösung angesetzt, welche zum Zellkulturmedium in gewünschten Verhältnissen gege-
ben wurde um die Zielkonzentration von 0,5 und 1,5mM zu erreichen. 
2.2.5 Behandlung von Zellen mit Coffein 
Um mögliche, durch die Agenzien induzierte Checkpoints aufzuheben wurde den untersuchten Zellen 
in einigen Versuchen dieser Arbeit Koffein appliziert. Hierzu wurde sowohl zusätzlich bei der Behand-
lung mit CPT und MMS als auch nach der Behandlung Koffein mit einer Endkonzentration von 2mM 
dem Medium hinzugefügt. Es wurde zunächst eine 100mM Coffein-Lösung in destilliertem Wasser an-
gesetzt und diese dann in entsprechenden Verhältnissen in das Zellkulturmedium gegeben. Um eine 
100mM Lösung Koffein zu erhalten, wurden 1,942g Koffein in 100ml destilliertem Wasser gelöst und 
anschließend aliquotiert.  
2.2.6 Zellzyklusspezifische Immunfluoreszenzanalysen 
Eine besonders aufschlussreiche und anschauliche Methode zur Erforschung des Reparaturverhaltens 
von Zellen stellt die zellzyklusspezifische γH2AX-Foci-Analyse per Immunfluoreszenz-Mikroskopie dar. 
Wie unter 1.2.1 beschrieben, wird nach Schadensinduktion das Histon H2AX am Serin 139 phosphory-
liert. Diese phosphorylierte Form des Histons wird als γH2AX bezeichnet und taucht innerhalb weniger 
Minuten nach DNA-Schädigung in einem Bereich von einem bis zwei Megabasenpaaren um den DNA 
Schaden herum auf. Mit Hilfe von Antikörpern, welche die phosphorylierte Version des Histons erken-
nen, können somit diese geschädigten Bereiche der DNA in der Immunfluoreszenz sichtbar gemacht 
werden. Hierzu bedient man sich eines primären Antikörpers gegen das gewünschte Epitop, in diesem 
Fall also γH2AX, und eines Fluoreszenzfarbstoff-gekoppelten sekundären Antikörpers, welcher an den 
primären Antikörper bindet. Nach Anregung des Fluoreszenzfarbstoffs können die markierten Bereiche 
mittels Mikroskopie als sogenannte Foci detektiert werden. Als Marker für Zellkerne wurde das in der 
Forschung vielfach eingesetzte Agens 4′,6-Diamidin-2-phenylindol, kurz DAPI, verwendet, welches sich 
an die DNA anlagert und in Verbindung mit doppelsträngiger DNA nach Anregung sichtbares, blaues 
Licht emittiert. 
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 Da nach einer Reparatur von DSBs eine Dephosphorylierung des Histons H2AX stattfindet, verschwin-
den mit zunehmender Zeit die γH2AX-Foci wieder. Dies ermöglicht es, die Entstehung und das 
Schwinden der γH2AX-Signale über eine gewisse Zeit hinweg zu verfolgen und Reparaturkinetiken zu 
erstellen. Hierzu wurden in dieser Arbeit Zellen zu verschiedenen Zeitpunkten nach einer Behandlung 
fixiert. Sowohl endogen als auch exogen erzeugte γH2AX-Foci können in allen Zellzyklusphasen beo-
bachtet werden. Durch die zusätzliche Verwendung eines Zellzyklusmarkers ist es jedoch möglich eine 
bestimmte Zellpopulation differenziert zu untersuchen. 
2.2.6.1 Markierung von S-Phase-Zellen mittels EdU 
CPT und MMS sind, wie bereits beschrieben, Agenzien, welche die Replikation von Zellen stören und 
hierbei DNA-Schäden verursachen. Demzufolge sollten ausschließlich Zellen geschädigt werden, wel-
che sich in der S-Phase des Zellzyklus befinden. Um bei der Analyse von S-Phase-Zellen von Zellen 
andere Zellzyklusphasen abgrenzen zu können, wurde eine Markierung mit 5-Ethynyl-2'-Desoxyuridin 
(EdU) durchgeführt. EdU ist ein Thymidin-Analogon, welches von der Zelle während der DNA-
Synthese als Nukleosid eingebaut wird. Die Detektion dieses Einbaus erfolgt ohne Antikörper durch 
Kopplung eines Fluoreszenzfarbstoffes an das eingebaute EdU mit Hilfe einer „Click-Reaktion“. Solan-
ge Zellen EdU aus dem Medium angeboten wird, bauen diese es während der S-Phase in die neu syn-
thetisierte DNA ein. Da in der vorliegenden Arbeit jene Zellen untersucht werden sollten, welche zum 
Zeitpunkt der Behandlung in der S-Phase des Zellzyklus waren, wurde zeitgleich mit Beginn der ein-
stündigen CPT- und MMS-Behandlung eine EdU-Behandlung mit 10μM EdU durchgeführt. Für die 
Analyse der unbehandelten Kontrollpopulation wurde eine einstündige Markierung mit EdU, jedoch 
ohne schädigende Agenzien vollzogen. 
2.2.6.2 Fixierung von Zellen auf Deckgläsern 
Für die Fixierung von Zellen auf Deckgläsern wurde Formaldehyd verwendet. Hierzu wurde das Me-
dium aus den Zellkulturschalen mit den darin befindlichen Deckgläsern entfernt und durch eine 2%-
ige Formaldehydlösung (in 1xPBS) ersetzt. Nach 15-minütiger Fixierung bei Raumtemperatur wurden 
die Zellen drei Mal für je 5 Minuten mit 1xPBS gewaschen und anschließend zur Permeabilisierung für 
10 Minuten mit 0,5%-iger Triton X-100-Lösung (in 1xPBS) bei Raumtemperatur behandelt. Es folgten 
je drei 5-minütige Waschschritte mit einer 1%-igen FCS-Lösung (in 1xPBS) bevor die auf Deckgläsern 
fixierten Zellen in einer 5%-igen BSA-Lösung (in 1xPBS/1% FCS) gelagert wurden.  
2.2.6.3 Immunfluoreszenz- und EdU-Markierung 
Für die Immunfluoreszenzfärbung wurden die Deckgläser mit den fixierten Zellen in eine feuchte 
Kammer gelegt und mit 40μl der Primärantikörperlösung beschichtet. Hierzu wurde der γH2AX-
Antikörper (Mouse anti-γH2AX) im Verhältnis 1:2000 in einer 5%-igen BSA-Lösung (in 1xPBS/1% 
FCS) angesetzt. Nach Inkubation der Deckgläser mit der Primärantikörperlösung über Nacht bei 4ºC 
wurden diese drei Mal für 10 Minuten mit 1xPBS/1% FCS gewaschen.  
Bei Ansätzen, welche die Markierung von S-Phase-Zellen mittels EdU beinhalteten, folgte anschließend 
die „Färbung“ von EdU durch die Click-Reaktion. Dabei wird ein Azid, was in diesem Fall der Fluores-
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 zenzfarbstoff ist, in einer durch Kupfer katalysierten Reaktion kovalent an ein Alkin gebunden, was 
hier das von den Zellen in die DNA eingebaute EdU darstellt. Hierzu wurden die Deckgläser nach der 
Primärantikörperbehandlung und drei-maligem Waschen in eine feuchte Kammer gelegt und mit je 
40μl einer zuvor angesetzten EdU-Lösung (Tabelle 4) beschichtet. Die Inkubation erfolgte für 30 Minu-
ten unter Lichtausschluss. 
 




Bis zu 12 Bis zu 25 Bis zu 50 Bis zu 100 
1xClick-iT 
Reaktionspuffer 
430μl 860μl 1,8ml 3,5ml 
CuSO4-Lösung 20μl 40μl 80μl 160μl 
Alexa-Fluor 
Azid 
1,2μl 2,5μl 5μl 10μl 
Additiver Reak-
tionspuffer 
50μl 10μl 200μl 400μl 
Gesamtvolumen 
(gerundet) 
500μl 1ml 2ml 4ml 
 
Um unspezifische Bindungsstellen für die folgende Behandlung mit dem Sekundärantikörper zu blo-
ckieren, wurden die Deckgläser nach der EdU-Färbung drei Mal für 10 Minuten mit einer 5%-igen BSA 
Lösung (in 1xPBS/1% FCS) gewaschen. Es folgte eine einstündige Behandlung mit der Sekundäranti-
körperlösung bei Raumtemperatur. Hierzu wurden die Deckgläser wieder in eine feuchte Kammer ge-
legt und mit 40μl der Sekundärantikörperlösung beschichtet. Der Fluoreszenzfarbstoff-gekoppelte An-
ti-Maus-Sekundärantikörper (goat anti-mouse Alexa Fluor 488) wurde im Verhältnis 1:1000 in 5%-iger 
BSA-Lösung (in 1xPBS/1% FCS) angesetzt. 
Um nun Zellkerne in den fixierten Zellen zu färben, wurde die DNA mit DAPI für 5 Minuten mittels 
einer DAPI-Lösung (0,2μg/ml DAPI in 1xPBS) markiert. Wird dieser Stoff beim Mikroskopieren mit 
violettem bis ultraviolettem Licht angeregt, emittiert DAPI in Verbindung mit doppelsträngiger DNA 
blaues Licht mit einem Emissionsmaximum von ~460nm. Anschließend wurden die Deckgläser drei 
Mal für eine Minute mit destilliertem Wasser gewaschen und mit je 3μl Mounting-Medium mit der 
„Zellseite“ auf Objektträger gelegt. Die Versieglung erfolgte mit Nagellack und die Lagerung bei 4ºC. 
Das Resultat dieser Färbung waren fixierte Zellen mit grün-fluoreszierenden yH2AX-Foci, per Click-iT-
Reaktion rot-, bzw. Cy5-markiertes EdU und mittels DAPI blau-gefärbte DNA (Abbildung 24). 
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Abbildung 24: Exemplarische Immunfluoreszenz-Färbung zur Analyse von S-Phase-Zellen  
A549-Zellen wurden für 1h mit 10nM CPT und EdU behandelt, anschließend fixiert und einer Immunfluoreszenz-Färbung 
unterzogen. Die Bildergallerie zeigt die mit DAPI gefärbte DNA der Zellkerne (blau), inkorporiertes EdU (rot) sowie γH2AX-
Foci (grün). Zusätzlich ist ein Summenbild der einzelnen Kanäle dargestellt (Merged). Im Bildausschnitt sind drei Zellkerne 
unterschiedlicher Größe zu erkennen, wobei der Zellkern oben links eine deutliche EdU-Färbung aufweist. Diese Färbung 
spricht für einen kontinuierlichen Einbau von EdU und somit für eine Replikation von DNA während der einstündigen Be-
handlung. Der Zellkern im unteren, rechten Teil des Bildes weist kein EdU-Signal auf, und lässt aufgrund seiner Größe auf 
eine G1-Phase-Zelle schließen. Der dritte Zellkern zeigt einen minimale EdU-Signale, was auf einen kurzzeitigen Einbau zu-
rückzuführen ist, sodass angenommen werden kann, dass sich diese Zelle bei Beginn der Behandlung in einer sehr späten 
Phase der Replikation befunden hat. Die Größe des Zellkerns lässt außerdem auf eine bereits duplizierte DNA-Menge in der 
G2-Phase schließen. Die S-Phase-Zelle zeigt eine starke Ausbildung an γH2AX-Foci, wohingegen die S/G2-Phase-Zelle wenige 
und die G1-Phase keine Foci aufweist. Die dargestellten Bilder wurden bei 100-facher Vergrößerung aufgenommen. 
 
Für die γH2AX-Foci-Analyse RAD51-depletierter Zellen wurden diese nach 48 stündiger SiRNA-
Transfektion fixiert. Es folgte eine Immunfluoreszenzfärbung mit zwei verschiedenen Primär- und Se-
kundärantikörpern. Der RAD51-Antikörper (Rabbit anti-RAD51, 1:10000) wurde dabei zusammen mit 
der γH2AX-Antikörperlösung angesetzt. Als Sekundärantikörper wurden ein Anti-Maus- (goat anti-
mouse Alexa Fluor 488, 1:1000) und Anti-Kaninchen-Antikörper (goat anti-rabbit Alexa Fluor 594, 
1:1000) verwendet. Die Verwendung eines rot-fluoreszierenden Sekundärantikörpers für die Detektion 
von RAD51 erforderte die Markierung von EdU mittels Alexa Fluor 647, eines Cy5-Farbstoffs. Das Re-
sultat dieser Färbung waren grün-fluoreszierende γH2AX-Foci und rot-fluoreszierendes RAD51, per 
Click-iT-Reaktion Cy5-markiertes EdU und mittels DAPI blau-gefärbte DNA (Abbildung 25). Bei der 
Auswertung RAD51-depletierter Zellen wurden ausschließlich Zellen ausgewertet, welche keine 
RAD51-Foci aufwiesen. Um eine γH2AX-Foci-Analyse in NHEJ-defizienten Zellen durchführen zu kön-
nen, wurden zwei essentielle NHEJ-Faktoren simultan depletiert. Da diese Faktoren bei DNA-
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Abbildung 25: Exemplarische Immunfluoreszenz-Färbung zur Analyse RAD51-defiezienter Zellen  
A549-Zellen wurden für 48h mit RAD51-SiRNA und anschließend für eine Stunde mit 10nM CPT und EdU behandelt. Es 
folgte eine Fixierung und Immunfluoreszenz-Färbung der Zellen. Die Bildergallerie zeigt die mit DAPI gefärbte DNA der Zell-
kerne (blau), inkorporiertes EdU (gelb), RAD51-Foci (rot) sowie γH2AX-Foci (grün). Zusätzlich ist ein Summenbild der ein-
zelnen Kanäle dargestellt (Merged). Im Bildausschnitt sind vier Zellkerne zu erkennen, wobei drei Zellkerne eine deutliche 
EdU-Färbung aufweisen und somit der S-Phase zugeschrieben werden können. Der Zellkern im unteren, rechten Teil des 
Bildes weist nur punktuell einige EdU-Signale auf, was unter Berücksichtigung der Kerngröße eine spät-S/G2-Phase-Zelle 
beschreibt. Von den drei S-Phase-Zellen (EdU positiv) zeigt die untere deutliche RAD51-Foci, wohingegen die oberen beiden 
keine RAD51-Foci aufweisen. Demzufolge wurde die Expression von RAD51 mittels SiRNA in den oberen Zellen erfolgreich 
suprimiert, wohingegen die Supression in den anderen Zellen (unten) fehlgeschlagen ist. Durch die Kombination aus EdU-, 
RAD51-, und γH2AX-Färbung wird sowohl eine zellzyklusspezifische Selektion als auch eine Prüfung der SiRNA-
Transfektionseffizienz ermöglicht. Die dargestellten Bilder wurden bei 100-facher Vergrößerung aufgenommen. 
 
Für die γH2AX-Foci-Analyse von mitotischen Zellen, wurde das Experiment analog zu der Analyse von 
S-Phase Zellen durchgeführt. Zusätzlich wurde ein weiterer Primärantikörper verwendet, welcher die 
phosphorylierte Version des Histons H3 erkennt und daran bindet. Das Histon H3 wird in der Mitose 
und Meiose phosphoryliert und ist ein etablierter Marker zur Detektion von mitotischen Zellen (Hans 
and Dimitrov 2001). Der pH3-Antikörper (rabbit anti-pH3, 1:1000) wurde zusammen mit der γH2AX-
Antikörperlösung auf die Zellen gegeben. Als Sekundärantikörper diente ein Anti-Maus-
Sekundärantikörper (goat anti-mouse Alexa Fluor 488, 1:1000) gegen den γH2AX-Antikörper, sowie 
ein Anti-Kaninchen-Antikörper gegen den pH3-Antikörper (goat anti-rabbit Alexa Fluor 594, 1:1000). 
Auch hier erforderte die Verwendung eines rot-fluoreszierenden Sekundärantikörpers zur Detektion 
von pH3 eine Markierung von EdU mittels des Cy5-Farbstoffs Alexa Fluor 647 (Abbildung 26).  
 
DAPI EdU pH3 γH2AX Merged 
 
Abbildung 26: Exemplarische Immunfluoreszenz-Färbung zur Analyse mitotischer Zellen  
A549-Zellen wurden für eine Stunde mit 10nM CPT und EdU behandelt. Nach 16h erfolgte eine Fixierung und Immunfluores-
zenz-Färbung der Zellen. Die Bildergallerie zeigt die mit DAPI gefärbte DNA eines Zellkerns (blau), inkorporiertes EdU (gelb), 
pH3 (rot) sowie γH2AX-Foci (grün). Zusätzlich ist ein Summenbild der einzelnen Kanäle dargestellt (Merged). Der Bildaus-
schnitt enthält eine ph3-positive, mitotische Zelle, welche zum Zeitpunkt der Behandlung in der S-Phase war und somit EdU 
eingebaut hat. In den Kanälen DAPI, EdU und pH3 sind deutlich die für mitotische Zellen charakteristischen Chromosomen in 
kondensierter Form zu erkennen. Die dargestellten Bilder wurden bei 100-facher Vergrößerung aufgenommen.  
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 2.2.6.4 Mikroskopische Detektion und Auswertung markierter Zellen 
Um zellzyklusspezifische Foci-Analysen der auf Deckgläsern fixierten Zellen durchzuführen, wurde zur 
Mikroskopie die Software Metafer verwendet. Das Modul Metacyte dieser Software ist eine Scanning-
Anwendung, welche es erlaubt Fluoreszenzsignale mittels einer Kamera und definierten Suchparame-
tern automatisch zu erkennen. Als Suchparameter dienen in erster Linie die Fläche und Intensität des 
DAPI-Signals um Zellkerne zu detektieren sowie das emittierte EdU-Signal für die zellzyklusspezifische 
Differenzierung. Aufgrund des Zellzyklus, und der damit verbundenen Verdopplung des DNA-Gehalts 
in der S-Phase, variieren Größe und Intensität des DAPI Signals stark. G2-Phase-Zellen besitzen auf-
grund des doppelten DNA Gehalts einen größeren Zellkern, womit die mittlere Signalintensität (Inten-
sität pro Fläche) nahezu gleichbleibt, die absolute Signalintensität gegenüber G1-Phase-Zellen jedoch 
deutlich zunimmt. Somit können Zellen eindeutig aufgrund Ihrer Größe und Intensität in G1- und G2-
Population unterschieden werden. Die Größe und Intensität von S-Phase Zellen befindet sich im Be-
reich zwischen der von G1- und G2-Zellen und macht eine klare Abgrenzung dieser 3 Populationen 
voneinander schwierig. Hierzu dient die unter 2.2.6.1 beschriebene Methode der EdU-Markierung. Das 
EdU-Signal bietet einen zusätzlichen Parameter zur Zellerkennung. Hiermit können alle S-Phase-
Zellen, welche EdU während der Replikationsphase eingebaut haben, von den restlichen Zellen unter-
schieden werden. Bei einem automatisierten Suchlauf können alle erkannten und eingescannten Zellen 
in einem Diagramm dargestellt und gegeneinander aufgetragen werden. Anschließend ist es für den 
Benutzer möglich eine bestimmte Fraktion von Zellen auszuwählen und gezielt zu analysieren (Abbil-
dung 27).  
 
 
Abbildung 27: Zellzyklusspezifische Detektion und Auswertung von Zellen.  
Dargestellt ist ein repräsentativer Ausschnitt des Moduls Metacyte aus dem Programm Metafer der Firma Metasystems. Das 
linke Bild zeigt dabei die Benutzeroberfläche mit einem Bildausschnitt der gefärbten Zellen auf dem Objektträger und der 
Galerieansicht der gefundenen Zellen. Exemplarisch ist ein Ansatz dargestellt, bei welchem exponentiell-wachsende Zellen für 
eine Stunde mit EdU behandelt und anschließend fixiert sowie gefärbt wurden. Das vergrößerte Diagramm auf der rechten 
Seite spiegelt dabei die Summe aller erfassten Objekte wieder, wobei jeder Punkt ein Objekt darstellt. Horizontal ist dabei die 
DAPI-Intensität des Objektes, vertikal die EdU-Intensität aufgetragen. Objekte im gelben und blauen Kreis stellen somit zwei 
EdU-negative Populationen dar, wobei die Poupulation im blauen Kreis eine stark erhöhte DAPI-Intensität aufweist, was auf 
den doppelten DNA-Gehalt dieser Poupulation zurückzuführen ist. Somit sind G1-Phase Zellen deutlich von G2-Phase Zellen 
zu unterscheiden. Zellen, welche während der S-Phase EdU in ihre DNA eingebaut haben, heben sich aufgrund Ihres EdU-
Signals deutlich von anderen Zellen ab. Diese Zellpopulation ist im grünen Kreis dargestellt und befindet sich aufgrund Ihres 
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 Nachdem die Zellen mit Hilfe des Mikroskops und der Metafer Software bei 10x Vergrößerung einges-
cannt und die gewünschte Zellpopulation ausgesucht wurde, erfolgte die manuelle Auswertung der 
γH2AX-Foci bei 1000x Vergrößerung. Hierzu wurde die Anzahl an γH2AX-Foci pro Zelle bestimmt. Für 
jeden dargestellten Datenpunkt wurden zunächst 40 Zellen ausgewertet und anschließend der Mittel-
wert der Foci-Anzahlen errechnet. Die Experimente wurden, wenn nicht anders angegeben, unabhän-
gig voneinander drei Mal durchgeführt. Die in dieser Arbeit vorgestellten Ergebnisse stellen Mittelwer-
te aus diesen unabhängigen Experimenten dar, wobei die Fehlerbalken den Standardfehler dieser Mit-
telwerte anzeigen. 
2.2.6.5 Kombinierte Lebendzellmikroskopie und γH2AX-Foci-Analyse 
Für die Bestimmung von γH2AX-Foci in Zellen in Abhängigkeit ihrer Aufenthaltsdauer in der S-Phase 
wurden humane, stabil-transfizierte U2OS-LIG1dsRed Zellen analysiert, welche in μSlides der Firma 
Ibidi, sogenannten Ibidis, kultiviert wurden (Abbildung 28 A). Diese Objektträger ermöglichten es 
durch einen dünnen Boden sowohl lebende Zellen als auch fixierte Zellen bei einer hohen Auflösung 
mittels eines inversen Mikroskops zu analysieren (Abbildung 28 B).  
 
 
Abbildung 28: Verwendung von μSlides für die kombinierte Lebendzellmikroskopie und γH2AX-Foci-Analyse 
A) Schematische Darstellung eines μSlides mit 6 Kanälen. An den Seiten eines jeden Kanals mit einer Höhe von 0,4mM und 
einem Fassungsvermögen von 30μl befinden sich Reservoirs, die jeweils ein Volumen von 60μl aufnehmen können. Der Boden 
der Kanäle besteht aus einer hydrophilen Folie, welche die Analyse mit 63x- oder 100x-Objektiven ermöglicht. 
B) Für die Analyse von Zellen werden diese in den Kanälen inkubiert und können anschließend per Lebendzellmikroskopie 
beobachtet werden (1). Anschließend können Zellen in den Kanälen fixiert (2) sowie per Immunfluoreszenzfärbung markiert 
werden (3), woraufhin eine weitere Analyse möglich ist (4). (http://ibidi.com/xtproducts/en/ibidi-Labware/Channel-
Slides/m-Slide-VI-0.4) 
 
Hierzu wurden zunächst 10.000 U2OS-LIG1dsRed-Zellen pro Kanal ausgesät und für 48h bei 37ºC in-
kubiert. Anschließend wurde das Ibidi in ein Life cell-Mikroskop-System transferiert, welches zuvor auf 
37ºC vorgeheizt wurde und eine physiologische Begasung der Zellen mit 5% CO2 erlaubt. Mittels der 
Software Micro-Manager war es möglich eine Positionsliste von manuell ausgewählten Zellen zu erstel-
len. Hierzu wurden einerseits Zellen ausgewählt, welche aufgrund ihrer Größe subjektiv der G1-Phase 
zuzuordnen waren und deshalb kein S-Phase-typisches LIG1-Muster aufwiesen (siehe 3.X.X), und an-
dererseits Zellen, welche aufgrund des charakteristischen LIG1-Musters bereits in der S-Phase waren. 
Ziel war es hierbei den Zeitpunkt des S-Phase Eintritts und des S-Phase Austritts festhalten zu können. 
Nach der Auswahl von je 50 bis 70 Zellen in zwei Kanälen eines Ibidis, erfolgte in einem der Kanäle 
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 eine Behandlung der Zellen mit einer 10nM CPT-Lösung. Als Kontrolle dienten unbehandelte Zellen 
des zweiten Kanals. Hierzu wurde zunächst das alte Medium in den Kanälen abgenommen und je zwei 
Mal mit auf 37ºC-temperiertem, frischem Medium gewaschen, bevor entweder Medium mit CPT oder 
Medium ohne CPT zugeführt wurde. Für die folgende Life cell-Analyse wurde Medium ohne Phenolrot 
verwendet, da dieses die Qualität der angefertigten Bilder des LIG1dsRed-Signals beeinträchtigte. Es 
folgte eine 6-stündige, automatisierte Analyse der Zellen, indem in einem Intervall von 30 Minuten 
digitale Aufnahmen sowohl im Durchlicht als auch bei einer Anregung von 560nM anhand der zuvor 
erstellten Positionsliste angefertigt wurden. Anschließend wurden die Zellen fixiert und einer Immun-
fluoreszenzfärbung gegen γH2AX unterzogen. Aufgrund der gespeicherten Positionsliste konnten die 
nun γH2AX-gefärbten Zellen relokalisiert werden, sodass abermals Aufnahmen der im Life cell-
verfolgten Zellen erzeugt werden konnten. Durch einen Vergleich der Life cell-Aufnahmen mit den 
Bildern der fixierten Zellen war es möglich, die Anzahl an γH2AX-Foci in Abhängigkeit von der Zellzyk-
lusprogression der LIG1-positiven Zellen auf eine halbe Stunde genau zu dokumentieren.   
2.2.7 Nachweis der SiRNA-Effizienz mittels SDS-Page und Westernblot 
In der vorliegenden Arbeit wurde das Protein RAD51 in zwei Zellsystemen verschiedener Spezies mit-
tels SiRNA supprimiert. Da hierfür stets die gleiche SiRNA verwendet wurde, sollte zunächst gezeigt 
werden, dass diese in beiden Zellsystemen funktioniert. Hierzu wurde die Effizienz der RAD51-SiRNA 
per Westernblot kontrolliert. Exemplarisch wurden für das humane System HeLa-Zellen und für das 
Maussystem MEFs verwendet. Nachdem mit Hilfe der Software CLC Sequence Viewer 6 ein Sequenz-
abgleich der vorliegenden RAD51-SiRNA mit den RAD51-Gensequenzen der zwei verschiedenen Spe-
zies stattfand, wurden die ausgesuchten Zellen mit einer Zellzahl von 5x105 Zellen je Ansatz in 
22,1cm2-Schalen ausgesät und mit Kontroll-, beziehungsweise RAD51-SiRNA (wie unter 2.2.X be-
schrieben) transfiziert. Nach 48h Inkubation bei 37ºC im Brutschrank wurde das Medium entfernt und 
die Zellen zweimal mit 1xPBS gewaschen. Es folgte ein Zellaufschluss mittels Lyse der Zellen auf Eis. 
Hierzu wurden die Zellen für eine Minute mit je 300μl RIPA-Puffer überschichtet und auf Eis gekühlt 
um einer Denaturierung der Proteine vorzubeugen. Anschließend wurde das Zelllysat in ein vorgekühl-
tes 1,5ml Reaktionsgefäß überführt und 3 x 10 Sekunden per Ultraschall sonifiziert um die DNA durch 
Scherkräfte zu zerkleinern. Es folgte eine 20 minütige Zentrifugation bei 16000x g um restliche Zell-
fragmente vom Lysat abzutrennen. Der Überstand wurde in ein neues, vorgekühltes 1,5ml Reaktions-
gefäß überführt und bis zur weiteren Verwendung zunächst mittels flüssigem Stickstoff schockgefroren 
und anschließend bei -80ºC gelagert.  
Für die Bestimmung der im Lysat enthaltenen Proteinkonzentration wurde ein Bradford-Assay durch-
geführt (Bradford, 1976). Bei der Proteinbestimmung nach Bradford handelt es sich um eine kolori-
metrische Methode, die auf der Bindung von Coomassie-Brilliant-Blau G-250 an Proteine im sauren 
Milieu basiert. Dies hat eine konzentrationsabhängige Verschiebung des Absorptionsmaximums des 
Farbstoffes von 465nm zu 595nm zur Folge. Es wurde je 1μl Zelllysat zu 800μl destilliertem Wasser 
und 200μl Bradfordreagenz gegeben und durch Vortexen vermischt. Nach 10 minütiger Inkubation bei 
Raumtemperatur unter Lichtausschluss wurde die Absorption bei einer Wellenlänge von 590nm pho-
tometrisch ermittelt. Anhand einer zuvor erstellten Eichgerade mit BSA konnte die Proteinkonzentrati-
on der zu untersuchenden Proben ermittelt werden. Anschließend wurden übereinstimmende Pro-
teinmengen der einzelnen Ansätze in einer SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese, kurz SDS-PAGE, 
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 aufgetrennt. Bei der SDS-PAGE handelt es sich um eine Variante der Gelelektrophorese, die zur Tren-
nung von Proteinen im elektrischen Feld dient. Wie der Name bereits sagt, wird als Trennmedium ein 
Gel auf Polyacrylamidbasis eingesetzt. Dabei gilt, je höher das Acrylamid und der Quervernetzer N, N‘'-
Methylenbisacrylamid konzentriert ist, desto geringer ist die Porenweite, durch welche die Proteine 
sich bewegen. Das anionische Detergenz Natrium Dodecylsulfat, kurz SDS, überdeckt die Eigenladun-
gen von Proteinen. Pro Gramm Protein binden ungefähr 1,4 g SDS, was dazu führt, dass die Proteine 
eine konstante Ladungsverteilung aufweisen. Für alle Proteine resultiert bei der SDS-PAGE demzufolge 
ein gleiches Verhältnis aus Ladung und Molekülmasse. Die Wanderungsgeschwindigkeit der negativ-
geladenen Proteine hängt nur noch von der Molekülgröße der Proteine ab, da diese bei steigender 
Größe eine geringere Mobilität besitzen.  
Vor dem Auftragen der Proben wurden diese mit Lämmli-Puffer in geeignetem Verhältnis verdünnt 
und für 10 min. bei 90 ºC im Heizgerät denaturiert. Pro Ansatz wurden 60μg Protein eingesetzt und in 
die Geltaschen geladen. Die Elektrophorese fand bei konstanter Spannung von 120V statt, bis die 
Bromphenolblaufront das untere Ende des Gels erreicht hatte. Nachdem die Proteine bei der SDS-
Gelelektrophorese aufgetrennt wurden, konnten diese mittels Western Blot auf eine Membran übertra-
gen und anschließend mit verschiedenen Antikörpern markiert werden. Ziel dieser Methode ist es die 
negativ geladenen Proteine anhand einer angelegten Spannung vom Gel Richtung Anode auf die 
Membran zu transferieren. Der Transfer erfolgte bei einer konstanten Stromstärke von 300 mA für ca. 
1 Stunde. Nach erfolgreichem Transfer konnte die Membran zur Kontrolle eines postiven Blotvorgangs 
reversibel mit Ponceau S Lösung gefärbt, dokumentiert, und anschließend mit destilliertem Wasser 
wieder entfärbt werden.  
Vor der Antikörperbehandlung wurden die Membranen für 1h in 5% Magermilch (in 1xTBS/0,1% 
Tween) geblockt, um unspezifische Bindungen der Antikörper zu vermeiden. Die Primärantikörperbe-
handlung erfolgte im Anschluss mit einem RAD51- (rabbit anti-RAD51, 1:1000) und Tubulinantikörper 
(mouse anti-Tubulin, 1:1000) als Ladekontrolle bei 4ºC über Nacht in 5% Magermilch (in 1xTBS/0,1% 
Tween) auf einem Rotationsgerät, um eine gleichmäßige Bindung der Antikörper auf der Membran zu 
gewährleisten. Vor der Inkubation mit den Sekundärantikörpern (donkey anti-rabbit-HRP, 1:20000 
und goat anti-mouse-HRP, 1:2000) wurden die Membranen drei Mal für 10 Minuten mit 1xTBS/0,1% 
Tween gewaschen. Die Sekundärantikörper-Behandlung erfolgte für 1h in 5% Magermilch (in 
1xTBS/0,1% Tween) bei Raumtemperatur. Vor der Detektion der Zielproteine mittels einer Chemolu-
mineszenz-Lösung wurden die Membranen wieder drei Mal für 10 Minuten mit 1xTBS/0,1% Tween 
gewaschen. 
Die Detektion der Banden erfolgte mit Hilfe der an den sekundären Antikörper gekoppelten Meerret-
tich-Peroxidase (engl. horseradish peroxidase, HRP). HRP und H2O2 katalysieren die Oxidation von 
Luminol, welches Bestandteil der verwendeten Detektionslösung ist. Anschließend geht unter Licht-
emission bei einer Wellenlänge von 428nm Luminol in seinen Grundzustand über, was als Chemielu-
mineszenz bezeichnet wird. Die Oxidationsreaktion findet in Anwesenheit von chemischen Verstärkern 
wie Phenol statt, welche die Lichtemission um das 100fache erhöhen und die Emissionszeit verlängern. 
Die Chemolumineszenz erreicht nach 5 bis 20 Minuten ihr Maximum und fällt dann innerhalb von 60 
Minuten langsam ab. Zum Zeitpunkt der maximalen Lichtemission wurden die Banden durch eine Lu-
miniszenz-empfindliche Kamera detektiert und dokumentiert.  
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 2.2.8 Durchflusszytometrie 
Um das Zellzyklusverhalten von Zellen nach einer DNA-Schädigung zu untersuchen, wurde die Metho-
de der Durchflusszytometrie angewandt.  Hierbei werden Zellen in Suspension an einem Laser vorbei-
geführt, wobei diese in Abhängigkeit ihrer Größe, Struktur und spezifischen Färbungen charakteristi-
sche Signale emittieren. Diese Signale können durch das Durchflusszytometer detektiert werden. Bei 
der in dieser Arbeit angewendeten zweidimensionalen Analyse ist es möglich in hohem Durchsatz mit 
zwei Fluoreszenzfarbstoffen markierte Zellen auf Einzelzellebene zu untersuchen.  
Für die Durchflusszytometrie wurden 48h vor der Analyse 2x105 A549-Zellen in Zellkulturschalen mit 
einer Fläche von 9,2cm2 ausgesät und gegebenenfalls mit SiRNA und/oder Koffein behandelt. Für die 
Analyse von S-Phase-Zellen erfolgte zeitgleich mit der CPT- oder MMS-Behandlung eine einstündige 
Markierung mit Bromdesoxyuridin (BrdU), einem Thymidinanalogon, welches während der Replikati-
on in die neusynthetisierte DNA eingebaut wird. Die Färbung der DNA in der gesamten Zellpopulation 
ermöglichte die Verwendung von Propidiumiodid (PI), einem DNA-interkallierenden Stoff, welcher ein 
Absorptionsmaximum bei 488nm und Emissionsmaximum bei 590nm besitzt. 
2.2.8.1 Fixierung von Zellen für die Durchflusszytometrie 
Für die Fixierung der Zellen wurde das Zellkulturmedium entfernt und einmal mit 1xPBS gewaschen. 
Zur Ablösung der Zellen von der Zellkulturschale wurde 1ml Trypsin/EDTA-Lösung und eine 10-
minütige Inkubation bei 37ºC angewendet. Die abgelösten Zellen wurden in 4ml Medium resuspen-
diert und in ein Zentrifugenröhrchen überführt. Nach einer Zentrifugation bei 400 x g für 10 Minuten 
wurde der Überstand restlos abgenommen und das Zellpellet durch tropfenweise Zugabe von 4ml eis-
kaltem, 70%-igem Ethanol unter permanentem Vortexen fixiert. Bis zur Färbung der Zellen erfolgte die 
Lagerung bei -20ºC im Gefrierschrank. 
2.2.8.2 Markierung der Zellen mit BrdU und PI 
Eine Unterscheidung der verschiedenen Zellzyklusphasen konnte durch Färbung der Zellen mit PI und 
BrdU erzielt werden. Im Anschluss an die Fixierung wurden die Zellen erneut bei 400 x g für 10 Minu-
ten zentrifugiert, und der Überstand verworfen. Da die Detektion von BrdU mittels spezifischer Anti-
körper funktioniert, wird die DNA in einem weiteren Schritt denaturiert, um BrdU für die Antikörper 
zugänglich zu machen. Hierzu wurden die Zellpellets in je 500μl 2 M HCl-Lösung (in1xPBS) resuspen-
diert und für 20 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Nach Zugabe von 1ml 1xPBS/1% FCS und 
erneuter Zentrifugation bei 400 x g für 10 Minuten wurde der Überstand verworfen und den Zellpel-
lets 500μl 0,1M Natriumtetraboratlösung (pH 8,5, in destilliertem Wasser) zur Neutralisierung  zuge-
fügt. Nach kurzem Vortexen wurden die Zellen hiermit 2 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Es 
folgte eine erneute Zugabe von je 1ml 1xPBS/1% FCS, eine Zentrifugation bei 400 x g für 10 Minuten 
und Abnahme des Überstands, bevor die Zellpellets zur BrdU-Färbung in je 20μl BrdU-
Antikörperlösung (FITC conjugated mouse anti-BrdU monoclonal antibody) resuspendiert und für 30 
Minuten bei Raumtemperatur unter Lichtausschluss inkubiert wurden. Für die Färbung der DNA mit-
tels PI wurde der Antikörper-Zellsuspension 1ml 1xPBS/1% FCS zugegeben, wieder bei 400 x g für 10 
Minuten zentrifugiert und der Überstand verworfen. Die Zellpellets wurden nun in je 500μl PI-Lösung 
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 (85% 1xPBS, 10% 10xPI, 5% RNAse-Lösung) resuspendiert und konnten nach 30-minütiger Inkubati-
on bei Raumtemperatur und unter Lichtausschluss durchflusszytometrisch analysiert werden. 
2.2.8.3 Durchflusszytometrische Detektion und Auswertung markierter Zellen 
Die zellzyklusspezifische, zweidimensionale Analyse von Zellen erfolgte im Durchflusszytometer bei 
einer Anregung durch einen Argon Laser mit einer Wellenlänge von 488nM. Die detektierten Emissio-
nen des FITC-gekoppelten BrdU-Antikörpers lagen bei 510nm bis 550nm und wurden in Kanal FL1 
gemessen, die des in Kanal FL3 gemessenen PI-Signals bei 560nm bis 600nm. Bei der Auswertung der 
Messungen mit Hilfe des Programms CXP Analysis wurde eine graphische Darstellung der Ergebnisse 
gewählt, bei welcher FL1 (logarithmisch) gegen FL3 (linear aufgetragen) wurde. Für jede Probe wur-
den 20000 einzelne Zellen durchflusszytometrisch ausgewertet. 
2.2.9 Zytogenetische Ansätze 
Zur Untersuchung von Schwesterchromatidaustauschen (SCEs) und chromosomalen Aberrationen in 
mitotischen Zellen wurde eine Metaphasenpräparation durchgeführt. Für die Analyse von Chromoso-
men der G2-Phase wurde das Verfahren der frühzeitigen Chromosomenkondensation (engl. premature 
chromosome condensation, PCC) angewendet.  
2.2.9.1 Analyse von SCEs und chromosomalen Aberrationen in mitotischen Zellen 
Für zytogenetische Studien an Mitosen wurden 48h vor der Analyse 5x105 Zellen in Zellkulturschalen 
mit einer Fläche von 22,1cm2 ausgesät. Sollten SCEs beobachtet werden, wurde dem Medium bei der 
Aussaat BrdU hinzugefügt.  
2.2.9.1.1 BrdU-Markierung von Zellen 
Für die Analyse von SCEs ist es notwendig eine Inkorporation des  BrdUs über die Dauer von zwei Rep-
likationszyklen einer Zelle zu gewährleisten. Das Resultat eines BrdU-Einbaus in die DNA über zwei S-
Phasen hinweg ist ein unifilar- und ein bifilar-substituiertes Chromtid eines jeden Chromosoms der 
Zellen. Durch eine Behandlung der fixierten Zellen mit einem Fluoreszenzfarbstoff und folgender UV-
Bestrahlung sowie einer Giemsa-Färbung ist es möglich diesen Unterschied sichtbar zu machen. Für 
die Markierung mit BrdU wurden Zellen für 48h mit einer BrdU-Konzentration von 10μM bei 37ºC 
inkubiert. Wurde das Medium bei der Behandlung mit CPT und MMS ersetzt, so wurde mit und nach 
der Behandlung BrdU dem Medium hinzugefügt, um einen konstanten Einbau des Thymidinanalogons 
zu gewährleisten.  
2.2.9.1.2 Metaphasepräparation 
Nach entsprechenden Reparaturzeiten wurde den Ansätzen für eine Anreicherung von mitotischen 
Zellen drei Stunden vor der Fixierung Colcemid in einer Konzentration von 100ng/ml hinzugefügt. 
Colcemid ist ein Giftstoff der Herbstzeitlosen und verhindert während der Mitose die Ausbildung des 
Spindelapparats, sodass die Chromosomen nicht auf die Tochterzellen aufgeteilt werden können. 
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 Um einen G2/M-Checkpoint aufzuheben und mitotische Zellen zu Akkumulieren, wurde drei Stunden 
vor der Fixierung, sprich zusammen mit der Gabe von Colcemid, 2mM Koffein dem Medium hinzuge-
fügt. Koffein gilt als Kinase-Inhibitor, welcher unter Anderem ATM und ATR inhibiert, wohingegen die 
Aktivität der DNA-PK weniger beeinträchtigt wird (Block et al. 2004). Infolgedessen werden Zellzyk-
lus-Checkpoints effizient aufgehoben, was in der vorliegenden Arbeit vor allem G2/M-Checkpoints und 
bei einer Behandlung von S-Phase-Zellen auch Intra-S-Phase-Checkpints betrifft.  
Nach der drei stündigen Anreicherung von Mitosen wurden die Zellen fixiert. Da sich Zellen während 
der Mitose leichter vom Kulturschalenboden lösen lassen, wurden das Medium und das zum Waschen 
verwendete 1xPBS in Reaktionsgefäßen gesammelt, um keine mitotischen Zellen zu verlieren. Hierzu 
wurde zunächst das Medium von den Ansätzen abgenommen und in ein 15ml-Falcongefäß überführt. 
Anschließend wurden die Zellen einmal  mit 2ml 1xPBS gewaschen und nach Zugabe von 1ml Tryp-
sin/EDTA-Lösung für 10 Minuten bei 37ºC inkubiert. Die Zellsuspension wurde nun zu dem gesammel-
ten Medium in das 15ml Falcongefäß gegeben und bei 300 x g für 10 Minuten zentrifugiert. Es folgte 
eine 30 minütige Inkubation der Zellen in hypotoner Lösung bei 37ºC. Hierzu wurde der Überstand 
abgenommen und das Zellpellet in 10ml auf 37º-temperiertem 75mM KCl resuspendiert. Nach der 30-
minütigen Inkubation folgte ein Zentrifugationsschritt bei 300 x g für 10 Minuten. Der Überstand wur-
de verworfen und die Zellen wurden durch eine tropfenweise Zugabe von 10ml Fixativ (3 Teile 100% 
Methanol, 1 Teil 100% Eisessig) unter ständigem Vortexen fixiert. Nach einer Inkubation von 10 Minu-
ten bei Raumtemperatur wurde die Lösung erneut bei 300 x g für 10 min zentrifugiert, der Überstand 
verworfen und die Zellen in 10 ml frischem Fixativ aufgenommen.  Nach einer Lagerung der Proben 
bei -20ºC über Nacht oder bis zur weiteren Versuchsdurchführung, erfolgte ein weiterer Fixierung-
schritt. Das nun erhaltene Zellpellet wurde je nach Größe in 200μl bis 1ml Fixativ resuspendiert. Je 
25μl dieser Zellsuspension wurden mit Hilfe einer Pipette auf feuchte Objektträger getropft. Während 
der Trocknung platzten die gequollenen, mitotischen Zellen auf und es kam zu einer Spreitung der 
Chromosomen, was als „Chromosomenspread“ bezeichnet wird  
2.2.9.1.3 Fluoreszenz plus Giemsa (FpG) -Färbung 
Für die Analyse BrdU-markierter Chromosomen wurden die Metaphasenpräparate zunächst für 1h in 
einer 0,5% Bisbenzimid-Lösung (in destilliertem Wasser) unter Lichtausschluss bei Raumtemperatur 
inkubiert. Bisbenzimid zählt zu den fluoreszierenden Hoechst-Farbstoffen, welche in DNA interkalieren 
und von ultraviolettem Licht angeregt werden. BrdU-substituierte Bereiche der DNA binden Bisbenzi-
mid wesentlich stärker als un- oder weniger substituierte Regionen. Durch die Bestrahlung mit ener-
giereichem, ultraviolettem Licht wird die DNA in BrdU-doppeltsubstituierten Bereichen aufgrund des 
höheren Gehalts an Bisbenzimid zerstört, was auf sogenannte Quenching-Effekte zurückzuführen ist. 
Die zerstörten Bereiche von Chromosomen können in einem weiteren Schritt ausgewaschen werden, 
sodass bei einer Färbung mit einem Farbstoff diese Regionen heller erscheinen, als Bereiche in denen 
noch ein höherer Anteil an DNA vorhanden ist.  
Der Bisbenzimid-Behandlung folgten zwei kurze Waschschritte der Objekträger mit destilliertem Was-
ser, bevor 200μl Bestrahlungspuffer (97,5% 0,2M Natriuhydrogenphosphat, 2,5% 0,1M Zitronensäure) 
auf die Präparate gegeben und zur Verteilung der Flüssigkeit als auch zum Schutz vor Austrocknung 
ein Deckglas aufgelegt wurde. Anschließend wurden die Objektträger für eine Stunde mit UV-Licht 
bestrahlt. Nach zwei weiteren Waschschritten mit destilliertem Wasser wurden die zerstörten Bereiche 
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 auf den Chromosomen entfernt, indem die Objektträger für 30 Minuten mit einem 2xSSC-Puffer bei 
60ºC gewaschen wurden. Es folgten zwei weitere Waschvorgänge mit destilliertem Wasser, bevor eine 
Giemsafärbung durchgeführt wurde. Hierzu wurden die Objektträger für 10 Minuten mit einer 6%-
igen Giemsalösung (in destilliertem Wasser) bei Raumtemperatur inkubiert. Nach je drei 5-minütigen 
Waschschritten mit destilliertem Wasser konnten die Präparate getrocknet und bei Raumtemperatur 
gelagert werden.  
2.2.9.2 Analyse von Aberrationen in frühzeitig kondensierten G2-Phase-Chromosomen 
Für die PCC-Analyse von frühzeitig kondensierten Chromosomen in der G2 Phase des Zellzyklus wurde 
das Agens Calyculin A genutzt. Calyculin A ist eine toxische Okadasäure, welche erstmals aus marinen 
Schwämmen isoliert wurde. Dieses Toxin ist ein Serin-/Threonin-spezifischer Phosphatase-Inhibitor 
und kondensiert Chromatin auch in der Interphase des Zellzyklus, was zytogenetische Studien auch 
außerhalb der Metaphase möglich macht (Gotoh 2009).  
Für die frühzeitige Kondensation von G2-Phase-Zellen wurde 1h Stunde vor der Fixierung  Calyculin A 
mit einer Endkonzentration von 50nM dem Medium hinzugefügt und die Inkubation der Zellen bei 
37ºC fortgesetzt. Die Fixierung der Zellen erfolgte analog zur Metaphasepräparation mit Ausnahme 
der Zellernte. Hierzu brauchten die Zellen nicht mit Trypsin/EDTA-Lösung vom Zellkulturschalenbo-
den abgelöst werden, da nach einstündiger Inkubation mit Calyculin A der Großteil der Zellen nicht 
mehr adhärent vorlag. Die Zellsuspension wurde direkt aus der Zellkulturschale in ein 15ml Falconge-
fäß überführt und es wurde mit der Fixierung wie unter 2.2.9.1.2 beschrieben fortgefahren. 
Anstelle einer FpG-Färbung wurde ausschließlich eine Giemsa-Behandlung zur Färbung der Präparate 
durchgeführt. Hierzu wurden die PCC-Präparate analog zum letzten Schritt der FpG-Färbung für 10 
Minuten mit einer 6%-igen Giemsalösung (in destilliertem Wasser) bei Raumtemperatur inkubiert und 
nach je drei 5-minütigen Waschschritten mit destilliertem Wasser bei Raumtemperatur getrocknet und 
gelagert. 
2.2.9.3 Mikroskopische Analyse und Auswertung der Chromosomen-Präparate 
Sowohl Metaphase- als auch PCC-Präparate wurden mit Hilfe der Software Metafer mikroskopisch ana-
lysiert. Das Modul MSearch diente dabei der automatisierten Suche von Chromosomenspreads auf 
einem Objektträger. Bei 100x Vergrößerung werden hierbei durch definierte Suchparameter Chromo-
somenspreads erkannt und deren Koordinaten gespeichert, wodurch eine spätere Relokalisation er-
möglicht wird. Nach manueller Überprüfung der gefundenen Objekte wurden anschließend Aufnah-
men der Chromosmoenspreads bei 63x Vergrößerung mit dem Modul Autocapt angefertigt und diese 
gespeichert. Mit Hilfe der Software ImageJ wurden die Bilder anschließend ausgewertet.  
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 3 Ergebnisse 
Die vorliegende Arbeit befasst sich mit der Ausbildung und Reparatur von DNA-Schäden, welche durch 
chemische Agenzien in der S-Phase des Zellzyklus induziert werden. Hierzu wurde der Topoisomerase-
Inhibitor CPT und das Alkylanz MMS verwendet. Die genauen Mechanismen der Erzeugung und Repa-
ratur von MMS-induzierten DNA-Schäden sind noch nicht vollständig aufgeklärt. Der Induktion von 
schwerwiegenden DSBs durch MMS werden jedoch Einzelstrangbruch-Intermediate zu Grunde gelegt, 
welche im Zuge der Replikation zu DSBs umgewandelt werden (Wyatt and Pittman 2006). Für einen 
Vergleich wurde in der vorliegenden Arbeit der Topoisomerase 1-Inhibitor Camptothecin herangezo-
gen, welcher gezielt zu einer Akkumulation von Einzelstrangbrüchen in Zellen führt (Pommier 2006). 
Vergleichende Analysen der durch die beiden Agenzien verursachten DNA-Schäden sollten genauere 
Erkenntnisse über die Entstehung und Reparatur CPT- und MMS-induzierter DNA-Schäden geben und 
Unterschiede aufdecken.  
3.1 Die Analyse von DSBs anhand der γH2AX-Foci-Methode 
Die Detektion von CPT- und MMS-induzierten DNA-Schäden erfolgte in erster Linie mit der Methode 
der γH2AX-Foci-Analyse. Diese Methode ist in den letzten Jahren der Forschung zu einem gängigen 
Instrument zur Beobachtung von DNA-Schäden, insbesondere von DNA-Doppelstrangbrüchen, gewor-
den. Die hohe Korrelation der induzierten Anzahl an DSBs mit dem simultanen Auftreten von γH2AX-
Foci beziehungsweise der Reparatur und dem gleichzeitigen Verschwinden der γH2AX-Foci ermöglicht 
einen sensitiven Ansatz, um DSBs auf Einzelzellebene zu analysieren. Für die Untersuchung von strah-
leninduzierten DSBs, vor allem in der G1- und G2-Phase des Zellzyklus, ist die γH2AX-Foci-Analyse 
etabliert und in der Wissenschaft als Marker für DSBs anerkannt (Lobrich et al. 2010). In der vorlie-
genden Arbeit sollte unter anderem dieser Marker auf seine Sensitivität gegenüber replikationsasso-
ziierten DNA-Schäden getestet werden. 
3.1.1 CPT und MMS induzieren dosisabhängig γH2AX-Foci in der S-Phase 
Für eine γH2AX-Foci-Analyse zur Entstehung von CPT- und MMS-induzierten DNA-Schäden in der S-
Phase wurden zunächst Dosen ermittelt, mit welchen das Auftauchen einer gut analysierbaren Foci-
Anzahl beobachtet werden konnte. Für die vergleichende Analyse von CPT- und MMS-induzierten 
γH2AX-Foci wurden hierzu A549-Zellen für 1h mit CPT oder MMS in Kombination mit dem Thymidin-
Analogon EdU behandelt. Letzteres wird während der S-Phase im Zuge der  Replikation in die DNA 
eingebaut, sodass dieses in der Zellanalyse mittels eines Fluoreszenzfarbstoffs sichtbar gemacht wer-
den kann und so S-Phase-Zellen von der restlichen Zellpopulation differenziert werden können (Abbil-
dung 29). Nach der einstündigen Behandlung mit CPT oder MMS zusammen mit EdU wurden die Zel-
len fixiert und einer Immunfluoreszenzfärbung gegen γH2AX sowie einer Fluorszenzfärbung gegen 
EdU unterzogen. Im Fluoreszenz-Mikroskop konnten anschließend S-Phase-Zellen selektiert und spezi-
fisch ausgewertet werden. 
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Abbildung 29: Konzentrationsabhängige 
Induktion von γH2AX-Foci nach einer 
einstündigen CPT-Behandlung 
Exemplarisch ist die S-Phase-spezifische 
Auswertung von γH2AX-Foci mittels 
Immunfluoreszenzfärbung dargestellt. 
Nach einer einstündigen Behandlung mit 
unterschiedlichen CPT-Dosen in Kombi-
nation mit EdU wurden A549-Zellen 
fixiert und mittels Immunfluoreszenzfär-
bung gegen γH2AX sowie einer Färbung 
von EdU markiert, woraufhin mikroskopi-
sche Aufnahmen der gefärbten Zellen 
angefertigt wurden. Eine einstündige 
EdU-Behandlung ohne CPT diente als 
Kontrolle. Als DNA-Farbstoff wurde DAPI 
verwendet. Die CPT-induzierten DNA-
Schäden wurden durch Analyse der ent-
standenen γH2AX-Foci ermittelt. Die 
dargestellten Bilder wurden bei 100-
facher Vergrößerung aufgenommen. 
 
Für die Messung der γH2AX-Foci-Anzahl wurden CPT-Dosen von 10nM, 20nM und 30nM sowie MMS-
Dosen von 0,5mM, 1,5mM und 2,5mM verwendet. Als Kontrollen dienten ausschließlich mit EdU be-




Abbildung 30: γH2AX-Foci-Induktion nach unterschiedlichen Dosen von CPT und MMS  
A549-Zellen wurden 48h nach Aussaat für 1h mit CPT bzw. MMS zusammen mit 10μM EdU behandelt. Anschließend wurde 
das Medium entfernt, frisches Medium ohne Agenzien hinzugefügt und die Zellen 15min später fixiert. Nach einer EdU- und 
γH2AX-Färbung wurden ausschließlich EdU-positive Zellen ausgewertet, welche sich zum Zeitpunkt der Behandlung in der S-
Phase des Zellzyklus befanden. Pro Experiment wurde für jede Kondition die Anzahl an γH2AX-Foci in je 40 Zellen ausgewer-
tet. Die Balken stellen Mittelwerte aus drei unabhängigen Experimenten dar, wobei die Fehlerbalken den Standardfehler 
dieser Mittelwerte anzeigen.  
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 Wie aus Abbildung 30 ersichtlich wird, konnten γH2AX-Foci durch eine Behandlung mit CPT und MMS 
induziert werden. Unbehandelte S-Phase-Zellen wiesen dabei bereits ein Level von durchschnittlich 15 
γH2AX-Foci auf, was auf endogene, replikationsassoziierte DNA-Schäden zurückgeführt wurde. Durch 
eine einstündige Behandlung mit CPT oder MMS konnte ein deutlicher Anstieg der γH2AX-Foci-Anzahl 
mit zunehmender Konzentration der Agenzien in S-Phase-Zellen beobachtet werden, was eine Dosis-
abhängige Erzeugung der γH2AX-markierten DNA-Schäden zu Grunde legte. G1- und G2-Phase-Zellen 
zeigten nach einer CPT- oder MMS-Behandlung keine erhöhten γH2AX-Foci-Werte, sodass eine S-
Phase-spezifische Schädigung der DNA durch die verwendeten Agenzien angenommen wurde (quanti-
tativ nicht erfasst). Desweiteren konnten mit den verwendeten CPT-Dosen im nanomolaren Bereich 
sowie MMS-Dosen im millimolaren Bereich Äquivalenzdosen ermittelt werden, was vergleichende Stu-
dien dieser zwei Agenzien ermöglichte. Die eingesetzten CPT-Dosen im nanomolaren Bereich verdeut-
lichten zudem die enorme Sensitivität der γH2AX-Foci-Methode, da beispielsweise für biochemische 
Annalysen weitaus höhere Dosen an CPT im mikromolaren Bereich Verwendung finden, um DNA-
schädigende Effekte zu erzielen und analysieren zu können. In der vorliegenden Arbeit ermöglichten 
der Einsatz der γH2AX-Foci-Analyse und die Verwendung niedriger Dosen an CPT und MMS sogar die 
Analyse einzelner DSBs, welche durch die Chemikalien erzeugt und anschließend repariert wurden.  
3.1.2 Analyse CPT- und MMS-induzierter DNA-Schäden anhand von Kinetiken 
Um das Auftauchen und Verschwinden von γH2AX-Foci in einem zeitlichen Verlauf analysieren zu 
können, wurden γH2AX-Foci-Kinetiken angefertigt. Analog zum bereits dargestellten Experiment der 
γH2AX-Foci-Induktion wurden hierzu A549-Zelllen für eine Stunde mit CPT oder MMS in Kombination 
mit EdU behandelt. Anschließend wurde die Behandlung durch Gabe von frischem Medium ohne 
Agenzien abgebrochen. Bis zum Zeitpunkt der Fixierung folgte eine Inkubation der Zellen ohne schä-
digende Agenzien für 15min, 2h, 4h und 8h. Für einen Vergleich der γH2AX-Foci-Kinetiken nach einer 
CPT- oder MMS-Behandlung wurden je zwei verschiedene Konzentrationen sowie ein Kontrollansatz 
analysiert (Abbildung 31). Nach einer Pulsbehandlung von A549-Zellen mit CPT oder MMS konnte ein 
unterschiedliches Reparaturverhalten beobachtet werden. Eine einstündige Pulsbehandlung von Zellen 
mit CPT zeigte bereits innerhalb der folgenden, ersten beiden Stunden eine Abnahme des γH2AX-Foci-
Levels (Abbildung 31 A). Diese Abnahme setzte sich sowohl bei der Behandlung mit 10nM als auch mit 
20nM CPT bis zum 4h-Punkt fort und erreichte 8h nach der Pulsbehandlung nahezu ein Hintergrund-
level von unbehandelten Zellen von 15 bis 20 Foci. Die konstante Abnahme des Foci-Levels wurde da-
bei zunächst mit einer effizienten Reparatur der CPT-induzierten DSBs erklärt. Eine Pulsbehandlung 
mit MMS führte hingegen, je nach Dosis, zu einem Anstieg der Foci-Level während der ersten Stunden 
auf über 30 bzw. knapp 60 γH2AX-Foci pro Zelle (Abbildung 31 B). Bei einer MMS-Behandlung mit 
0,5mM MMS wurde das Maximum an γH2AX-Foci 2h und mit 1,5mM MMS 4h nach der Behandlung 
erreicht. In den darauf folgenden Stunden nahm das γH2AX-Foci-Level bis 8h nach der Behandlung ab. 
Sowohl nach einer 0,5mM als auch einer 1,5mM MMS-Behandlung lag der γH2AX-Foci-Wert zum 8h-
Punkt auf einem vergleichbaren Level mit dem Induktionswert bei 15 Minuten. Aufgrund des Anstiegs 
der γH2AX-Foci-Anzahl in den ersten Stunden nach einer MMS-Behandlung, konnte auf eine schädi-
gende Wirkung von MMS auch nach Entzug des Agens geschlossen werden.  
Der starke Unterschied der γH2AX-Foci-Kinetiken nach einer Pulsbehandlung mit CPT oder MMS führ-
te zu der Vermutung, dass CPT ausschließlich während der Behandlung DNA-Schäden induzierte, wo-
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 hingegen MMS auch nach eine Pulsbehandlung noch zu DNA-Schäden führte. Um diese Annahme zu 
überprüfen wurden Zellen einer kontinuierlichen CPT-Behandlung unterzogen, wobei sich ein ähnli-
cher Verlauf der MMS-Kinetiken durch eine Dauerbehandlung von Zellen mit CPT erzielen ließ. Wur-
den die Zellen nach der einstündigen CPT- und EdU-Pulsbehandlung weiterhin mit CPT behandelt, so 
konnte auch hier ein Anstieg der γH2AX-Foci-Werte innerhalb der ersten Stunden beobachtet werden 
(Abbildung 31 C). Nachdem die γH2AX-Foci-Level bei einer CPT-Dauerbehandlung nach 2h auf ein 
Maximum von ~55 bzw. ~85 Foci gestiegen waren, nahm sowohl bei der niedrigen als auch bei der 
höheren CPT-Dauerbehandlung die Anzahl der Foci zwischen 2h und 8h wieder ab.  
 
 
Abbildung 31: Reparaturkinetiken nach einer Pulsbehandlung mit CPT oder MMS sowie einer Dauerbehandlung mit CPT  
A549-Zellen wurden 48h nach Aussaat für 1h mit CPT (A) bzw. MMS (B) zusammen mit EdU behandelt und anschließend 
nach 15min, 2h, 4h und 8h fixiert. Für eine CPT-Dauerbehandlung (C) wurde nach Entfernung des CPT- und EdU-haltigen 
Mediums die CPT-Behandlung in entsprechenden Dosen ohne EdU fortgesetzt. Nach einer EdU- und γH2AX-
Immunofluoreszenz-Färbung wurden ausschließlich EdU-positive Zellen ausgewertet, um somit spezifisch Zellen zu analysie-
ren, welche sich zum Beginn der Behandlung in der S-Phase befanden. Pro Experiment wurde für jede Kondition die Anzahl 
an γH2AX-Foci in je 40 Zellen ausgewertet. Die Punkte der Graphen stellen Mittelwerte aus drei unabhängigen Experimenten 
dar, wobei die Fehlerbalken die Standardfehler dieser Mittelwerte anzeigen. 
 
Das Ergebnis ließ darauf schließen, dass Zellen γH2AX-Foci während der S-Phase akkumulierten, je 
länger sie mit CPT behandelt wurden. Eine CPT-Pulsbehandlung von einer Stunde induzierte dabei 
eine gewisse Anzahl an γH2AX-Foci, welche anschließend repariert wurde. Im Gegensatz hierzu wur-
den bei einer CPT-Dauerbehandlung über einige Stunden hinweg γH2AX-Foci in der S-Phase akkumu-
liert. Durch CPT wurden demzufolge nur DNA-Schäden während der Behandlung von Zellen induziert. 
Die CPT-Dauerbehandlung entsprach dabei einer Pulsbehandlung von MMS, wobei MMS auch noch 
nach Entzug des Agenz eine DNA-schädigende Wirkung besaß, wohingegen CPT ausschließlich für die 
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 3.1.3 Die Zahl an induzierten DNA-Schäden variiert innerhalb der S-Phase 
Innerhalb der Experimente zur Erstellung von γH2AX-Foci-Kinetiken fiel auf, dass die ermittelten 
γH2AX-Foci-Werte zu späten Zeitpunkten wesentlich mehr um den Mittelwert streuten als zu frühen 
Zeiten. Der angewendete EdU-Ansatz ermöglichte dabei eine Differenzierung zwischen S-Phase-Zellen 
und Zellen anderer Zellzyklusphasen. Verschiedene Stadien von Zellen innerhalb der S-Phase konnten 
jedoch mittels des EdU-Signals nicht unterschieden werden. Aufgrund der hohen Streuung der γH2AX-
Foci-Anzahlen zu späten Zeiten der Analyse von replikationsassoziierten DNA-Schäden schien es je-
doch von großer Bedeutung zu sein, ob sich eine Zelle zum Zeitpunkt der CPT- oder MMS-Behandlung 
am Anfang oder am Ende der S-Phase befand. Es konnte davon ausgegangen werden, dass die ver-
wendeten Agenzien, je nach Stadium einer Zelle innerhalb der S-Phase, eine stark variierende Anzahl 
an DNA-Schäden induzierten. 
Der einstündige EdU-Einbau, welcher den Beginn einer CPT-Dauerbehandlung oder die Dauer der 
MMS-Behandlung markierte, konnte zu einem beliebigen Zeitpunkt innerhalb der S-Phase stattgefun-
den haben. Zellen, die nur einige Minuten EdU einbauen konnten, wiesen ein deutlich reduziertes 
EdU-Signal auf, da sie entweder gerade in die S-Phase oder aus der S-Phase heraus progressierten 
(Abbildung 32 A, violette Balken). Dieses EdU-Signal zeigte anstelle eines flächigen (pan-nuklearen) 
Musters ein Foci-ähnliches EdU-Muster und wurde zum Ausschluss der Zellen genutzt. Bei Zellen mit 
flächigem EdU-Muster und mittlerem DAPI-Gehalt wurde davon ausgegangen, dass diese eine komp-
lette Stunde EdU während der S-Phase eingebaut hatten (Abbildung 32 A, grüne Balken). Trotz dieser 
Auswahl wiesen EdU-positive Zellen eine hohe Heterogenität des Zellzyklusstadiums innerhalb der S-
Phase auf, welche sich vor allem zu späten Zeitpunkten in den γH2AX-Foci-Level der Reparatur-
Kinetiken äußerte. Innerhalb eines Experiments streuten dabei die γH2AX-Foci-Werte nach 8-stündiger 
CPT-Dauerbehandlung bzw. 8 Stunden nach einer MMS-Behandlung wesentlich mehr um den Mittel-
wert als bei den Induktionswerten (Abbildung 32 B). Diese Heterogenität der γH2AX-Foci-Werte wurde 
auf die unterschiedliche Aufenthaltsdauer von Zellen in der S-Phase nach der Behandlung mit MMS 
und während der Behandlung mit CPT zurückgeführt. Dabei wurde davon ausgegangen, dass Zellen in 
einer frühen S-Phase mehr CPT- oder MMS-induzierte DNA-Schäden ausbildeten als Zellen, welche 
sich bei Behandlungsbeginn bereits in einem späten Stadium der S-Phase befanden. 
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 Abbildung 32: Varianz der γH2AX-Foci-Anzahl einer CPT- oder MMS-behandelten Zellpopulation 
A) Schematische Darstellung der EdU-Inkorporation von Zellen in unterschiedlichen Stadien der S-Phase. Zellen, welche  sich 
während der einstündigen EdU-Markierung in einem sehr frühen oder späten Stadium der S-Phase befinden (Zellen 1 und 5), 
inkorporieren nur einige Minuten EdU, was zu einem Foci-ähnlichen EdU-Muster und zum Ausschluss der Zellen aus der 
Analyse führt (violette Balken). Eine vollständige Inkorporation von EdU während der Behandlung (grüne Balken) führt zu 
einem flächigen EdU-Signal, kann jedoch nicht für eine genauere Differenzierung der Zellprogression in der S-Phase genutzt 
werden. Die Zellen 2 bis 4 inkorporieren jeweils für eine Stunde EdU, befinden sich jedoch in unterschiedlichen Stadien der 
S-Phase. Die Behandlung mit S-Phase-schädigenden Agenzien führt demnach je nach Status der Zellen innerhalb der S-Phase 
zu einer größeren Varianz an γH2AX-Foci zu späten Analysezeitpunkten. 
 B) Verteilung der γH2AX-Foci-Werte einzelner Zellen zu frühen und späten Zeiten innerhalb eines Experiments. Zu frühen 
Zeitpunkten (15min) nach der kombinierten EdU/CPT- bzw. EdU/MMS-Behandlung streuen die γH2AX-Foci-Werte der 40 
einzelnen Zellen wesentlich geringer um den jeweiligen Mittelwert als zu späten Zeiten (8h). Für die Darstellung dienten die 
ermittelten γH2AX-Foci-Werte eines Experiments, in welchem A549-Zellen mit 10nM CPT dauerbehandelt oder 1,5mM MMS 
pulsbehandelt wurden. 
 
Eine genauere Analyse zur Abhängigkeit der Anzahl an induzierten γH2AX-Foci durch S-Phase schädi-
gende Agenzien von der Progression der Zellen innerhalb der S-Phase sollte eine Kombination aus Life 
cell-Mikroskopie und γH2AX-Foci-Analyse bieten. 
3.1.4 Abhängigkeit der γH2AX-Foci-Anzahl von zellulären Aufenthaltsdauer in der S-Phase 
Um einen Zusammenhang zwischen der Anzahl an induzierten γH2AX-Foci und der Aufenthaltsdauer 
von Zellen in der S-Phase herstellen zu können, wurde die γH2AX-Foci-Analyse mit der Methode der 
Life cell-Mikroskopie verknüpft. Hierzu wurden Zellen in Ibidis inkubiert, welche eine mikroskopische 
Analyse von lebenden Zellen über einen Zeitraum von mehreren Stunden ermöglichen. Für die an-
schließende Immunfluoreszenzfärbung wurden Zellen fixiert und gegen γH2AX gefärbt, um sie in ei-
nem weiteren Schritt analysieren zu können. Für die Versuche diente eine stabil-transfizierte U2OS-
LIG1dsRed-Zelllinie, bei welcher Ligase 1 mit einem rot-fluoreszierendem Fluorochrom gekoppelt 
wurde. Das Gen LIG1 codiert für das Protein Ligase 1, welches während der Replikation zur Verknüp-
fung von Okazaki-Fragmenten dient, nachdem die Primer vom Folgestrang entfernt wurden 
(Tomkinson and Mackey 1998). Außerdem wird der Ligase 1 eine Rolle in der BER zugeschrieben 
(Sattler et al. 2003). In der S-Phase erzeugt Ligase 1 ein spezifisches Signal-Muster und kann somit zur 
Diskriminierung von S-Phase-Zellen herangezogen werden (Abbildung 33).  
A) B) 
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Aufgrund der ähnlichen γH2AX-Kinetiken nach einer MMS-Pulsbehandlung und einer CPT-
Dauerbehandlung konnte davon ausgegangen werden, dass die Ausbildung von MMS-induzierten 
DSBs auch nach Entzug des Agens stattfand und deshalb einer CPT-Dauerbehandlung ähnelte. Um die 
Abhängigkeit der Anzahl dieser replikationsassoziierten DNA-Schäden von der Behandlungszeit mit S-
Phase-schädigenden Agenzien genauer zu untersuchen, wurden LIG1-Zellen einer 10nM CPT-
Dauerbehandlung unterzogen und mittels kombinierter Life cell/γH2AX-Immunfluoreszenz-Färbung 
analysiert. Für den Kombinationsansatz von Life cell-Mikroskopie und Immunfluoreszenz-Färbung 
wurden zunächst lebende, positiv-transfizierte LIG1-Zellen ausgewählt, welche entweder aufgrund 
ihrer Größe der G1-Phase zugeschrieben werden konnten und kein S-Phase-typisches LIG1-Signal be-
saßen sowie Zellen, welche bereits in der S-Phase waren und demzufolge ein Foci-ähnliches LIG1-
Muster aufwiesen. Es folgte eine 10nM CPT-Dauerbehandlung und eine 6-stündige Verfolgung der 
Zellen mittels einer Positionsliste. Unbehandelte Zellen dienten als Kontrollen. Für die Verfolgung der 
Zellen wurden automatisch Aufnahmen der lebenden Zellen in einem Intervall von 30 Minuten erstellt. 
Anschließend wurden die Zellen fixiert und einer γH2AX-Immunfluoreszenz-Färbung unterzogen. An-
hand der Positionsliste konnten die Zellen relokalisiert, fotografiert und ausgewertet werden (Abbil-
dung 34).  
 
Abbildung 33: Verfolgung der S-Phase-Progression mittels 
LIG1-Muster 
U2OS-LIG1dsRed-Zellen weisen in der G1- und G2-Phase ein 
flächiges Signal auf, wobei kein spezifisches LIG1-Muster 
erkennbar ist (0h- und 15h-Aufnahmen). Eine Stunde nach 
Beginn der Life cell-Aufnahme weist die beobachtete Zelle ein 
Foci-ähnliches Muster auf, welches durch aktive Replikations-
prozesse hervorgerufen wird, an welchen LIG1 beteiligt ist. 
Das LIG1-Muster bleibt während der S-Phase bestehen und 
nimmt zum Ende der Phase langsam ab, bis nur noch wenige 
LIG1-Foci zu erkennen sind (13h- und 14h-Aufnahmen). Bei 
einem Vergleich des 0h- und 15h-Punktes ist eine deutliche 
Größenänderung des Zellkerns zu beobachten, was auf die 
Verdopplung des Genoms und damit des Zellkern-Volumens 
zurückzuführen ist. Die Aufnahmen sind während eines Expe-
riments mit einer 10nM CPT-Behandlung entstanden, wobei 
U2OS-LIG1dsRed-Zellen über 20h analysiert wurden und jede 
Stunde eine Aufnahme angefertigt wurde. Die dargestellten 
Bilder wurden bei 63-facher Vergrößerung aufgenommen. 
0h 1h 2h 3h
4h 5h 6h 7h
8h 9h 10h 11h
12h 13h 14h 15h
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Abbildung 34: Kombinierte Life cell-Mikroskopie und Immunfluoreszenzanalyse 
Die Grafik zeigt die Progression zweier U2OS-LIG1dsRed-Zellen in die S-Phase zu unterschiedlichen Zeiten sowie Bilder der 
γH2AX-Färbung nach erfolgreicher, 6-stündiger Verfolgung der Zellen (Die erste Stunde ist nicht dargestellt). 150 Minuten 
nach Beginn der Analyse, was einer Zeit von 210 Minuten vor der Fixierung entspricht, gelangte die obere (später rechte) der 
beiden Zellen in die S-Phase, wohingegen die untere (später linke) erst innerhalb der letzten 30 Minuten vor der Fixierung in 
die S-Phase progressierte. Das LIG1-Muster (rot) änderte sich an diesen Zeitpunkten von einem pan-nuklearen in ein stark 
fluoreszierendes, gepunktetes Signal. Die Immunfluoreszenz-Färbung nach Fixierung der Zellen zeigt einen deutlichen Unter-
schied in der Anzahl an γH2AX-Foci (grün), wobei die Zelle, welche sich mehrere Stunden in der S-Phase aufhielt (rechts), 
ein wesentlich höheres Foci-Level aufweist, als die Zelle, die innerhalb der letzten halben Stunde in die S-Phase progressierte 
(links). Die Aufnahmen der Life cell-Analyse wurden bei 40-facher Vergrößerung, die der fixierten Zellen bei 63-facher Ver-
größerung aufgenommen. 
 
Die ermittelten γH2AX-Foci-Werte der fixierten Proben nach erfolgreicher Life cell-Analyse wurden in 
drei verschiedenen Zellpopulationen eingeteilt. Einerseits wurden Zellen ausgewertet, die innerhalb 
der 6-stündigen Life cell-Analyse in die S-Phase progressierten (Abbildung 35 A). Eine zweite Gruppe 
bildeten Zellen, die bereits bei Beginn des Experiments in der S-Phase waren und während des komp-
letten Beobachtungszeitraums in der S-Phase verblieben (Abbildung 35 B). Außerdem wurden Zellen 
ausgewertet, die zu Beginn der Analyse in der S-Phase waren und innerhalb des Versuchszeitraums 
von 6 Stunden die Replikation anhand des verschwundenen Ligase Musters abgeschlossen hatten (Ab-
bildung 36). Für die Analyse wurden die ermittelten Foci-Werte einstündigen Zeitintervallen zugeord-
net und die jeweiligen Mittelwerte errechnet. Bei Zellen, welche aufgrund ihres Ligase-Musters wäh-
rend des gesamten Life cell-Zeitraums der S-Phase zugeschrieben werden konnten (zweite Gruppe), 
war es nicht möglich eine spezifische Aufenthaltsdauer in der S-Phase zu bestimmen, weshalb diese in 
einer Kategorie >360 Minuten zusammengefasst wurden. G1-Phasse-Zellen, die während des Beobach-
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 tungszeitraums kein S-Phase-spezifisches LIG1-Muster aufwiesen und demzufolge nicht in die S-Phase 
progressierten, wurden aus der Analyse ausgeschlossen. 
 
 Abbildung 35: Induktion von γH2AX-Foci in Abhängigkeit von der zellulären Aufenthaltsdauer in der S-Phase 
U2OS-LIG1dsRed-Zellen wurden für 48h in Ibidis inkubiert. Pro Experiment erfolgte eine softwaregestützte Auswahl von 100 
bis 150 G1- und S-Phase-Zellen sowie die Erstellung einer Positionsliste. Mit Beginn der Life cell-Mikroskopie wurde die Hälf-
te der Zellen in einem Kanal des Ibidis mit 10nM CPT behandelt (blaue Balken), wohingegen die andere, unbehandelte Hälfte 
in einem weiteren Kanal als Kontrolle diente (schwarze Balken). Über 6 Stunden erfolgte in 13 Zyklen die Verfolgung der 
Zellen, wobei alle 30 Minuten sowohl eine Durchlicht-Aufnahme als auch Stapelaufnahmen mit roter Fluoreszenz automa-
tisch angefertigt wurden. Nach der Life cell-Mikroskopie wurden die Zellen fixiert und mittels einer γH2AX-Antikörper-
Behandlung per Immunofluoreszenz gefärbt. Die dargestellten Balken stellen Mittelwerte der ermittelten γH2AX-Werte dar, 
wobei je zwei 30-minütige Zyklen zu einstündigen Zeitintervallen zusammengefasst wurden (A). Zellen, welche bereits bei 
Beginn der Analyse aufgrund des charakteristischen Ligase 1-Musters der S-Phase zugeschrieben wurden und innerhalb der 6-
stündigen Beobachtung die Replikation nicht vollendeten, wurden der Kategorie >360min zugeteilt (B). Die dargestellten 
Werte sind Mittelwerte aus 12 unabhängigen Experimenten, wobei die Zahlen an der Basis der Balken die Anzahl an ausge-
werteten Zellen je Kategorie angeben und die Fehlerbalken den Standardfehler der Werte anzeigen. Um den zeitlichen Ver-
lauf der γH2AX-Werte zu veranschaulichen wurden Regressionsgeraden eingefügt (gestrichelte Linien).  
 
Mit dem Eintritt in die S-Phase begannen die Zellen ihre DNA zu replizieren, wobei CPT durch Inhibi-
tion der notwendigen Topoisomerase 1 zu DNA-Schäden führte, was wiederum zur Ausbildung von 
γH2AX-Foci beitrug. Zellen, welche nicht unter dem Einfluss von CPT standen, wiesen zu Beginn der S-
Phase im Schnitt 6 γH2AX-Foci auf, was auf endogene DNA-Schäden in der S-Phase zurückgeführt 
wurde. Diese endogenen Schäden stiegen mit der Progression durch die S-Phase auf ~20 γH2AX-Foci 
an. Die Zunahme wurde auf replikationsbedingte, endogene DNA-Schäden zurückgeführt, da die Rep-
likation des gesamten Genoms in der S-Phase die größte Quelle endogener DSBs in Zellen darstellt 
(Oza et al. 2009). Die CPT-induzierten γH2AX-Foci-Werte zeigten eine wesentlich größere Zunahme 
während des Beobachtungszeitraums von 6 Stunden. Dabei konnte ein nahezu linearer Anstieg an Foci 
mit fortschreitender Aufenthaltsdauer der Zellen in der S-Phase beobachtet werden, was in Abbildung 
35 A durch eine eingefügte Gerade verdeutlicht wird. Zellen, die unter dem Einfluss von CPT innerhalb 
der letzten Stunde der Analyse in die S-Phase progressierten, wiesen einen Wert von ~11 γH2AX-Foci, 
was einer CPT-abhängigen Induktion von 5 γH2AX-Foci entsprach. Je früher Zellen in die S-Phase 
progressierten, desto länger wurde folglich die Aufenthaltsdauer in der S-Phase unter dem Einfluss von 
CPT, und desto mehr γH2AX-Foci konnten analysiert werden. Die CPT-induzierten γH2AX-Foci stiegen 
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 in Zellen, welche sich 5 bis 6 Stunden in der S-Phase befanden auf eine Zahl von durchschnittlich 35 
an. War das S-Phase-typische LIG1-Muster bereits bei der ersten Aufnahme zu erkennen und blieb 
während des 6-stündigen Beobachtungszeitraum erhalten, so wurden die Zellen in einer Kategorie 
>360 Minuten zusammengefasst (Abbildung 35 B) und wiesen durchschnittlich 40 CPT-induzierte 
γH2AX-Foci auf. Demzufolge konnte eine deutliche Abhängigkeit der Anzahl an CPT-induzierten 
γH2AX-Foci von der Aufenthaltsdauer der Zellen in der S-Phase unter Einfluss des Agens CPT beobach-
tet werden, wobei eine proportionale Zunahme an γH2AX-Foci pro Zeitintervall festgestellt werden 
konnte. 
3.1.5 Der Großteil CPT-induzierter γH2AX-Foci verschwindet erst nach weitgehend vollende-
ter Replikation 
Wie das Auftauchen von γH2AX-Foci in Abhängigkeit von der Aufenthaltsdauer der Zellen in der S-
Phase ermittelt werden konnte, so war es auch möglich das Verschwinden der Foci mittels Life cell-
Analyse zu beobachten. Hierzu wurden in den Ansätzen, die unter 3.1.4 dargestellt sind, Zellen unter-
sucht, welche sich bei Beginn der Life cell-Analyse bereits in der S-Phase befanden und innerhalb des 
6-stündigen Beobachtungszeitraums das spezifische Ligase1-Muster verloren. Demzufolge wurde die 
γH2AX-Foci-Anzahl in Zellen bestimmt, welche die Replikation weitgehend abgeschlossen hatten oder 
kein detektierbares LIG1-Muster mehr an aktiven Replikationsgabeln zeigten. Die γH2AX-Foci-Werte 
dieser Zellen wurden ebenfalls in einstündige Zeitintervalle gruppiert und spezifisch ausgewertet (Ab-
bildung 36). In unbehandelten Zellen konnte direkt nach Verschwinden des S-Phase-spezifischen LIG1-
Signals ein durchschnittliches Level von ~24 γH2AX-Foci pro Zelle ermittelt werden (Abbildung 36, 
schwarzer Balken, 0 – 60 min.). Mit zunehmender Zeit nach Verlust des LIG1-Signals reduzierte sich 
dieses γH2AX-Level auf weniger als 10 Foci pro Zelle. CPT-behandelte Zellen, welche innerhalb der 
ersten Stunde nach Verlust des typischen LIG1-Musters analysiert wurden (Abbildung 36, blauer Bal-
ken, 0 – 60 min.), wiesen eine Anzahl von ca. 50 γH2AX-Foci auf, was einer CPT induzierten Anzahl 
von 26 Foci entsprach. Zu späteren Zeitintervallen nach Verschwinden des LIG1-Musters, konnte eine 
deutliche Reduktion der γH2AX-Foci-Werte beobachtet werden. CPT-behandelte Zellen, die 4 bis 5 
Stunden vor der Fixierung das LIG1-Muster verloren, wiesen lediglich Werte auf Hintergrundniveau 
von 5 bis 10 γH2AX-Foci auf (Abbildung 36, blauer Balken, 240 – 300 min.).  
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Abbildung 36: Verschwinden von γH2AX-Foci nach weitgehender Beendigung der Replikation 
U2OS-LIG1dsRed-Zellen wurden für 48h in Ibidis inkubiert. Pro Experiment erfolgte eine softwaregestützte Auswahl von ~50 
S-Phase-Zellen sowie die Erstellung einer Positionsliste. Mit Beginn der Life cell-Mikroskopie wurde die Hälfte der Zellen in 
einem Kanal des Ibidis mit 10nM CPT behandelt (blaue Balken), wohingegen die andere, unbehandelte Hälfte in einem ande-
ren Kanal als Kontrolle diente (schwarze Balken). Über 6 Stunden erfolgte in 13 Zyklen eine Verfolgung der Zellen, indem 
alle 30 Minuten sowohl eine Durchlicht-Aufnahme als auch Stapelaufnahmen mit roter Fluoreszenz automatisch angefertigt 
wurden. Nach abgeschlossener Life cell-Mikroskopie wurden die Zellen fixiert und mittels einer γH2AX-Antikörper-
Behandlung per Immunofluoreszenz gefärbt. Die dargestellten Balken stellen Mittelwerte der ermittelten γH2AX-Werte dar, 
wobei je zwei 30-minütige Zyklen zusammengefasst wurden. Es wurden ausschließlich Zellen analysiert, welche innerhalb 
des Beobachtungszeitraums das S-Phase-spezifische LIG1-Muster verloren (ähnlich Abbildung 33 zu späten Zeiten). Die Zeit-
intervalle geben die Dauer nach dem Verlust des LIG1-Musters an. Die dargestellten Werte sind Mittelwerte aus 12 unabhän-
gigen Experimenten, wobei die Zahlen an der Basis der Balken die Anzahl an ausgewerteten Zellen je Kategorie angeben und 
die Fehlerbalken den Standardfehler der Werte anzeigen.  
 
Mit den ermittelten Daten aus den Life cell-Analysen konnte eine deutliche Abhängigkeit zwischen der 
Anzahl an induzierten γH2AX-Foci und der Aufenthaltsdauer von Zellen in der S-Phase gezeigt wer-
den. Sowohl die unter 3.1.2 dargestellten γH2AX-Foci-Kinetiken nach einer CPT- oder MMS-
Behandlung als auch die Kombinationsexperimente aus Life cell-Mikroskopie und Immunfluoreszenz-
Färbung ließen außerdem auf eine Reparatur der induzierten DNA-Schäden in der S-Phase und vor 
allem nach weitgehender Vollendung der Replikation schließen. Dabei konnte aufgrund des ver-
schwundenen LIG1-Musters gezeigt werden, dass ein bedeutender Teil replikationsassoziierter DNA-
Schäden erst repariert wurde, als die Replikation weitgehend abgeschlossen war. Um nun das Ver-
schwinden von γH2AX-Foci mit der Reparatur der CPT- und MMS-induzierten DNA-Schäden genauer 
zu charakterisieren, wurden wichtige Reparaturfaktoren der beiden Hauptreparaturwege NHEJ und 
HR supprimiert. 
3.2  Wie werden CPT- und MMS-induzierte DSBs repariert? 
Für die Reparatur von DSBs stehen einer Zelle zwei Hauptreparaturwege zur Verfügung, welche das 
NHEJ und die HR repräsentieren. Um herauszufinden welchen Beitrag diese beiden Wege an der Repa-
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 ratur CPT- und MMS-induzierter DNA-Schäden leisten, wurden essentielle Faktoren des jeweiligen 
Wegs mittels RNA-Interferenz depletiert.  
3.2.1 Die Reparatur CPT- und MMS-induzierter DSBs ist unabhängig von KU80 und DNA-
PKcs jedoch abhängig von RAD51 
Da die Reparaturfaktoren des NHEJ einer hohen Expression unterliegen, wurden zur Inhibition dieses 
Reparaturwegs zwei Proteine supprimiert, wohingegen die HR durch Suppression eines Schlüsselfak-
tors inhibiert werden sollte. Um das NHEJ zu unterbinden, wurden die Faktoren KU80 und DNA-PKcs 
mittels SiRNA supprimiert (Abbildung 37 A und B). Die HR wurde mittels RAD51-SiRNA inhibiert 
(Abbildung 37 C und D). Für die Analyse wurden EdU-positive S-Phase-Zellen über einen Zeitraum 
von mehreren Stunden zu unterschiedlichen Zeitpunkten fixiert und ausgewertet. Da sich aufgrund der 
Zellteilung die DNA-Menge halbierte, wurde die Bestimmung des γH2AX-Foci-Levels nur in Zellen 
durchgeführt, welche innerhalb des Analysezeitraums noch nicht in die G1-Phase progressiert waren. 
Durch eine CPT-Dauerbehandlung und MMS-Pulsbehandlung ließen sich EdU-markierte Zellen über 
einen Zeitraum von bis zu 20 Stunden verfolgen bis diese in die Mitose progressierten, wohingegen 
unbehandelte, EdU-markierte Zellen nur bis zu 8 Stunden analysiert werden konnten. Diese Unter-
schiede des Zellzyklusverhaltens ließen bereits auf einen Einfluss von CPT und MMS auf die Zellzyk-
lus-Progression von Zellen vermuten, was in Kapitel 3.2.4 genauer beschrieben wird.  
Eine Suppression von NHEJ-Faktoren besaß keinen Einfluss auf die Reparatur CPT- und MMS induzier-
ter DNA-Schäden (Abbildung 37 A und B). Sowohl während der CPT-Dauerbehandlung als auch nach 
der MMS-Behandlung konnte der bereits unter 3.1.2 und 3.1.4 beschriebene Anstieg an γH2AX-Foci 
innerhalb der ersten Stunden beobachtet werden, welcher auf die Ausbildung von CPT- und MMS-
induzierten, replikationsassoziierten DNA-Schäden zurückzuführen war, solange Zellen DNA replizie-
ren. Die anschließende Reduktion der γH2AX-Foci-Werte in Kontroll-SiRNA- sowie KU80-/DNA-PKcs-
SiRNA-Ansätzen setzte sich bis zu 20 Stunden nach der EdU-Markierung fort. Die Kinetiken zeigten 
selbst 20 Stunden nach einer MMS-Behandlung bzw. CPT-Dauerbehandlung durchschnittliche Werte 
von über 30 γH2AX-Foci, unabhängig davon ob Zellen unter dem Einfluss von Kontroll- oder KU80-
/DNA-PKcs-SiRNA standen. Die unter 3.1.3 beschriebene Varianz der γH2AX-Foci-Werte zu späten 
Zeitpunkten konnte zum 20h-Zeitpunkt ebenfalls beobachtet werden. 20-Stunden nach Beginn der 
CPT- oder MMS-Behandlung streuten die ermittelten Foci-Werte sogar weitaus mehr um den Mittel-
wert als 8h nach der CPT- oder MMS-Behandlung. Einige Zellen hatten zu diesem Zeitpunkt alle indu-
zierten Schäden repariert, wohingegen andere Zellen über 60 γH2AX-Foci aufwiesen und subjektiv 
noch der S-Phase zugeschrieben werden konnten. Eine Auswirkung der KU80- und DNA-PKcs-
Suppression auf das Verschwinden von γH2AX-Foci konnte zu keinem Zeitpunkt beobachtet werden 
(Abbildung 37 A und B). Die Reparatur sowohl CPT-dauerbehandelter als auch MMS-behandelter Zel-
len erfolgte somit NHEJ-unabhängig. Im Gegensatz hierzu wiesen RAD51-depletierte Zellen einen 
deutlichen Reparaturdefekt gegenüber Kontroll-SiRNA-behandelten Zellen auf (Abbildung 37 C und 
D). Die Ausbildung von γH2AX-Foci wurde hierbei nicht gestört, die induzierten γH2AX-Foci persistier-
ten jedoch zum großen Teil über einen Zeitraum von 20h.   





Abbildung 37: Reparaturkinetiken von Zellen nach Suppression von NHEJ- und HR-Faktoren  
A549-Zellen wurden mit den angegebenen SiRNAs transfiziert und anschließend für 48h inkubiert. Es folgte eine 10nM CPT-
Dauerbehandlung (A und C) oder eine einstündige 1,5mM MMS-Pulsbehandlung (B und D), jeweils in Kombination mit einer 
einstündigen EdU-Markierung. Im Anschluss wurden die Zellen zu unterschiedlichen Zeiten fixiert. Nach einer EdU- und 
γH2AX-Färbung wurden ausschließlich EdU-positive Zellen ausgewertet, welche sich zu Beginn der Behandlung in der S-
Phase des Zellzyklus befanden. Pro Experiment wurde für jede Kondition die Anzahl an γH2AX-Foci in je 40 Zellen ausgewer-
tet. Die Punkte der Graphen stellen Mittelwerte aus drei unabhängigen Experimenten dar, wobei die Fehlerbalken die Stan-
dardfehler dieser Mittelwerte anzeigen. 
 
Eine ineffiziente Depletion von RAD51 hätte zu einer Restaktivität der HR-vermittelten Reparatur füh-
ren können, weshalb eine simultane Färbung von RAD51 die Möglichkeit erbrachte ausschließlich 
γH2AX-Foci in RAD51-Foci-negativen Zellen auszuwerten. Im Gegensatz zu KU80 und DNA-PKcs, wel-
che für die Reparatur von DSBs nur in geringen Mengen am Schadensort lokalisiert sein müssen, bildet 
RAD51 Foci aus, welche mit γH2AX-Foci kolokalisieren. Demzufolge konnten durch einen kombinier-
ten γH2AX/RAD51-Immunfluoreszenz-Ansatz ausschließlich Zellen ausgewertet werden, welche keine 
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Abbildung 38: Nachweis der SiRNA-vermittelten Rad51-Suppression per Immunfluoreszenz 
Nach einer Transfektion mit Kontroll- oder Rad51-SiRNA wurden A549-Zellen für 48h inkubiert und anschließend für 1h mit 
10nM CPT und EdU behandelt. Nach einer Fixierung und Färbung der Zellen mittels Immunfluoreszenz konnten γH2AX-Foci 
zellzyklusspezifisch ausgewertet werden. Die obere Bilderreihe zeigt einen Ansatz mit Kontroll-SiRNA, wobei im EdU-Kanal 
drei EdU-positive Zellkerne zu erkennen sind, welche demzufolge Zellen darstellen, die sich zum Zeitpunkt der Behandlung in 
der S-Phase befanden (gelber Kanal). Diese Zellen weisen im stark erhöhte yH2AX-Foci-Werte auf, während umliegende Zel-
len keine Foci während der Behandlung ausgebildeten (grüner Kanal). Ein großer Anteil dieser Foci kolokalisiert mit Rad51-
Foci, welche im roten Kanal zu erkennen sind. Die untere Bilderreihe zeigt einen RAD51-SiRNA-Ansatz, wobei im mittleren 
und unteren Teil der Bildausschnitte ebenfalls drei EdU-positive Zellkerne zu erkennen sind, welche aufgrund der Schädigung 
in der S-Phase γH2AX-Foci aufweisen. Ein Zellkern im unteren, rechten Bereich weist hierbei jedoch keine RAD51-Foci auf, 
was auf eine positive Transfektion mittels RAD51-SiRNA schließen lässt. Die dargestellten Bilder wurden bei 63-facher Ver-
größerung aufgenommen.  
 
Das KU80- und DNA-PKcs-unabhängige sowie RAD51-abhängige Verschwinden CPT- und MMS-
induzierter γH2AX-Foci stellte einen starken Hinweis auf eine HR-vermittelte Reparatur der replikati-
onsassoziierten Schäden dar. Diese HR-Abhängigkeit sollte durch zytogenetische Studien bestätigt 
werden.  
3.2.2 CPT und MMS führen zur Ausbildung von Schwesterchromatidaustauschen 
Einen wichtigen Indikator für die erfolgreiche Reparatur von DSBs durch den Mechanismus der HR 
stellen SCEs dar. Je nachdem wie Strukturen, die sich während des Prozesses der HR bilden, aufgelöst 
werden (siehe 1.3.2.3 und 1.4.2), kommt es zu Crossover-Ereignissen, welche durch den zytogeneti-
schen Nachweis von SCEs sichtbar gemacht werden könne. Um CPT- und MMS-induzierte SCEs sowie 
die HR-Abhängigkeit der induzierten DSBs zu analysieren, wurden humane HeLa-Zellen mit Kontroll- 
oder RAD51-SiRNA transfiziert, für 48h mit BrdU inkubiert und anschließend mit CPT oder MMS be-
handelt. Als Kontrollen dienten unbehandelte Zellen. Die Studien der γH2AX-Foci-Kinetiken konnten 
zeigen, dass 10nM CPT- und 1,5mM MMS-behandelte Zellen zwischen 10 und 20 Stunden benötigen, 
um von der S-Phase in die Mitose zu gelangen, sodass Zellen, welche zum Zeitpunkt der Behandlung 





DAPI EdU Merged RAD51 γH2AX 
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 Mitose angereichert und anschließend fixiert werden konnten. Zu diesem Zeitpunkt sollten Zellen, die 
sich während der Behandlung in der späten S-Phase oder sogar G2-Phase befanden, und somit wenig 
oder nicht geschädigt wurden, bereits in die G1-Phase progressiert sein und so aus der Analyse ausge-
schlossen werden. Zellen, welche erst während der Behandlung in die S-Phase progressierten wurden 
hingegen analysiert, da sie im Fall der CPT-Dauerbehandlung mindestens ebenso geschädigt wurden 
wie Zellen, die zum Beginn der Behandlung bereits in der S-Phase waren. Ähnlich hierzu wurde nach 
einer MMS-Behandlung verfahren. Da MMS zellzyklusunabhängig Methylierungen im Genom indu-
ziert, bildeten behandelte G1-Phase-Zellen, die nach der Pulsbehandlung in die S-Phase progressierten 
MMS-induzierte DNA-Schäden aus. Unbehandelte Zellen wurden nach der 48-stündigen Inkubation 
mit BrdU fixiert und wiesen im Durchschnitt 7 SCEs auf (Abbildung 39). Eine Suppression von RAD51 
hatte nur einen geringen Einfluss auf die Ausbildung dieser spontanen SCEs. Durch eine Behandlung 
mit CPT konnte jedoch eine massive Ausbildung an SCEs beobachtet werden. So induzierte eine Dosis 
von 10nM CPT knapp 65 SCEs pro Zelle. Mit 1,5mM MMS ließen sich durchschnittlich über 50 SCEs 
pro Zelle induzieren. Die Suppression von RAD51 mittels SiRNA senkte die Induktion von SCEs im Fall 
von CPT auf ca. 20 und im Fall von MMS auf ca. 10 Ereignisse pro Zelle, was eine deutliche Reduktion 
an erfolgreichen, HR-abhängigen Reparaturvorgängen implizierte. Eine komplette Reduktion der SCEs 
auf ein Hintergrundlevel von ca. 10 SCEs konnte nach einer Suppression von RAD51 mittels SiRNA 
nicht beobachtet werden.  
 
 
Abbildung 39: SCEs nach CPT- und MMS-Behandlung sowie Depletion von RAD51 mittels SiRNA 
HeLa-Zellen wurden mit angegebenen SiRNAs transfiziert und für 48h mit BrdU inkubiert. Es folgte eine CPT-
Dauerbehandlung bzw. MMS-Puls-Behandlung mit anschließender Fixierung der Zellen. Unbehandelte Zellen dienten als 
Kontrolle. Für eine Anreicherung von mitotischen Zellen wurde dem Medium 14h bis 17h nach der Behandlung 100ng/ml 
Colcemid und 2mM Koffein hinzugefügt, bevor die Zellen fixiert wurden. Pro Kondition wurden SCEs in je 40 Zellen ausge-
wertet. Die dargestellten Werte stellen Mittelwerte aus zwei Experimenten dar, wobei die Fehlerbalken den Standardfehler 
dieser Mittelwerte anzeigen. Die dargestellten Aufnahmen von Chromosomenspreitungen zeigen beispielhaft die massive 
Induktion von Schwesterchromatidaustauschen (durch rote Pfeile markiert) nach einer 10nM CPT-Dauerbehandlung mit 
Kontroll-SiRNA auf der linken Seite sowie die reduzierte Ausbildung dieser HR-Ereignisse unter RAD51-Suppression mittels 
SiRNA auf der rechten Seite. Die dargestellten Bilder wurden bei 63-facher Vergrößerung aufgenommen.  
 
Die Depletionseffizienz von RAD51 mittels SiRNA konnte in den Immunfluoreszenzversuchen (3.2.1) 
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 RAD51-defiziente Zellen ausgewertet wurden. Für die zytogenetischen Studien und Zellzyklusanalysen 
mittels Durchflusszytometrie konnte eine spezifische Analyse von ausschließlich RAD51-depletierten 
Zellen nicht stattfinden, sodass die Transfektionseffizienz der RAD51-SiRNA in der gesamten Zellpopu-
lation ermittelt werden sollte. Hierzu wurde eine proteinbiochemische Westernblotanalyse durchge-
führt. Da in der vorliegenden Arbeit auch murine Zellen mit der gleichen RAD51-SiRNA-Sequenz trans-
fiziert werden sollten, wurde zunächst ein Sequenzvergleich der vorliegenden RAD51-SiRNA (siehe 
2.2.3, Tabelle 2) mit den Sequenzen des RAD51-Gens der unterschiedlichen Spezies durchgeführt. Die 
SiRNA-Sequenz konnte mit 100%iger Übereinstimmung in den RAD51-Genen der jeweiligen Spezies 
wiedergefunden werden (siehe Anhang 1), sodass für humane sowie für murine Zellen die gleiche 
SiRNA verwendet werden konnte. Nach einer SiRNA-Transfektion der menschlichen HeLa- sowie von 
embryonalen Mausfibroblasten (MEF) wurden Zelllysate hergestellt und eine Elektrophorese mit an-




Die Westernblotanalyse ergab eine Reduktion des RAD51-Expressionslevels von ~60 bis ~80%. Eine 
komplette Depletion von RAD51 konnte mit der Methode der RNA-Interferenz mittels SiRNA nicht 
erreicht werden. Die erzielte Reduktion des RAD51-Expressionslevels reichte jedoch aus, um deutliche 
Effekte bei den durchgeführten Analysen zu beobachten.  
Wie unter 1.3.2.3 beschrieben wurde, führt die Reparatur von DSBs mittels HR nur in wenigen Fällen 
zur Ausbildung von SCEs. In Anbetracht der induzierten Anzahl an DSBs, welche durch die γH2AX-
Foci-Werte in Immunfluoreszenzversuchen quantifiziert wurde, bildeten die ermittelten SCE-Werte 
eine vergleichsweise hohe Anzahl an Ereignissen. Obwohl gezeigt werden konnte, dass die HR den 
einzigen Weg zur Reparatur der induzierten DSBs darstellte (siehe 3.2.1), konnten die ermittelten 50 
bis 65 SCEs nicht mit der vergleichbaren Anzahl an induzierten γH2AX-Foci korreliert werden. In die-
sem Fall hätte jeder Focus zu einem SCE führen müssen, was unter Berücksichtigung der Seltenheit 
eines SCEs als unwahrscheinlich erschien. Somit stellte sich die Frage, wie die hohe Anzahl an SCEs 
mit der Ausbildung von γH2AX-Foci zu korrelieren ist oder genauer: Induzieren CPT und MMS DNA-
Schäden, die keine γH2AX-Foci bilden, jedoch zu SCEs führen können? 
Abbildung 40: Nachweis der RAD51-
Suppression mittels Westernblot 
HeLa- sowie MEF-Zellen wurden mit Kontroll- 
oder RAD51-SiRNA transfiziert, für 48h inku-
biert und anschließend lysiert. Nach einer 
Auftrennung der Proteine in einer SDS-Page 
mit anschließendem Westernblot wurden die 
Expressionslevel mittels Antikörper nachgewie-
sen. Als Ladekontrolle diente hierzu das Struk-
turprotein β-Tubulin. Das Balkendiagramm 
zeigt die normierten Intensitätswerte der Pro-
teinbanden. Dabei wurden die Unterschiede 
der RAD51-SiRNA-Banden ins Verhältnis zu 
den Intensitäten der jeweiligen Kontroll-SiRNA-
Banden unter Berücksichtigung des Verhältnis-
ses der Tubulin-Banden gesetzt 
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 3.2.3 Zusammenhang von CPT- oder MMS-induzierten SCEs und DSBs 
Die Entstehungsmechanismen CPT-induzierter DNA-Schäden sind im Vergleich zu MMS-induzierten 
Schäden weitestgehend erforscht. Dies liegt hauptsächlich an der wesentlich größeren Vielfalt der 
MMS-induzierten DNA-Läsionen (siehe 1.6.1). Bei der Ausbildung von DSBs sind die beiden Agenzien 
jedoch zu vergleichen, da beide zunächst zur Ausbildung von SSBs führen, welche im Verlauf der Rep-
likation zur Entstehung von DSBs beitragen. Die Induktion der SSBs wird dabei allerdings über unter-
schiedliche Mechanismen herbeigeführt. Während CPT die Ligation der Topoisomerase 1-iduzierten 
SSBs inhibiert, liegt der Erzeugung von SSBs im Fall von MMS eine Methylierung von DNA-Basen zu 
Grunde. Letzteres führt durch den Einsatz von Glycosylasen, welche der BER dienen, temporär zu aba-
sischen Stellen im Genom, die durch Endonukleasen erkannt werden. Diese spalten das Zuckerphos-
phatrückgrat an der abasischen Stelle und erzeugen damit einen SSB. Um diesen Prozess genauer zu 
untersuchen und die Häufigkeit von CPT- und MMS-induzierten SCEs mit der Anzahl an γH2AX-Foci 
zu korrelieren, wurden Studien mit Glycosylase- (Alkyladenin-DNA-Glycosylase, AAG) defizienten Zel-
len durchgeführt, welche nicht in der Lage sind die durch MMS methylierten Basen zu entfernen. In-
folgedessen werden keine abasischen Stellen in der DNA ausgebildet. Demzufolge weisen Glycosylase-
defiziente Zellen weniger SSBs auf, was in der S-Phase zu weniger replikationsassoziierten DSBs füh-
ren sollte. Unveröffentlichte Studien der Arbeitsgruppe Löbrich konnten bereits zeigen, dass AAG-
defiziente Zellen nach einer MMS-Behandlung wesentlich weniger γH2AX-Foci aufweisen als Kontroll-
zellen (nach mündlicher Mitteilung von Dr. Michael Ensminger). Mit Hilfe von zytogenetischen Analy-
sen sollte in der vorliegenden Arbeit überprüft werden, ob unter AAG-defizienten Bedingungen SCEs 





Sowohl nach einer 0,5mM als auch nach einer 1mM MMS-Behandlung ließen sich SCEs in WT- und 
AAG-Zellen induzieren. Nach einer hohen Dosis von 1mM MMS wurden in AAG-defizienten Zellen 
sogar deutlich mehr SCEs erzeugt als in WT-Zellen. Im Zusammenhang mit den geringen γH2AX-Foci-
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Abbildung 41: SCEs in AAG-defizienten MEFs auf-
grund MMS-induzierter DNA-Schäden 
Wildtyp- (WT) und AAG-defiziente (AAG) MEFs 
wurden mit Kontroll- oder RAD51-SiRNA transfi-
ziert und für 48h mit BrdU-haltigem Medium inku-
biert. Es folgte eine einstündige Behandlung mit 0,5 
oder 1mM MMS. Unbehandelte Zellen dienten als 
Kontrollen. Mitotische Zellen wurden bei einer 
Konzentration von 0,5mM MMS von 6h bis 8h und 
bei einer 1mM MMS-Konzentration von 10h bis 12h 
nach der MMS-Behandlung mittels Colcemid und 
Koffein angereichert und anschließend fixiert. Pro 
Kondition wurden SCEs in je 40 Zellen ausgewertet. 
Die dargestellten Werte stellen Mittelwerte aus 
mindestens 3 unabhängigen Experimenten dar, 
wobei die Fehlerbalken den Standardfehler dieser 
Mittelwerte anzeigen. 
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 DNA-Läsionen zu Crossover-Ereignissen führen können. Die HR-Abhängigkeit dieser Strukturen konnte 
durch die Suppression von RAD51 mittels SiRNA bestätigt werden. Wurde RAD51 in WT- und AAG-
defizienten Zellen durch RNA-Interferenz supprimiert, so konnte eine deutliche Reduktion der SCEs 
beobachtet werden. Demzufolge entstanden durch eine MMS-Behandlung DNA-Schäden, welche keine 
γH2AX-Foci bildeten, jedoch RAD51-abhängig repariert wurden und zu SCEs führten.  
Die vergleichbare Anzahl an CPT-induzierten γH2AX-Foci und SCEs ließ darauf schließen, dass auch 
nach einer CPT-Behandlung replikationsassoziierte DNA-Schäden in der S-Phase induziert wurden, 
welche nicht zu einem γH2AX-Focus, wohl aber zu einem SCE führten. Um nun das Zellzyklusverhal-
ten von CPT- und MMS-behandelten Zellen analysieren und weitere zytogenetische Studien durchfüh-
ren zu können, sowie den Zellzyklusstatus von behandelten Zellen mit den ermittelten γH2AX-Foci-
Kinetiken abgleichen zu können, wurden durchflusszytometrische Studien durchgeführt. Desweiteren 
sollte der Einfluss von Checkpoints auf das Zellzyklusverhalten von CPT- und MMS-behandelten Zellen 
analysiert werden.  
3.2.4 Zellzyklusverhalten von CPT- und MMS-behandelten Zellen und die Bedeutung von 
Checkpoints 
Für eine Analyse des Zellzyklusverhaltens CPT- und MMS-behandelter Zellen wurden umfangreiche 
Durchflusszytometrie-Studien durchgeführt. Hierzu wurde zunächst das Zellzyklusverhalten von CPT- 
und MMS-behandelten Zellen im Vergleich zu unbehandelten Zellen über einen Zeitraum von 20 
Stunden beobachtet. Die Zellzyklusprogression konnte verfolgt werden, indem je 6 Ansätze identisch 
behandelt und anschließend in Abständen von 4h fixiert wurden. Die spezifische Analyse einer behan-
delten S-Phase-Population ermöglichte dabei eine einstündige BrdU-Behandlung (Abbildung 42). 
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Abbildung 42: Durchflusszytometrie von Zellen mit inkorporiertem BrdU 
A549-Zellen wurden für eine Stunde mit dem Thymidinanalogon BrdU behandelt und anschließend in einem Zeitraum von 
20 Stunden zu unterschiedlichen Zeiten fixiert. Nach einer DNA-Färbung mittels Propidiumiodid (PI) und einer Immunfluo-
reszenzfärbung gegen BrdU wurden die Zellen durchflusszytometrisch analysiert. Die dargestellten Graphen zeigen die Zell-
verteilungen von 6 Zeitpunkten, wobei auf der Abszisse die PI-Intensität und der Ordinate die BrdU-Intensität aufgetragen ist. 
Jeder Punkt eines Graphen stellt dabei eine analysierte Zelle dar. Pro Zeitpunkt wurden 20.000 Zellen ausgewertet. Am Bei-
spiel des 0h-Punkts ist eine hufeisenähnliche Form zu erkennen, wobei das linke Ende eine Zellpopulation mit geringer PI- als 
auch BrdU-Intensität zeigt. Diese Punktewolke stellt G1-Phase-Zellen dar, welche aufgrund des einfachen DNA-Gehalts eine 
geringe PI-Intensität aufweisen und aufgrund nicht vorhandener Replikation kein BrdU inkorporiert haben. Dem gegenüber 
liegt am anderen Ende der Verteilung eine BrdU-negative G2-Phase-Population mit doppeltem DNA-Gehalt und folglich stär-
kerer PI-Intensität. Dazwischen befindet sich die heterogene S-Phase-Population, welche aufgrund des inkorporierten BrdUs 
eine erhöhte BrdU-Immunfluoreszenz aufweist und aufgrund des intermediären DNA-Gehalts eine PI-Intensität aufweist, 
welche zwischen der von G1- und G2-Phase-Zellen liegt (Kasten). Verfolgt man diese BrdU-positive Zellpopulation über einen 
Zeitraum von 20h, so erkennt man in der grafischen Auftragung aufgrund des zunehmenden DNA-/PI-Gehalts während der S-
Phase eine Verschiebung nach rechts. Bereits 4h nach der BrdU-Behandlung haben sich die ersten BrdU-positiven, ehemaligen 
S-Phase-Zellen geteilt und tauchen am linken Rand als BrdU-positive G1-Population auf. 12h nach der BrdU-Pulsbehandlung 
befindet sich der Großteil der BrdU-positiven Zellen in der G1-Phase, wohingegen der andere Teil noch mit einem doppelten 
DNA-Gehalt in einer späten S- oder G2-Phase lokalisiert ist. 16h nach der Behandlung erkennt man bereits ein erneutes Prog-
ressieren BrdU-positiver Zellen in die nächste S-Phase. Betrachtet man die BrdU-negativen Zellen, so erkennt man innerhalb 
der ersten 8h ein Verschwinden der G2-Population und eine Progression von G1-Phase-Zellen in die S-Phase. Diese Zellen 
inkorporieren kein BrdU, da die BrdU-Behandlung nur anfänglich für eine Stunde erfolgte. Anhand der BrdU-negativen Zellen 
ist bei einem Vergleich des 0h- und 12h-Punktes zu erkennen, dass Zellen ca. 12h von der G1-Phase in die G2-Phase benöti-
gen, womit deutlich wird, dass unbehandelte A549-Zellen ca. 12h für die Duplizierung ihrer DNA in der S-Phase benötigen. 
  
Für die Analyse der Zellzyklusprogression CPT- und MMS-behandelter Zellen wurden BrdU-positive 
Zellen differenziert ausgewertet und die Anteile der Zellen an den drei Zellzyklusphasen S, G2 und G1 
prozentual in einem Diagramm aufgetragen. Hierzu diente die BrdU-negative Population von G1- und 
G2-Phase-Zellen zur Definition der Grenzen zwischen den unterschiedlichen Zellzyklusphasen BrdU-
positiver Zellen. Nach der Einteilung der BrdU-positiven Population in die verschiedenen Zellzyklus-
phasen konnte das Zellzyklusverhalten von unbehandelten und geschädigten Zellen unter Aufhebung 
von Checkpoints durch Koffein analysiert werden (Abbildung 43). Im direkten Anschluß einer einstün-
digen BrdU-Behandlung befanden sich unabhängig von weiteren Behandlungen noch ca. 85% aller 
BrdU-positiven Zellen in der S-Phase (0h). Ca. 15% der BrdU-positiven Zellen progressierten innerhalb 
der einstündigen BrdU-Behandlung in die G2-Phase oder besaßen zum Zeitpunkt der Fixierung ein 
nahezu vollständig dupliziertes Genom. Eine Differenzierung von sehr späten S-Phase-Zellen und G2-
Phase-Zellen war anhand des PI-Signals nicht möglich.  
Der Graph unbehandelter, BrdU-positiver Zellen wurde sowohl für den Vergleich einer CPT- als auch 
einer MMS-Behandlung auf beiden Seiten der Abbildungen 43 und 44 aufgeführt (in schwarz und grau 
dargestellt). Zum 12h-Zeitpunkt hatten sich nahezu alle BrdU-positiven, unbehandelten Zellen geteilt 
und befanden sich in der G1-Phase. Zum 16h- und 20h-Zeitpunkt progressierten unbehandelte Zellen 
bereits in die nächste S-Phase. Der Vergleich dieser Zellzyklusprogression mit der nach einer 10nM 
0h 4h 8h 12h 16h 20h
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 CPT-Behandlung (in dunkel-blau dargestellt) konnte eine deutliche Verlangsamung der Progression 
von CPT-behandelten Zellen in der S-Phase beobachtet werden. 
 
Abbildung 43: Zellzyklusprogression von CPT- und MMS-behandelten Zellen in Abhängigkeit von Zellzykluscheckpoints  
A549-Zellen wurden mit Kontroll-SiRNA transfiziert und nach 48h mit 10nM CPT dauerbehandelt oder für 1h mit 1,5mM 
MMS pulsbehandelt. Gleichzeitig erfolgte mit Beginn der Behandlung eine einstündige Gabe von BrdU und gegebenenfalls 
eine Behandlung der Zellen mit 2mM Koffein, um die Aktivierung von Checkpoints zu inhibieren. In einem Zeitraum von 20 
Stunden wurden die Zellen zu unterschiedlichen Zeiten fixiert. Nach einer DNA-Färbung mittels PI und einer Immunfluores-
zenzfärbung gegen BrdU wurden die Zellen durchflusszytometrisch analysiert. Die dargestellten Graphen zeigen die Zellver-
teilungen ausschließlich BrdU-positiver Zellen bestehend aus 6 Zeitpunkten, wobei die Verteilung der Zellpopulation eines 
Zeitpunkts in drei Zellzyklusphasen prozentual eingeteilt wurde (S-Phase, G2-Phase, G1-Phase). Die dargestellten Werte 
stellen Mittelwerte aus 3 unabhängigen Experimenten dar, wobei die Fehlerbalken den Standardfehler dieser Mittelwerte 
anzeigen. 
 
Der Graph CPT-behandelter Zellen veranschaulicht einen abnehmenden Anteil an S-Phase Zellen, wel-
cher jedoch während der ersten 8h weniger stark abnimmt, als der von unbehandelten Zellen. Demzu-
folge waren CPT-behandelte Zellen in Ihrer Progression durch die S-Phase gehemmt. Desweiteren war 
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 auf ein Maximum von 60% zum Zeitpunkt 12h anstieg. Dies resultierte im Vergleich zu unbehandelten 
Zellen in deutlich weniger Zellen, welche bei einer 10nM CPT-Dauerbehandlung in die G1-Phase prog-
ressierten. Demzufolge führte CPT zu einer Verzögerung von Zellen in der S-Phase, einer Akkumulati-
on von Spät S-/G2-Phase Zellen zu einem späteren Zeitpunkt (>12h) sowie zu einer verspäteten Prog-
ression in die G1-Phase. Ein ähnliches Zellzyklusverhalten wurde nach einer 1,5mM MMS-Behandlung 
beobachtet (in dunkel-rot dargestellt), wobei die Verzögerung innerhalb der S-Phase sowie der verspä-
tete G1-Phase-Eintritt stärker ausgeprägt war als nach einer CPT-Behandlung. Zellen, welche lediglich 
mit Koffein behandelt wurden (in grau dargestellt) wiesen ebenfalls eine leichte Verzögerung der S-
Phase-Progression und einen um ca. 2h Stunden-verspäteten G1-Phase-Eintritt auf.  
Einen großen Unterschied zeigte das Zellzyklusverhalten von CPT- und MMS-behandelten Zellen nach 
Aufhebung von Checkpoints durch Koffein. CPT-behandelte Zellen, die zusätzlich unter dem Einfluss 
von Koffein standen (in hell-blau dargestellt), progressierten genauso schnell durch den Zellzyklus wie 
Zellen, die lediglich mit Koffein behandelt wurden. Dies stellte einen deutlichen Hinweis auf eine 
Checkpoint-abhängige Verzögerung der Zellzyklusprogression CPT-behandelter Zellen dar. Im Gegen-
satz hierzu war bei einer MMS-Behandlung keine Beschleunigung der Zellzyklusprogression durch 
Koffein induzierbar (in hell-rot dargestellt). Die Progression MMS- und Koffein-behandelter Zellen ließ 
sogar einen additiven, negativen Effekt von Koffein erkennen, da noch weniger Zellen bis zum Zeit-
punkt von 12h in die G1-Phase progressierten. Demzufolge existierte nach einer MMS-Behandlung ein 
Checkpoint-unabhängiger Weg, welcher die Progression geschädigter Zellen stark verzögerte. 
Für die Analyse des Zellzyklusverhaltens RAD51-defizienter Zellen wurden analog zu den bisher dar-
gestellten, durchflusszytometrischen Studien Versuche mit RAD51-supprimierten Zellen durchgeführt 
(Abbildung 44). Ein Einfluss der RAD51-Defizienz auf die Zellzyklusprogression von unbehandelten, 
CPT- oder MMS-behandelten Zellen (gestrichelte Graphen) im Vergleich zu Kontroll-SiRNA-Zellen 
(durchgezogene Graphen) konnte hierbei innerhalb der S-Phase nicht festgestellt werden. Unterschie-
de in der Zellzyklusprogression zwischen Kontroll- und RAD51-SiRNA-transfizierten Zellen zeigten sich 
erst in der Progression in die G2- und G1-Phase. Unbehandelte Zellen zeigten unter RAD51-Defizienz 
(gestrichelter, schwarzer Graph) im Vergleich zu unbehandelten Kontroll-SiRNA-Zellen (schwarzer 
Graph) eine leichte Akkumulation in der G2-Phase, was sich in einer verzögerten Progression in die 
G1-Phase auswirkte. Dies könnte auf einen Defekt in der Reparatur endogener DNA-Schäden in der S-
Phase zurückzuführen sein, welcher in einer verminderten Progression resultiert. Eine Auswirkung der 
RAD51-SiRNA auf lediglich Koffein-behandelte Zellen (gestrichelter, grauer Graph) konnte im Ver-
gleich zu den Kontroll-SiRNA-transfizierten Zellen (grauer Graph) nicht beobachtet werden. Einen 
deutlichen Effekt zeigte die RAD51-Defizienz nach einer 10nM CPT-Behandlung ohne Koffein (gestri-
chelter, dunkelblauer Graph) im Vergleich zu RAD51-profizienten, CPT-behandelten Zellen (dunkel-
blauer Graph). Da die CPT-induzierten DNA-Schäden ohne RAD51 nicht repariert werden konnten, 
akkumulierten geschädigte Zellen mit doppeltem DNA-Gehalt in der G2-Phase, was in einem vermin-
derten Anteil an G1-Phase-Zellen resultierte. CPT- und zusätzlich Koffein-behandelte, RAD51-
defiziente Zellen (gestrichelter, hellblauer Graph) zeigten trotz des massiven Reparaturdefekts eine 
nahezu ungehinderte, Kontroll-SiRNA-ähnliche Zellzyklusprogression. Demzufolge lag in CPT-
behandelten Zellen kein zusätzlicher, Checkpoint-unabhängiger Mechanismus vor, welcher die Zellzyk-
lusprogression verlangsamte. 
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Abbildung 44: Zellzyklusprogression von CPT- und MMS-behandelten, RAD51-defizienten Zellen in Abhängigkeit von Zellzyk-
luscheckpoints  
A549-Zellen wurden mit Kontroll-SiRNA oder RAD51-SiRNA transfiziert und nach 48h mit 10nM CPT dauerbehandelt oder 
für 1h mit 1,5mM MMS pulsbehandelt. Gleichzeitig erfolgten mit Beginn der Behandlung eine einstündige Gabe von BrdU 
und gegebenenfalls eine Behandlung der Zellen mit 2mM Koffein, um die Aktivierung von Checkpoints zu inhibieren. In ei-
nem Zeitraum von 20 Stunden wurden die Zellen der verschiedenen Konditionen zu unterschiedlichen Zeiten fixiert. Nach 
einer DNA-Färbung mittels PI und einer Immunfluoreszenzfärbung gegen BrdU wurden die Zellen durchflusszytometrisch 
analysiert. Die dargestellten Graphen zeigen die Zellverteilungen ausschließlich BrdU-positiver Zellen bestehend aus 6 Zeit-
punkten, wobei die Verteilung der Zellpopulation eines Zeitpunkts in drei Zellzyklusphasen prozentual eingeteilt wurde (S-
Phase, G2-Phase, G1-Phase). Die dargestellten Werte stellen Mittelwerte aus 3 unabhängigen Experimenten dar. Fehlerbalken 
wurden aufgrund einer besseren Übersichtlichkeit in dieser Abbildung nicht dargestellt, sind jedoch unter Anhang 2 einzuse-
hen. Die Kontroll-SiRNA-Werte wurden aus Abbildung 43 übernommen. 
 
Eine RAD51-Defizienz wirkte sich im Zusammenhang mit einer MMS-Behandlung vergleichbar mit 
einer RAD51-Defizienz nach einer CPT-Behandlung aus. Auch hier konnte eine Akkumulation von 
MMS-behandelten, RAD51-SiRNA-transfizierten Zellen (gestrichelter, dunkelroter Graph) in der G2-
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 einer verminderten G1-Progression fortsetzt. MMS- und zusätzlich Koffein-behandelte, RAD51-
defiziente Zellen (gestrichelter, hellroter Graph) zeigten ähnlich den Nicht-Koffein-behandelten Zellen 
(dunkelroter Graph) bis zum Zeitpunkt von 12h eine Akkumulation in der G2-Phase, progressierten 
anschließend jedoch vermehrt in die G1-Phase. Demzufolge besaß Koffein erst zu späten Zeiten und 
nach weitgehend vollendeter Replikation einen Einfluss auf die Zellzyklusprogression MMS-
behandelter Zellen.  
Zusammenfassend ergaben die durchflusszytometrischen Studien, dass sowohl eine CPT-Behandlung 
als auch eine MMS-Behandlung zu einer verzögerten S-Phase-Progression und einer Akkumulation von 
Zellen in der späten S/G2-Phase führte. Dies resultierte in einer zeitlich-verzögerten Progression in die 
Mitose von CPT- und MMS-geschädigten S-Phase-Zellen. Eine RAD51-Defizienz verstärkte diese Verzö-
gerung, da der Hauptreparaturweg für CPT- und MMS-induzierte DNA-Schäden die HR darstellt, und 
Checkpoints die Progression von geschädigten Zellen in die Mitose unterbinden. Eine zusätzliche Be-
handlung von CPT-geschädigten Zellen mit Koffein bewirkte sowohl eine Aufhebung der S-Phase-
Verzögerung als auch der verminderten Progression in die Mitose, sodass CPT- und Koffein-behandelte 
Zellen eine nahezu ungehinderte Zellzyklusprogression aufwiesen. Eine Defizienz von RAD51 führte 
unter diesen Konditionen zu keinem Unterschied der Zellzyklusprogression. Eine Koffein-Behandlung 
von MMS-geschädigten Zellen führte hingegen nicht zu einer Aufhebung der verzögerten S-Phase-
Progression, sodass davon ausgegangen werden kann, dass ein zusätzlicher, Checkpoint-unabhängiger 
Prozess für die Verzögerung von MMS-behandelten Zellen innerhalb der S-Phase verantwortlich ist. Zu 
späten Zeiten konnte jedoch auch nach einer MMS-Behandlung zumindest bei RAD51-defizienten Zel-
len ein Einfluss auf die Zellzyklusprogression beobachtet werden, da hier G2-Phase-Zellen früher in die 
Mitose progressierten als RAD51-defiziente, MMS-behandelte Zellen ohne den Einfluss von Koffein. 
Demzufolge hatte der Checkpoint-unabhängige Prozess vor allem während der S-Phase einen Einfluss 
auf die Zellzyklusprogression. Wurden Zellen lediglich mit Koffein behandelt, so konnte eine leichte 
Verzögerung der Zellzyklusprogression von ca. 2 Stunden beobachtet werden, welche sich während 
der S-Phase ausbildete und sich anschließend in einer Verzögerung der Progression in die darauffol-
genden Zellzyklusstadien manifestierte. Im Folgenden sollte untersucht werden, ob das Verschwinden 
von γH2AX-Foci mit der ermittelten Zellzyklusprogression CPT- und MMS-behandelter Zellen korreliert 
werden konnte. 
3.3 Wann werden CPT- und MMS-induzierte DSBs repariert? 
Eine wichtige Frage zur Reparatur CPT- und  MMS-induzierter DSBs bezog sich auf den Zeitraum, in 
welchem die induzierten DSBs repariert werden. So sollte vor allem untersucht werden, in welchen 
Zellzyklusphasen die replikationsassoziierten DNA-Schäden vollständig behoben sind. Eine Differenzie-
rung von Zellen in der späten S-Phase und Zellen in der G2-Phase konnte mit keiner der verwendeten 
Analysen gewährleistet werden. Die Life cell-Studien zeigten jedoch eine Vielzahl an persistierenden 
CPT- und MMS-induzierten γH2AX-Foci in Zellen, welche kein S-Phase-typisches LIG1-Muster mehr 
aufwiesen und demzufolge der G2-Phase zugeschrieben werden konnten. Eine Replikationsaktivität an 
den verbliebenen DSBs konnte jedoch nicht ausgeschlossen werden, sodass die Zellen ebenso einer 
sehr späten S-Phase hätten zugeschrieben werden können, in welcher die gesamte Replikation bis auf 
einige Replikationsgabeln, welche womöglich an der Replikation gehindert wurden, abgeschlossen 
war. Da somit die späte S-Phase nicht von der G2-Phase unterschieden werden konnte, sollte unter-
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 sucht werden, ob CPT- und MMS-behandelte Zellen mit unreparierten DSBs in die Mitose progressie-
ren, welche klar von anderen Zellzyklusphasen abgegrenzt werden kann. Hierzu wurden zunächst Im-
munfluoreszenz-Versuche durchgeführt, wobei mitotische A549-Zellen 16h nach einer CPT- oder 
MMS-Behandlung analysiert wurden. Um ausschließlich behandelte S-Phase-Zellen untersuchen zu 
können, wurden Zellen zum Zeitpunkt ihrer Behandlung mit EdU markiert. Mitosen konnten aufgrund 
des charakteristischen DAPI-Signals kondensierter Chromosomen gut von anderen Zellen unterschie-
den werden, wurden jedoch zusätzlich mit Hilfe des spezifischen Mitose-Markers pH3 identifiziert 
(Abbildung 45 D, untere Zelle). In den EdU/pH3-positiven Zellen wurden γH2AX-Foci ausgewertet, um 
hiermit das Maß an CPT- und MMS-induzierten DSBs zu bestimmen. Als Vergleich hierzu dienten Zel-
len des gleichen Ansatzes, welche ebenfalls einen 16-stündigen Zeitraum besaßen, um entstandene 
DNA-Schäden zu reparieren, sich zum Zeitpunkt der Fixierrung allerdings noch in einer späten S- oder 
G2-Phase aufhielten und dementsprechend EdU-positiv, jedoch pH3-negativ waren (Abbildung 45 D, 
obere Zelle). 16 Stunden nach einer CPT-Dauerbehandlung bzw. MMS-Pulsbehandlung zeigten Zellen, 
welche sich zum Zeitpunkt der Fixierung noch in der späten S- oder der G2-Phase befanden durch-
schnittlich 26 γH2AX-Foci nach einer 10nM CPT-, 75 γH2AX-Foci nach einer 20nM CPT- und 44 
γH2AX-Foci nach einer 1,5mM MMS-Behandlung (Abbildung 45 A). Im Gegensatz hierzu zeigten Zel-
len, welche unter den getesteten Konditionen bereits die Mitose erreicht hatten, weniger als 10 γH2AX-
Foci (Abbildung 45 B), und somit einen vergleichbaren Wert an Foci zu unbehandelten, mitotischen 
Zellen. Diese Ergebnisse ließen darauf schließen, dass Zellen CPT- oder MMS-induzierte DSBs bis zur 
Mitose vollständig repariert hatten, unabhängig davon ob 20 oder 50 γH2AX-Foci durch die Agenzien 
erzeugt wurden. In die Mitose gelangten somit ausschließlich Zellen mit einem γH2AX-Foci-Level auf 
Hintergrund-Niveau.  
Daraufhin sollte untersucht werden, welcher Mechanismus die Zellen daran hindert mit erhöhten 
γH2AX-Foci-Level in die Mitose zu progressieren. G2-Phase-Zellen, die durch eine Bestrahlung mit 
Röntgenstrahlen geschädigt werden, progressieren mit stark erhöhten DSB-Leveln in die Mitose 
(Deckbar et al. 2007). Diese Progression wurde auf einen insensitiven G2/M-Checkpoint zurückge-
führt. Wäre solch ein insensitiver Checkpoint auf CPT- und MMS-induzierte, replikationsassoziierte 
DSBs übertragbar, müssten Zellen, welche mit DNA-Schäden in die G2-Phase progressieren auch in der 
Mitose noch stark erhöhte γH2AX-Foci-Level aufweisen. Um den Einfluss eines möglichen G2/M-
Checkpoints zu untersuchen, wurden CPT- und MMS-behandelten Zellen zwei Stunden vor der Fixie-
rung mit Koffein behandelt, welches durch Inhibition wichtiger Checkpoint-Kinasen einen Checkpoint-
vermittelten Zellzyklusarrest aufhebt (Block et al. 2004). Das γH2AX-Foci-Level verblieb jedoch auch 
unter Einfluss von Koffein und somit ohne zelluläre Checkpoints nach einer CPT- oder MMS-
Behandlung unverändert auf niedrigem Niveau (Abbildung 45 C). Infolgedessen musste ein G2/M-
Checkpoint-unabhängiger Mechanismus für die Arretierung von Zellen verantwortlich sein, welcher es 
ermöglicht die Reparatur von CPT- und MMS-induzierten DNA-Schäden vor Eintritt in die Mitose zu 
gewährleisten. Da gezeigt werden konnte, dass Zellen CPT- und MMS-induzierte, replikationsabhängi-
ge DSBs ausschließlich über den Prozess der HR reparieren, sollte im Folgenden analysiert werden, ob 
Zellen mit einer RAD51-Defizienz mit erhöhten γH2AX-Foci-Werten in die Mitose progressieren. 
 
  








Abbildung 45: γH2AX-Foci in S-Phase- und mitotischen Zellen 16 Stunden nach CPT- oder MMS-Behandlung 
A,B,C) A549-Zellen wurden mit Kontroll-SiRNA transfiziert und für 48h inkubiert. Es folgte eine einstündige Behandlung mit 
1,5mM MMS und EdU oder eine Dauerbehandlung mit 10nM bzw. 20nM CPT mit einer anfänglichen, einstündigen EdU-
Behandlung. Unbehandelte Zellen wurden 8h nach der EdU-Markierung, CPT- und MMS-behandelte Zellen 16h nach der 
Behandlung fixiert. In Ansätzen mit Koffein, wurde dieses 3h vor der Fixierung in einer Konzentration von 2mM hinzugefügt. 
Nach einer EdU-, pH3- und γH2AX-Färbung wurden ausschließlich EdU-positive Zellen ausgewertet, welche sich zum Anfang 
der Behandlung in der S-Phase des Zellzyklus befanden. Mitosen wurden durch eine positive pH3_Färbung identifiziert. Pro 
Experiment wurde für jede Kondition die Anzahl an γH2AX-Foci in je 40 Zellen ausgewertet. Die Balken stellen Mittelwerte 
aus zwei bis fünf unabhängigen Experimenten dar, wobei die Fehlerbalken den Standardfehler der jeweiligen Mittelwerte 
anzeigen. 
D) Exemplarische Aufnahmen von Zellen 16h nach einer 20nM CPT-Dauerbehandlung. Zu erkennen sind zwei Zellkerne 
(DAPI), welche zum Zeitpunkt der einstündigen EdU-Behandlung, also 16 Stunden vor der Fixierung, EdU inkorporierten und 
somit der S-Phase zugeschrieben werden konnten (EdU). Zum Zeitpunkt der Fixierung befand sich die untere der beiden 
Zellen in der Mitose, wohingegen sich die obere Zelle noch in einer früheren Zellzyklusphase befand (pH3). Die mitotische 
Zelle wies im Vergleich zur spät S-/G2-Phase-Zelle deutlich weniger γH2AX-Foci auf (γH2AX). Die Überlagerung des DAPI-, 
pH3- und γH2AX-Kanals gibt das Summenbild wieder (Merged). Die Bilder wurden bei 100-facher Vergrößerung aufgenom-
men. 
3.3.1 CPT- und MMS-induzierte DSBs gelangen ausschließlich unter einem Reparaturdefekt 
und zusätzlicher Aufhebung von Checkpoints in die Mitose 
Um die Frage zu beantworten, was mit Zellen geschieht, welche die CPT- und MMS-induzierten, HR-
abhängigen DSBs nicht reparieren können, wurden γH2AX-Foci in der Mitose nach RAD51-Suppression 
analysiert. Hierzu wurden A549-Zellen mit Kontroll- oder RAD51-SiRNA transfiziert und für 48h inku-
biert, bevor eine Behandlung mit CPT bzw. MMS zusammen mit EdU erfolgte. Analog zum beschriebe-
nen Experiment unter 3.3 wurden die Zellen nach 16h fixiert, gefärbt und anschließend analysiert. Um 
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 herauszufinden, wie sich eine Aufhebung von Checkpoints auf das Zellzyklusverhalten von Zellen mit 
unreparierten DSBs auswirkt, wurde in einem zusätzlichen Ansatz drei Stunden vor der Fixierung Kof-
fein hinzugefügt. 
Die Suppression von RAD51 induzierte in Zellen, welche sich zum Zeitpunkt der Fixierung nach einer 
10nM und 20nM CPT-Dauerbehandlung sowie nach einer 1,5mM MMS-Behandlung (Abbildung 46 A, 
schraffierte Balken) immer noch in einer späten S/G2-Phase befanden, einen erkennbaren Reparatur-
defekt. Erstaunlicherweise progressierten auch im Ansatz mit RAD51-SiRNA ausschließlich Zellen in 
die Mitose, welche kaum erhöhte γH2AX-Foci-Werte aufwiesen (Abbildung 46 B). Demzufolge wurden 
Zellen mit unreparierten DSBs an der Progression in die Mitose gehindert. Wenn Zellen jedoch nicht 
mit unreparierten DSBs in die Mitose gelangten und durch die RAD51-Suppression an der Reparatur 
gehindert wurden, hätten überhaupt keine Zellen in der Mitose ausgewertet werden können. Die Ana-
lyse von mitotischen Zellen des RAD51-RNA-Ansatzes ließ jedoch auf eine Selektion von Zellen schlie-
ßen, welche vergleichsweise wenige DSBs ausgebildet hatten (aufgrund eines späten S-Phase-Status 
mit Beginn der Behandlung) oder bei welchen die RAD51-Suppression ungenügend war, sodass eine 
Reparatur mittels HR trotz SiRNA stattfinden konnte. Für diese Hypothese sprach eine, in den Experi-
menten beobachtete, geringe Ausbeute an mitotischen Zellen unter RAD51-Suppression, welche jedoch 
nicht quantitativ erfasst wurde. Wurde den Zellen 3h vor der Fixierung Koffein hinzugefügt, um zellu-
läre Checkpointsignale zu inhibieren und mitotische Zellen anzureichern, so konnte ein deutlicher Ans-





Abbildung 46: γH2AX-Foci in S-Phase- und mitotischen Zellen 16 Stunden mit/nach Behandlung  
A, B, C) A549-Zellen wurden mit Kontroll-SiRNA (ausgefüllte Balken) oder RAD51-SiRNA (schraffierte Balken) transfiziert 
und für 48h inkubiert. Es folgte eine einstündige Behandlung mit 1,5mM MMS und EdU oder eine Dauerbehandlung mit 
10nM bzw. 20nM CPT zusammen mit einer anfänglichen, einstündigen EdU-Behandlung. Unbehandelte Zellen wurden 8h 
nach der EdU-Behandlung fixiert, CPT- und MMS-behandelte Zellen wurden 16h nach der Behandlung fixiert. In Ansätzen 
mit Koffein wurde dies 3h vor der Fixierung in einer Endkonzentration von 2mM hinzugefügt (C). Nach einer EdU-, pH3- und 
γH2AX-Färbung wurden ausschließlich EdU-positive Zellen ausgewertet, welche sich zu Beginn der Behandlung in der S-
Phase des Zellzyklus befanden. Die Kontroll-SiRNA-Daten (ausgefüllte Balken) wurden aus Abbildung 45 übernommen. Pro 
Experiment wurde für jede Kondition die Anzahl an γH2AX-Foci in je 40 Zellen ausgewertet. Die Balken stellen Mittelwerte 
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 Wurden demzufolge Zellen an der Reparatur CPT- und MMS-induzierter DNA-Schäden durch Inhibiti-
on der HR gehindert, so konnten sie durch Aufhebung von Checkpoints mittels Koffein mit unreparier-
ten DSBs in die Mitose gelangen.  
Die dargestellten Ergebnisse verdeutlichten, dass unter einer RAD51-Profizienz die Aufhebung von 
Checkpoints nicht zu erhöhten DSB-Level in der Mitose führte. Wurde die Reparatur jedoch durch eine 
RAD51-Defizienz unterbunden, so schienen Checkpoints wichtig zu sein, um die Progression von Zel-
len mit unreparierten DSBs in die Mitose zu verhindern. Demzufolge konnte RAD51 eine Funktion für 
die Arretierung des Zellzyklus von geschädigten Zellen innerhalb der S-Phase zugeschrieben werden. 
In einem folgenden Ansatz sollte nun untersucht werden, ob sich die ermittelten γH2AX-Foci-Daten 
durch zytogenetischen Studien belegen ließen und wie sich „mitotische γH2AX-Foci“ in chromosoma-
len Aberrationen manifestierten. Zusätzlich sollte analysiert werden, wie sich eine Inhibition von Intra-
S-Phase-Checkpoints durch eine fortwährende Koffeinbehandlung seit Beginn der CPT- und MMS-
Behandlung auf das Reparaturverhalten und die Zellzyklusprogression von Zellen auswirkte. 
3.3.2 CPT und MMS führen zu Chromatidbrüchen in der Mitose nach Inhibition von Check-
points und der HR 
Für die Validierung der Ergebnisse aus den Immunfluoreszenz-Studien wurden in zytogenetischen An-
sätzen Metaphasepräparate hergestellt. Um zusätzlich den Einfluss von Intra-S-Phase-Checkpoints auf 
die Reparatur von CPT- und MMS-induzierten DNA-Schäden sowie die Zellzyklusprogression geschä-
digter Zellen zu untersuchen, wurde dem Zellmedium in einem weiteren Ansatz Koffein seit Beginn 
der CPT- und MMS-Behandlung zugefügt.  
Mit zytogenetischen Studien ließen sich die γH2AX-Foci-Daten aus Kapitel 3.3.1 bestätigen. Ohne Kof-
fein zeigten mitotische Zellen selbst nach RAD51-Depletion kaum erhöhte Level an Chromatidbrüchen 
(Abbildung 47 A). Bei einem Vergleich der Chromatidbruchwerte (Abbildung 47 B) mit γH2AX-Foci-
Zahlen in mitotischen Zellen nach einer 3-stündigen Koffeinbehandlung (Abbildung 46 C) wurde eine 
deutliche Korrelation der Werte festgestellt. So wurden selbst bei einer Inhibition des G2/M-
Checkpoints keine CPT- oder MMS-induzierten Chromatidbrüche detektiert. Erst durch eine Inhibition 
der HR mittels Depletion von RAD51 und zusätzlicher Aufhebung von Checkpoints durch Koffein 
konnte eine Steigerung der Anzahl an DSBs in mitotischen Zellen in Form von γH2AX-Foci und Chro-
matidbrüchen beobachtet werden (Abbildung 47 B). Eine verlängerte Koffein-Behandlung zeigte in 
den analysierten, mitotischen Zellen nur eine geringfügige Zunahme an Chromatidbrüchen nach 
RAD51-Depletion (Abbildung 47 C). Demzufolge besaß die Aufhebung von Intra-S-Phase-Checkpoints 
keinen additiven Einfluss auf die Ausbildung von Chromatidbrüchen in RAD51-defizienten Zellen wäh-
rend der Progression durch die S-Phase.  





Abbildung 47: Chromatidbrüche nach CPT- oder MMS- sowie Koffein-Behandlung und Depletion von RAD51 mittels SiRNA 
HeLa-Zellen wurden mit Kontroll-SiRNA (ausgefüllte Balken) oder RAD51-SiRNA (schraffierte Balken) transfiziert und für 
48h inkubiert. Es folgte eine einstündige Behandlung mit 1,5mM MMS und EdU oder eine Dauerbehandlung mit 10nM CPT. 
CPT- und MMS-behandelte Zellen wurden von 14h bis 17h nach Beginn der Behandlung mit Colcemid behandelt und an-
schließend fixiert. Je nach Ansatz erfolgte eine Behandlung ohne Koffein (A), eine 2mM Koffein-Behandlung entweder zu-
sammen mit der Colcemid-Behandlung (B) oder eine Koffein-Behandlung seit Beginn der CPT- und MMS-Behandlung (C). 
Unbehandelte Zellen konnten nach 3-stündiger Colcemid- und ggf. Koffeingabe zu einem beliebigen Zeitpunkt fixiert werden. 
Für den Vergleich einer andauernden Koffein-Behandlung ohne CPT- oder MMS-Behandlung wurden Zellen 7 Stunden mit 
Koffein behandelt, wobei vor der Fixierung von 4h bis 7h Colcemid hinzugefügt wurde. Ein Zeitraum von 4h bis 7h wurde 
gewählt, um eine zu den CPT- und MMS-Ansätzen vergleichbare Population zu analysieren, welche sich zu Beginn der Kof-
fein-Behandlung in der S-Phase befand. Für die zytogenetische Analyse wurden Chromatidbrüche in je 40 Zellen ausgewertet. 
Die dargestellten Werte stellen Mittelwerte aus mindestens 2 Experimenten dar, wobei die Fehlerbalken den Standardfehler 
dieser Mittelwerte anzeigen. 
 
Die Korrelation zwischen γH2AX-Foci- und Chromatidbruchwerten implizierte eine Induktion von DSBs 
durch CPT und MMS sowie eine RAD51-abhängige Reparatur dieser DSBs in der S-Phase und späten S-
/G2-Phase des Zellzyklus. Die unter 3.1.5 dargestellten Ergebnisse der Life cell-/Immunfluoreszenz-
Analysen konnten bereits verdeutlichen, dass RAD51-profiziente Zellen auch nach Verschwinden des 
LIG1-Signals noch einen Großteil an CPT-induzierten γH2AX-Foci aufwiesen. Die Beobachtung, dass 
diese γH2AX-Foci bis zur Mitose verschwunden waren, ließ darauf schließen, dass die meisten CPT-
induzierten DNA-Schäden zwischen einem Zeitpunkt der weitgehend abgeschlossenen Replikation und 
dem Eintritt in die Mitose repariert wurden. Mittels frühzeitiger Chromosomenkondensation sollte nun 
überprüft werden, ob in CPT- und MMS-behandelten, RAD51-defizienten Zellen Chromatidbrüche in 
der G2-Phase nachgewiesen werden konnten, um hiermit den Reparaturzeitpunkt auf die S- oder G2-
Phase begrenzen und die arretierende Funktion von RAD51 bestätigen zu können. 
3.3.3 RAD51 verhindert die Progression von CPT- und MMS-behandelten S-Phase-Zellen in 
die G2-Phase/Mitose 
Um eine frühzeitige Chromosomenkondensation, kurz PCC, zu induzieren, wurden Zellen nach einer 
CPT- oder MMS-Behandlung für eine Stunde mit Calyculin A behandelt. Der PCC-Ansatz stellt eine 
einfache und nützliche Methode dar, um strukturelle und numerische Aberrationen in Zellen auch vor 
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 der Mitose zu analysieren (Gotoh 2009). Die spezifische Analyse von G2-Phase Zellen sollte durch die 
Auswahl von Zellen gewährleistet werden, welche zwei getrennte Chromatiden, jedoch kein ausgebil-
detes Centromer erkennen ließen. S-Phase-Zellen in einem frühen oder mittleren Stadium wiesen dif-
fus-kondensiertes Chromatin auf und konnten ebenso aus der Analyse ausgeschlossen werden wie mi-
totische Zellen, welche eine deutliche X-förmige Struktur der Chromosomen zeigten. Um die Auswir-
kung einer RAD51-Depletion in Zellen vor der Mitose zu untersuchen, wurden spät S-/G2-Phase-Zellen 
12 bis 13 Stunden nach einer CPT- oder MMS-Behandlung analysiert. Unbehandelte Zellen dienten als 
Kontrollen und konnten zu einem beliebigen Zeitpunkt mittels Calyculin für eine Stunde behandelt 
und anschließend fixiert werden (Abbildung 48). Die zytogenetischen Studien frühzeitig-kondensierter 
Chromosomen zeigten, dass RAD51-profiziente Zellen kaum Chromatidbrüche nach einer 10nM CPT-
Dauerbehandlung oder 1,5mM MMS-Behandlung aufwiesen. Demzufolge wurde innerhalb des 12-
stündigen Zeitraums nach Beginn der Behandlung der Großteil an DSBs repariert. Eine RAD51-Defienz 
hingegen führte zu einem starken Reparaturdefekt, welcher in frühzeitig kondensierten Zellen zu einer 
massiven Erhöhung der Chromatidbruchraten führte. Demzufolge spiegelten frühzeitig kondensierte, 
RAD51-defiziente Zellen, welche mit CPT oder MMS behandelt wurden, den gleichen Effekt wieder, 
wie RAD51-defiziente Zellen, die nach Aufhebung des G2/M-Checkpoints mittels Koffein in die Mitose 
progressierten (siehe Abbildung 46 C oder 47 B). 
 
 
Abbildung 48: Chromatidbrüche in frühzeitig kondensierten Chromosomen nach Behandlung mit CPT und MMS sowie Deple-
tion von RAD51  
HeLa Zellen wurden mit entsprechenden SiRNAs transfiziert und für 48h inkubiert. Es folgte eine CPT-Dauerbehandlung, 
bzw. einstündige Behandlung mit MMS. Unbehandelte Zellen dienten als Kontrollen. Nach 12h wurde dem Medium für eine 
Stunde Calyculin A hinzugefügt, bevor die Zellen fixiert wurden. Pro Experiment wurden für jede Kondition 40 Zellen ausge-
wertet. Die dargestellten Werte stellen Mittelwerte aus 3 bis 7 unabhängigen Experimenten dar, wobei die Fehlerbalken den 
Standardfehler dieser Mittelwerte anzeigen.  
Die dargestellten Bilder zeigen beispielhaft die massive Induktion von Chromatidbrüchen nach einer 10nM CPT-





































10nM CPT Kontroll-SiRNA 10nM CPT RAD51-SiRNA 
3. Ergebnisse  90 
 Die dargestellten Ergebnisse ließen darauf schließen, dass CPT und MMS replikationsassoziierte DSBs 
induzieren, welche unter Abhängigkeit von RAD51 noch vor der Mitose bzw. vor der G2-Phase repa-
riert werden. Dabei schien RAD51 eine stabilisierende Funktion der CPT- und MMS-induzierten DSBs 
zu besitzen, welche für eine Arretierung von geschädigten Zellen zu einem späten Zeitpunkt der S-
Phase sorgte. In diesem Fall konnten RAD51-profiziente Zellen nach weitestgehend abgeschlossener 
Replikation die induzierten DSBs zunächst reparieren, bevor sie in die G2-Phase und später in die Mi-
tose progressierten. Desweiteren konnte gezeigt werden, dass dieses Verhalten Checkpoint-unabhängig 
war, da bei einer RAD51-Profizienz Koffein keine Auswirkung auf die Anzahl an γH2AX-Foci oder 
Chromatidbrüchen aufwies. RAD51-defiziente Zellen akkumulierten hingegen DSBs in der S-Phase und 
gelangten auch ohne Inhibition von Checkpoints mit erhöhten Chromatidbruchlevel in die G2-Phase, 
jedoch nicht in die Mitose. Wurden unter RAD51-defizienten Bedingungen Checkpoints durch Koffein 
aufgehoben, so gelangten die Zellen mit stark erhöhten DSB-Raten in die Mitose.  
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 4 Diskussion 
CPT und MMS sind chemische Substanzen, welche eine DNA-schädigende, karzinogene Wirkung besit-
zen und in Form vieler Derivate in der Medizin als Cytostatika Anwendung finden. Die schädigende 
Wirkung der beiden Agenzien ist dabei auf die Induktion von replikationsassoziierten DSBs in der S-
Phase des Zellzyklus zurückzuführen (Kaina 2004, Pommier 2013). Wie genau und vor allem wann die 
DSBs repariert werden, ist noch nicht vollständig aufgeklärt. Zudem wurden in der Vergangenheit 
hauptsächlich zellzyklusunabhängige Studien und aufgrund insensitiver Methoden hohe Dosen der 
beiden Agenzien zur Aufklärung der schädigenden Wirkung verwendet. Der Induktion von DSBs durch 
MMS werden SSBs als BER-Intermediate zugrunde gelegt, welche während der Replikation zu DSBs 
konvertiert werden (Wyatt and Pittman 2006). Für vergleichende Studien zur Erzeugung und Repara-
tur dieser DSBs wurde CPT als Agens herangezogen, welches gezielt SSBs in der S-Phase durch Inhibi-
tion der Topoisomerase 1 akkumuliert (Tomicic and Kaina 2013). 
4.1 Untersuchungen zur Induktion von DSBs durch CPT und MMS 
Ein Großteil an Studien zur Erzeugung und Reparatur CPT- und MMS-induzierter DSBs wurde in proli-
ferierenden Zellpopulationen und mit hohen Dosen der Agenzien durchgeführt. Die in der vorliegen-
den Arbeit verwendete γH2AX-Foci-Analyse ermöglichte hingegen die Untersuchung einzelner DSBs 
auf Einzelzellebene per Immunfluoreszenz-Färbung. Dieser hoch-sensitive Ansatz erlaubte den Einsatz 
sehr niedriger Dosen an CPT und MMS, was der besseren Aufklärung physiologischer Prozesse diente. 
Ein weiterer, wichtiger Vorteil der γH2AX-Foci-Methode bestand in der zellzyklusspezifischen Analyse 
von geschädigten Zellen durch die Markierung von S-Phase-Zellen mittels Thymidinanaloga wie BrdU 
oder EdU. Hierfür wurden zunächst Dosen an CPT und MMS ermittelt, welche eine auswertbare An-
zahl an γH2AX-Foci induzierten, wobei bis zu 100 distinkte γH2AX-Foci pro Zelle problemlos detektiert 
und ausgewertet werden konnten. Die Spezifität von γH2AX als DSB-Marker wurde jedoch immer wie-
der in Frage gestellt, da γH2AX-Foci keinen direkten Nachweis von DSBs in Zellen darstellen, sondern 
lediglich Aufschluss über eine Modifikation von Proteinen am Schadensort geben. Außerdem können 
Foci durch Faktoren beeinflusst werden, welche beispielsweise die Aufenthaltsdauer des Schadensmar-
kers modulieren (Karanam et al. 2012). Zusätzlich können sich DSBs in Clustern anordnen, sodass 
mehrere DSBs einen einzigen Focus bilden. Ebenso wurde die Spezifität von γH2AX gegenüber DSBs 
diskutiert. Eine Ausbildung von γH2AX-Foci an SSBs konnte ausgeschlossen werden, indem Zellen mit 
0,1 mM H2O2 behandelt wurden, was eine massive Ausbildung von SSBs jedoch keine γH2AX-Foci 
induzierte (Lobrich et al. 2010). Außerdem korrelierten Ergebnisse zum Induktions- und Reparatur-
verhalten, welche mittels der γH2AX-Foci-Analyse ermittelt wurden, mit solchen, die mit rein physika-
lischen Methoden wie der Pulsfeld-Gelelektrophorese erlangt wurden (Kuhne et al. 2004, Riballo et al. 
2004), sodass die Methode der γH2AX-Foci-Analyse einen geeigneten Ansatz für die vergleichenden 
Studien CPT- und MMS-induzierter DNA-Schäden bieten sollte. 
4.1.1 Analyse von CPT- und MMS-induzierten DSBs anhand von γH2AX-Foci  
Nachdem in der vorliegenden Arbeit A549-Zellen für eine Stunde mit verschiedenen Dosen an CPT 
und MMS in Kombination mit dem Thymidinanalogon EdU behandelt sowie anschließend fixiert und 
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 gefärbt wurden, konnten γH2AX-Foci per Immunfluoreszenz-Mikroskopie ausgewertet werden. Dabei 
erwiesen sich CPT-Dosen von 10nM und MMS-Dosen von 1,5mM als geeignet, um eine Zahl von 
durchschnittlich 25 bis 45 γH2AX-Foci pro Zelle zu induzieren. Unbehandelte Zellen wiesen in der S-
Phase bereits ca. 15 γH2AX-Foci auf, sodass behandelte Zellen zwischen 40 und 60 Foci besaßen und 
somit ideale Voraussetzungen für eine vergleichende Analyse boten. Durch eine Erhöhung der CPT- 
und MMS-Konzentration konnte die Anzahl an induzierten γH2AX-Foci gesteigert werden. Dies ließ 
auf eine Dosis-abhängige Induktion von DSBs während der Replikation schließen. In der S-Phase sind 
ca. 3000 bis 12000 Replikationsgabeln aktiv (Chaudhuri et al. 2012), welche jedoch an den jeweiligen 
Replikationsursprüngen nicht gleichzeitig mit Beginn der S-Phase initiiert werden (Ge and Blow 2010). 
Die Dosisabhängigkeit der induzierten DSBs während der einstündigen Behandlung ließ demzufolge 
darauf schließen, dass nicht alle aktiven Replikationsgabeln durch die CPT- oder MMS-Behandlung 
kollabierten und zu einem DSB führten. Zudem ist zu berücksichtigen, dass CPT reversibel an TOP1-
CCs bindet und es somit während der CPT-Behandlung zügig zu einem Equilibrium zwischen ternären 
CPT-DNA-TOP1-Komplexen und der dissoziierten Form kommt (Pommier et al. 2006). Zusätzlich kön-
nen durch CPT-induzierte TOP1-CCs durch den Prozess der fork regression oder Exzision mittels TDP1 
entfernt werden, bevor Replikationsgabeln mit diesen kollidieren. Außerdem ist zu berücksichtigen, 
dass CPT nicht alle TOP1-Topoisomerasen inhibiert, sondern lediglich solche mit einem Guanin am 5'-
Ende des induzierten SSBs (Leteurtre et al. 1993). Mit steigender Dosis an CPT erhöht sich jedoch die 
Wahrscheinlichkeit, dass Replikationsgabeln auf TOP1-CCs treffen und somit potentiell in der Lage 
sind DSBs und γH2AX-Foci herbei zu führen. Studien von Y. Pommier zeigten einen Mechanismus für 
die Erzeugung von DSBs durch CPT, wobei Replikationsgabeln auf SSBs treffen (Pommier 2004). Bei 
der Kollision einer Replikationsgabel mit einem SSB kann es demnach zu einem replication fork run-off 
kommen, wobei die Replikationsmaschinerie samt eines DNA-Strangs von der DNA dissoziiert und 
damit ein ein-endiger DSB erzeugt wird (Strumberg et al. 2000). 
Ähnlich verhält es sich mit dem Agens MMS, welches mit steigender Konzentration eine höhere Anzahl 
an Methylierungen im Genom verursacht (Groth et al. 2010) und hiermit die Wahrscheinlichkeit eines 
Aufeinandertreffens von Replikationsgabeln und BER-Intermediaten erhöht. Ebenso wäre im Fall von 
MMS jedoch auch eine Induktion von DSBs durch einen weiteren Mechanismus denkbar. K. Larson 
konnte bereits 1985 zeigen, dass Methylierungen im Genom dazu in der Lage sind, die Replikation in 
der S-Phase zu blockieren (Larson et al. 1985). In vitro-Studien konnten belegen, dass vor allem von 
N3-Methyladenin eine replikationsblockierenden Wirkung ausgeht, wohingegen N7-Methyladenin we-
niger Einfluss auf die Replikationsgeschwindigkeit besitzt (Engelward et al. 1998). Die dadurch indu-
zierten, arretierten Replikationsgabeln könnten durch einen Kollaps zu der Ausbildung von ein-
endigen DSBs führen, welche durch die Markierung von γH2AX als Foci sichtbar wären. An diesen 
Strukturen ist eine Re-Initiierung der Replikation nicht möglich, sodass durch den Endonuklease-
Komplex MUS81-EME1 gezielt ein-endige DSBs generiert werden, um hiermit ein Substrat für die DSB-
Reparatur via HR zu ermöglichen. Dieser Mechanismus wurde jedoch vorrangig für Agenzien wie Hyd-
roxyharnstoff (engl. Hydroxyurea, HU) beschrieben, welche die Replikation durch Depletion des Nuk-
leotidpools arretieren (Hanada et al. 2007). Nach einer andauernden HU-Behandlung zeigen Zellen 
erst nach einigen Stunden ein Auftreten von DSBs (Saintigny et al. 2001). Von einer temporären Arre-
tierung der Replikationsgabeln ist im Fall von MMS durch die hohe Anzahl an methylierten Basen 
ebenfalls auszugehen, das Auftreten von MUS81-EME1-vermittelten DSBs durch einen langanhalten-
den Arrest von Replikationsgabeln sollte jedoch, wenn überhaupt, erst zu späteren Zeiten eintreten.  
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 Studien der Erzeugung von MMS-induzierten DSBs durch die Kollision von Replikationsgabeln mit 
temporären BER-Intermediaten stellen hingegen eine wahrscheinlichere Erklärung dar. Diese Studien 
stützen ihr Modell auf Ergebnisse von Versuchen mit BER-defekten Zelllinien, welche SSBs nach einer 
Behandlung mit Alkylanzien stark akkumulieren und eine hohe Empfindlichkeit gegenüber MMS auf-
weisen (Thompson et al. 1982). Aufgrund unveröffentlichter Studien der Arbeitsgruppe Löbrich mit 
BER-defizienten Zellen (XRCC1-defizient), welche eine um 15-fach erhöhte γH2AX-Foci-Induktion im 
Vergleich zu Wildtyp-Zellen aufweisen, kann davon ausgegangen werden, dass der größte Teil der 
MMS-erzeugten γH2AX-Foci auf die replikationsassoziierte Induktion von DSBs durch SSBs zurückzu-
führen ist (unveröffentlichte Ergebnisse von M. Ensminger und C. Ebel). Außerdem konnte gezeigt 
werden, dass MMS in der Lage ist über einen zusätzlichen, replikationsunabhängigen Weg DSBs zu 
erzeugen. Mit steigender Anzahl an MMS-induzierten Methylierungen, kann es aufgrund gegenüber-
liegender, mittels BER-erzeugter, temporärer SSBs zu DSBs kommen (Ma et al. 2011). Im Vergleich zu 
replikationsassoziierten, MMS-induzierten DSBs in der S-Phase ist dies jedoch als seltenes Ereignis 
einzustufen.  
Die dargestellten Modelle lassen deshalb darauf schließen, dass γH2AX-Foci nach einer CPT- oder 
MMS-Behandlung aufgrund von ein-endigen DSBs gebildet werden, welche hauptsächlich durch den 
Mechanismus des replication fork run-off entstehen.  
Die in der vorliegenden Arbeit verwendete, EdU-Markierung von CPT- und MMS-behandelten S-Phase-
Zellen ermöglichte eine zeitliche Analyse der Entstehung und Reparatur von CPT- oder MMS-
induzierten DSBs anhand von γH2AX-Foci-Kinetiken. Hierzu wurden CPT-, MMS- und unbehandelte 
Zellen zu unterschiedlichen Zeiten nach der einstündigen EdU-Inkorporation fixiert und mittels Im-
munfluoreszenz gefärbt. Nach einer einstündigen Pulsbehandlung mit CPT und EdU konnte hierbei 
eine stetige Abnahme der durchschnittlichen γH2AX-Foci-Anzahl pro Zelle beobachtet werden. Nach-
dem durch eine Behandlung mit unterschiedlichen Dosen von CPT eine Vielzahl an Foci induziert wer-
den konnte, wurden 8 Stunden nach Entzug des Agens kaum noch γH2AX-Foci beobachtet. Demzufol-
ge wurde der Großteil der CPT-induzierten DNA-Schäden innerhalb von 8 Stunden repariert. Der 
schnelle Abfall der Kinetik ließ darauf schließen, dass nach Entzug des Agens keine neuen, CPT-
induzierten DNA-Schäden entstanden, oder dass erheblich weniger DSBs erzeugt, als in der gleichen 
Zeit repariert wurden. Dieses Ergebnis ist konsistent mit Studien, welche zeigen konnten, dass sich 
nach einem Entzug von CPT die induzierten TOP1-CCs rasch auflösen (Covey et al. 1989) und die Rep-
likation anschließend voranschreiten kann, ohne dabei auf neue Replikationshindernisse zu stoßen.  
Von diesem Verlauf abweichende Kinetiken zeigten Zellen nach Pulsbehandlungen mit verschiedenen 
Dosen an MMS. Nach einer einstündigen Pulsbehandlung mit MMS konnte zunächst ein Anstieg der 
durchschnittlichen γH2AX-Foci-Anzahlen innerhalb der ersten Stunden beobachtet werden. Hieraus 
kann geschlussfolgert werden, dass auch nach Entzug des Agens DSBs induziert werden oder, falls 
bereits eine Reparatur vorliegt, innerhalb der ersten Stunden mehr DSBs erzeugt als repariert werden. 
Diese Beobachtung ist damit zu erklären, dass die durch MMS induzierten Basenmethylierungen zwar 
nur während der einstündigen Pulsbehandlung induziert werden, aber über mehrere Stunden persis-
tieren können (Osborne and Phillips 2000). Demzufolge können unentwegt neue DSBs nach einer 
MMS-Behandlung entstehen, solange sich eine Zelle in der S-Phase befindet und Repliaktionsgabeln 
auf BER-induzierte SSBs treffen. In diesem Fall ist eine Abnahme der durchschnittlichen γH2AX-Foci-
Anzahl pro Zelle erst dann zu erwarten, wenn der Großteil der DNA repliziert wurde und eine erfolg-
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 reiche Reparatur die Induktion neuer DSBs überwiegt. Für diese Annahme sprechen die Zeitpunkte, an 
welchen die Maxima an γH2AX-Foci bei unterschiedlichen Dosen an MMS erreicht werden. Je höher 
dabei die eingesetzte MMS-Konzentration ist, desto mehr Foci werden induziert und desto später wird 
ein Zeitpunkt erreicht, bei welchem erfolgreiche Reparaturprozesse die Ausbildung von neuen DSBs 
überwiegen. Es ist somit anzunehmen, dass die Replikation bei höheren MMS-Dosen erst zu einem 
späteren Zeitpunkt abgeschlossen ist als bei niedriger-dosierten Pulsbehandlungen. Diese Annahme 
steht in Einklang mit den durchflusszytometrischen Studien dieser Arbeit, in welchen gezeigt werden 
konnte, dass MMS-behandelte Zellen eine langsamere Zellzyklusprogression während der S-Phase 
aufweisen als unbehandelte Zellen. Je höher dabei die eingesetzte MMS-Konzentration ist, desto lang-
samer progressieren Zellen durch die S-Phase (siehe Anhang 3). Nachdem in den γH2AX-Kinetiken das 
Maximum an γH2AX-Foci erreicht wurde (ca. 4 Stunden nach der Behandlung), traten nach einer 
MMS-Behandlung kaum noch neue DSBs auf, was durch die Kinetiken von HR-defizienten, MMS-
behandelten Zellen verdeutlicht werden kann. Da RAD51-defiziente Zellen die induzierten DSBs nicht 
reparieren können, müssten die γH2AX-Foci-Kinetiken auch zu späteren Zeiten fortwährend ansteigen. 
Nach Ausbildung des γH2AX-Foci-Maximums verläuft die Kinetik der MMS-behandelten, RAD51-
supprimierten Zellen jedoch über den kompletten Beobachtungszeitraum von 20 Stunden auf einem 
gleichbleibenden Level.  
Die Kinetiken einer CPT-Behandlung ließen sich der einer MMS-Behandlung angleichen, indem eine 
kontinuierliche Behandlung von Zellen mit CPT erfolgte. Durch eine CPT-Dauerbehandlung wurden 
somit DSBs analog zu einer MMS-Behandlung über die komplette Dauer der S-Phase induziert. Demzu-
folge trat auch nach einer CPT-Dauerbehandlung ein biphasischer Verlauf der Kinetik auf, bei welchem 
die durchschnittliche γH2AX-Foci-Anzahl während der ersten zwei bis vier Stunden der Behandlung 
anstieg und sich anschließend wieder reduzierte. Dieses Verhalten ist mit der Wirkungsweise von CPT 
zu erklären. Da Topoisomerasen hauptsächlich an aktiven Replikationsgabeln für die Entspiralisierung 
der DNA-Duplex bei Torsionsstress verantwortlich sind (Pommier 2009), jedoch davon auszugehen ist, 
dass bei den eingesetzten CPT-Dosen nicht alle Topoisomerasen gleichzeitig inhibiert werden, kommt 
es während der gesamten S-Phase immer wieder zu einem Aufeinandertreffen von Replikationsgabeln 
mit CPT-induzierten SSBs bzw. CPT-DNA-TOP1-Komplexen und damit zur Ausbildung von DSBs und 
γH2AX-Foci. Vergleichbar mit einer MMS-Behandlung führt eine CPT-Dauerbehandlung somit zu cha-
rakteristischen Kinetiken, welche verdeutlichen, dass Zellen während der S-Phase CPT- und MMS-
induzierte DSBs ausbilden und diese erst zu späteren Stadien der S-Phase oder nach abgeschlossener 
Replikation reparieren. In der vorliegenden Arbeit sollte nun ein direkter Zusammenhang zwischen der 
Induktion von DSBs mit der Aufenthaltsdauer und Replikationsaktivität von Zellen in der S-Phase her-
gestellt werden. 
4.1.2 Limitierungen der einstündigen Markierung von S-Phase-Zellen mittels EdU 
Eine einstündige Pulsmarkierung von Zellen mit EdU während der Behandlung mit CPT oder MMS 
ermöglichte es, geschädigte S-Phase-Zellen bis zu 20 Stunden nach der Markierung zu analysieren. 
Innerhalb der EdU-markierten S-Phase-Population konnte jedoch eine große Varianz der Anzahl an 
γH2AX-Foci nach eine Behandlung von Zellen mit CPT oder MMS ermittelt werden, welche sich vor 
allem zu späten Zeitpunkten manifestierte. Diese Varianz der γH2AX-Foci-Anzahl wurde auf einen un-
terschiedlichen Replikationsfortschritt von Zellen innerhalb der S-Phase zurückgeführt. Dabei konnte 
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 zunächst davon ausgegangen werden, dass Zellen, die zum Beginn der EdU- und CPT- bzw. MMS-
Behandlung bereits einen Großteil der DNA repliziert hatten, weniger geschädigt wurden, als Zellen, 
welche am Anfang der Replikation standen. Da in beiden Fällen jedoch eine komplette Stunde EdU von 
Zellen eingebaut wurde, war eine Differenzierung von unterschiedlichen Stadien innerhalb der S-Phase 
nicht möglich. In einem kombinierten Life cell/γH2AX-Foci-Ansatz wurde deshalb ein Zusammenhang 
zwischen der Induktion an DSBs mittels γH2AX-Foci-Analyse und der Aufenthaltsdauer von Zellen in 
der S-Phase mittels Life cell-Mikroskopie untersucht. 
4.1.3 Zusammenhang von γH2AX-Foci-Anzahl und Zellzyklusstatus innerhalb der S-Phase 
Durch die Anwendung eines kombinierten Life cell/γH2AX-Foci-Ansatzes war es möglich die Anzahl 
von  γH2AX-Foci in Zellen zu bestimmen, die zuvor über 6 Stunden mittels Life cell-Mikroskopie ver-
folgt wurden. Dies erlaubte es, die DNA-schädigende Wirkung von CPT in Abhängigkeit des Zellzyklus-
status zu untersuchen. Um den Zeitpunkt des Beginns und des Endes der Replikation ermitteln zu 
können, wurden mit LIG1dsRed stabil-transfizierte U2OS-Zellen verwendet. Diese Zellen weisen in der 
G1- und G2-Phase des Zellzyklus ein pan-nukleäres, rot-fluoreszierendes Signal auf, während sie in der 
S-Phase ein charakteristisches, Foci-ähnliches Muster zeigen. Durch die Verfolgung dieser Zellen mit-
tels Life cell-Mikroskopie konnten demnach der Eintritt von Zellen in die S-Phase als auch die Beendi-
gung der Replikation zeitlich bestimmt und kategorisiert werden. 
In Zellen, welche innerhalb des Beobachtungszeitraums in die S-Phase progressierten, konnte ein li-
nearer Anstieg der γH2AX-Anzahlen mit zunehmender Aufenthaltsdauer der Zellen in der S-Phase fest-
gestellt werden. Demzufolge wurde eine Abhängigkeit von CPT-induzierten DSBs und der S-Phase-
Progression postuliert. Ein direkter Zusammenhang der CPT-induzierten DSBs mit der Replikationsak-
tivität der Zellen konnte zunächst jedoch nicht hergestellt werden, da das LIG1-Muster nicht quantita-
tiv bestimmt werden konnte. Um die Induktion von CPT-induzierten DSBs in eine direkte Relation zu 
aktiven Replikationsprozessen zu setzen, erfolgte ein Vergleich der erlangten Life-cell-Ergebnisse mit 
bereits bestehenden Studien zum Replikationsverhalten von Zellen. In Hefen konnte zunächst gezeigt 
werden, dass die höchste Startfrequenz von Replikationsursprüngen (engl. replication origin firing) in 
der Mitte der S-Phase auftritt (Raghuraman et al. 2001). Die Replikationsaktivität innerhalb der S-
Phase ist im humanen System weniger gut erforscht (Karanam et al. 2012). Eine Gruppe von Forschern 
um K. Woodfine konnte jedoch zeigen, dass die Replikationsrate über einen Großteil der S-Phase (zwi-
schen 30%- und 80%-abgeschlossener S-Phase) konstant verbleibt und somit einen linearen Verlauf 
aufweist, in welchem ca. 14% des Genoms in einem Intervall von einem Zehntel der S-Phase repliziert 
wird (Woodfine et al. 2004). Zu Beginn und am Ende der S-Phase wird vergleichsweise weniger DNA 
dupliziert (Abbildung 49).  
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Die in den Life cell-Studien ermittelte, lineare Zunahme an γH2AX-Foci sowohl von unbehandelten als 
auch von CPT-behandelten Zellen in Abhängigkeit von der Verweildauer in der S-Phase kann zum gro-
ßen Teil mit einer linearen, zellulären Replikationsrate, die von K. Woodfine beschrieben wurde, korre-
liert werden. Unter Berücksichtigung des in Abbildung 49 dargestellten Replikationsverhaltens huma-
ner Zellen kann davon ausgegangen werden, dass während der ersten drei Stunden der S-Phase die 
Replikationsrate etwas niedriger ist als in den darauf folgenden drei Stunden, in welchen die Replika-
tionsrate relativ konstant bleibt. Der lineare Anstieg an γH2AX-Foci innerhalb der ersten drei Stunden 
in den Life cell-Experimenten könnte demzufolge bedeuten, dass in der frühen S-Phase überproportio-
nal viele DSBs sowohl endogen als auch durch CPT erzeugt werden. Aufgrund der geringen Anzahl an 
ausgewerteten Zellen vor allem zu frühen Zeitpunkten kann jedoch nicht festgestellt werden, ob das 
Auftreten von γH2AX-Foci während der ersten Stunden linear verläuft, oder der Replikationsrate aus 
Abbildung 49 gleicht. Die beobachtete lineare Zunahme an γH2AX-Foci zwischen 3 und 6 Stunden 
nach Beginn der Replikation stimmt jedoch mit der von K. Woodfine beschriebenen Replikationsaktivi-
tät von Zellen in der Mitte der S-Phase überein, und weist somit auf eine direkte Abhängigkeit der 
durch CPT-induzierten DSBs von der Replikationsaktivität von Zellen hin. Allerdings muss in den Er-
gebnissen der Life cell-Studien zur Induktion von CPT-induzierten DSBs berücksichtigt werden, dass 
während des 6-stündigen Analysezeitraums bereits DSBs repariert werden können. Dieser Reparatur 
während der S-Phase ist jedoch eine untergeordnete Rolle zuzuschreiben, da HR-defiziente Zellen, 
welche CPT- und MMS-induzierte DSBs nicht reparieren können keine deutlich erhöhten γH2AX-Foci-
Maxima in den erstellten Reparatur-Kinetiken aufwiesen. Sollten HR-profiziente Zellen bereits wäh-
rend der S-Phase einen erheblichen Teil von CPT- oder MMS-induzierten DSBs reparieren, so sollte ein 
geringeres Maximum an induzierten γH2AX-Foci zu detektieren sein. Trotzdem kann die in den Life 
cell-Studien ermittelte Anzahl an CPT-induzierten γH2AX-Foci vor allem zu späten Zeiten etwas unter 
der tatsächlich induzierten Gesamtanzahl liegen, da eine geringe Reparatur CPT-induzierter DSBs 
während des Analysezeitraums nicht ausgeschlossen werden kann. Übergreifend kann die ermittelte, 
zeitliche Zunahme von CPT-induzierten DSBs in der S-Phase mit dem für humane Zellen beschriebe-
nen Replikationsverhalten korreliert werden. 
Unbehandelte Zellen zeigten zu frühen Zeitpunkten, unter Berücksichtigung der geringen Replikati-
onsaktivität zum Beginn der S-Phase, relativ hohe γH2AX-Foci-Werte. Unbehandelte G1-Phase-Zellen 
anderer Zelllinien weisen in der Regel 0 bis 1 γH2AX-Foci auf. Die verwendete U2OS-LIG1-Zelllinie 
zeigte jedoch auch in G1-Phase-Zellen bereits eine erhöhte Anzahl von durchschnittlich 1 bis 3 γH2AX-
Abbildung 49: Replikationsverhalten von Zellen 
innerhalb der S-Phase 
Die S-Phase wurde anhand eines S:G1-
Verhältnisses in zeitliche Intervalle eingeteilt 
(X-Achse), wobei der Wert 0 einen prozentua-
len Anteil von 0% und der Wert 1 einen Anteil 
von 100% an abgeschlossener Replikation rep-
räsentiert. Die Zahl an Replikationsloci (Y-
Achse) gibt Auskunft über die Anzahl an voll-
ständig replizierten Bereichen auf der DNA. 
Anhand des dargestellten Graphen kann somit 
die Replikationsverhalten innerhalb der S-Phase 
abgelesen werden (Woodfine et al. 2004). 
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 Foci, sodass die hohen γH2AX-Foci-Werte zu frühen Zeitpunkten der S-Phase durch ein hohes spontan-
Level erklärt werden kann. 
Zellen, welche bereits bei Beginn der Analyse anhand des LIG1-Musters der S-Phase zugeschrieben 
werden konnten und während des gesamten Beobachtungszeitraums von 6 Stunden diese nicht verlie-
ßen, wurden in einer Kategorie >360 Minuten zusammengefasst. Demnach wurden in dieser Gruppe 
auch Zellen analysiert, welche sich bereits einige Stunden vor Beginn der Beobachtung in der S-Phase 
befanden. Die durchschnittliche Anzahl an γH2AX-Foci in der CPT-behandelten Zellpopulation betrug 
durchschnittlich über 60 γH2AX-Foci pro Zelle. Bei einem Vergleich der γH2AX-Foci-Werte der Life 
cell/γH2AX-Foci-Analyse mit der Anzahl an ermittelten γH2AX-Foci-Werten der Immunfluoreszenz-
Kinetiken fiel auf, dass sich die Maximalwerte der ermittelten γH2AX-Foci sowie der Zeitpunkt des 
Erreichens dieser Maxima voneinander unterschied. Während in den Kinetiken das Maximum an 
γH2AX-Foci nach einer 10nM CPT-Dauerbehandlung mit 55 γH2AX-Foci bereits nach zwei bis vier 
Stunden erreicht wurde, zeigten die U2OS-Zellen in den Life cell-Experimenten erst nach 6 Stunden 
ihr Maximum an ausgebildeten DSBs. Ein grundsätzlich unterschiedliches Verhalten in der Ausbildung 
und Reparatur von γH2AX-Foci zwischen den verschiedenen Zelllinien A549 und U2OS-LIG1dsRed 
konnte ausgeschlossen werden, da sowohl die Anzahlen endogener als auch CPT-induzierter γH2AX-
Foci zum Großteil miteinander übereinstimmten. Die Unterschiede zwischen den erlangten γH2AX-
Foci-Werten konnten vielmehr mit der Auswertung verschiedener Zellpopulationen in den beiden An-
sätzen erklärt werden. In den Ansätzen zur Erstellung der Kinetiken wurden Zellen für eine Stunde mit 
EdU markiert und anschließend zu unterschiedlichen Zeiten analysiert. Somit flossen auch Zellen mit 
in die Auswertung ein, welche kurze Zeit nach der EdU-Markierung die S-Phase bereits abgeschlossen 
hatten und dementsprechend wenige DSBs durch die CPT-Behandlung ausbildeten. Demzufolge wurde 
die maximale Anzahl an CPT-induzierten DSBs durch die Einbeziehung minder geschädigter Zellen in 
den Kinetiken reduziert, während in den Life cell-Studien ausschließlich definierte Zellpopulationen 
analysiert wurden, welche sich zum Zeitpunkt der Fixierung noch innerhalb der S-Phase befanden und 
stetig CPT-induzierte DSBs ausbildeten. Mit zunehmender Zeit stieg in den Immunfluoreszenz-
Kinetiken jedoch der Anteil von Zellen, welche bereits einen Teil der induzierten DSBs reparieren 
konnten, sodass hier das Maximum an γH2AX-Foci früher erreicht wurde als in den Life cell-Studien. 
Zusammenfassend konnte durch die Kombination aus Life cell- und γH2AX-Foci-Analyse sowie einem 
Vergleich der erlangten Ergebnisse mit bestehenden Studien zum Replikationsverhalten humaner Zel-
len der indirekte Nachweis geliefert werden, dass CPT-induzierte DNA-Schäden in proportionaler Ab-
hängigkeit von aktiven Replikationsprozessen ausgebildet werden. 
4.2 Die Reparatur MMS- und CPT-induzierter DSBs erfolgt HR-abhängig und 
NHEJ-unabhängig 
Für die Reparatur von DSBs stehen einer Zelle hauptsächlich das NHEJ und die HR zur Verfügung. Um 
Aufschluss über die Reparaturmechanismen von CPT- und MMS-induzierten DSBs zu erhalten, wurden 
γH2AX-Foci-Kinetiken in NHEJ- und HR-supprimierten Zellen angefertigt. Für eine effektive Suppressi-
on des NHEJs wurden die für diesen Reparaturweg essentiellen Faktoren KU80 sowie DNA-PKcs in 
einem Kombinationsansatz mittels SiRNA supprimiert. Die HR wurde durch die Transfektion von Zel-
len mittels RAD51-SiRNA inhibiert. Die erstellten γH2AX-Foci-Kinetiken ermöglichten die Analyse des 
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 Reparaturverhaltens von CPT- und MMS-geschädigten Zellen über einen Zeitraum von 20 Stunden, 
bevor sich die EdU-markierten Zellen mehrheitlich teilten und aufgrund des verminderten DNA/DSB-
Gehalts nicht mehr analysiert wurden. 20 Stunden nach der einstündigen EdU-Markierung war eine 
Analyse von unbehandelten Zellen nicht mehr möglich, da zu diesem Zeitpunkt alle EdU-positiven Zel-
len in die Mitose und darüber hinaus progressiert waren. Diese Beobachtung ließ bereits eine CPT- und 
MMS-bedingte Arretierung von Zellen in der S- oder G2-Phase vermuten und führte später zu der um-
fangreichen Analyse des Zellzyklusverhaltens CPT- und MMS-behandelter Zellen. 
Ein deutlicher Reparaturdefekt war sowohl nach einer CPT- als auch MMS-Behandlung ausschließlich 
in RAD51-supprimierten Zellen zu detektieren. Nachdem zwischen zwei und vier Stunden ein Maxi-
mum an γH2AX-Foci erreicht wurde, persistierten die ermittelten γH2AX-Foci-Werte über den gesam-
ten Analysezeitraum bis zu 20 Stunden auf einem hohen Level. Hieraus konnte eine deutliche Abhän-
gigkeit der CPT- und MMS-induzierten DSBs von der Reparatur durch die HR abgeleitet werden. Da 
sich die detektierten γH2AX-Foci-Level RAD51-profizienter und -defizienter Zellen zu frühen Zeitpunk-
ten nicht voneinander unterschieden, konnte davon ausgegangen werden, dass die Ausbildung von 
γH2AX-Foci unabhängig von RAD51 stattfindet. Eine selektive Auswahl von RAD51-depletierten Zellen 
konnte durch die gleichzeitige Analyse von γH2AX-Foci und RAD51-Foci gewährleistet werden, wobei 
γH2AX-Foci ausschließlich in RAD51-Foci-negativen Zellen ausgewertet wurden. Das bereits beobach-
tete, langsame Verschwinden der γH2AX-Foci nach einer CPT-Dauer- oder MMS-Behandlung in den 
γH2AX-Foci-Kinetiken bildete erste Hinweise darauf, dass die Reparatur dieser DNA-Schäden mehr Zeit 
in Anspruch nimmt, als beispielsweise strahleninduzierte DSBs in der G1- oder G2-Phase, welche 
hauptsächlich durch den Reparaturmechanismus des NHEJ repariert werden (Lobrich and Jeggo 
2005). Da die HR als die langsame Komponente der DSB-Reparatur beschrieben wurde (Beucher et al. 
2009), konnte der langsame Abfall der γH2AX-Foci-Werte nach einer CPT- oder MMS-Behandlung auf 
eine Reparatur mittels HR hindeuten. Sowohl für CPT- als auch für MMS-induzierte DSBs wurde die 
HR bereits als vorherrschender Reparaturweg beschrieben (Dasika et al. 1999, Tomicic and Kaina 
2013). So konnte nach einer MMS-Behandlung von HR-defizienten Zellen vor allem ein geringeres 
Zellüberleben festgestellt werden (Lundin et al. 2005, Smiraldo et al. 2005, Hinz et al. 2006). Eine 
HR-Abhängigkeit von CPT-induzierten DNA-Schäden konnte ebenfalls durch umfangreiche Studien mit 
HR-defizienten Zellen gezeigt werden, welche die Ergebnisse dieser Arbeit bekräftigen. So führten De-
fizienzen wichtiger HR-Faktoren wie BRCA2, CTiP, RAD54 oder XRCC3 zu einer Hypersensitivität ge-
genüber CPT (Hinz et al. 2003, Marple et al. 2006, Nakamura et al. 2010). Der Großteil dieser Publi-
kationen bezog sich dabei auf die CPT- und MMS-Sensitivität von proliferierenden Zellpopulationen, 
ohne dabei unterschiedliche Zellzyklusphasen differenziert zu analysieren. Die in der vorliegenden 
Arbeit verwendete Methode der γH2AX-Foci-Analyse ermöglichte jedoch im Gegensatz zu den aufge-
führten Studien eine zellzyklusspezifische Bewertung des Reparaturverhaltens unter Verwendung von 
sehr niedrigen Konzentrationen der Agenzien CPT und MMS, und konnte so mittels zellzyklusspezifi-
scher Analysen eine HR-Abhängigkeit von in der S-Phase erzeugten DSBs belegen.  
Ein Reparaturdefekt in NHEJ-supprimierten Zellen konnte in der vorliegenden Arbeit ausgeschlossen 
werden, da die Kinetiken KU80- und DNA-PKcs-supprimierter Zellen den Kinetiken von Kontroll-
SiRNA-transfizierten Zellen glichen. Dies steht jedoch zunächst im Wiederspruch zu Studien, welche 
sowohl für CPT als auch für MMS eine Empfindlichkeit von Zellen auf diese beiden Agenzien beschrie-
ben haben. Dabei ist jedoch festzuhalten, dass auch hier die Sensitivität von NHEJ-defizienten Zellen 
deutlich schwächer ausgeprägt war als in HR-defizienten Zellen. In Studien konnte nach einer MMS-
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 Behandlung ein schlechteres Überleben von Zellen festgestellt werden, welche eine Defizienz in den 
NHEJ-Faktoren KU80 und DNA-PKcs aufwiesen (Lundin et al. 2005, Nikolova et al. 2010). Demzufolge 
war zunächst ein Einfluss von Faktoren des NHEJs an der Reparatur MMS-induzierter DNA-Schäden 
nicht auszuschließen. Die vorliegende Arbeit zeigt jedoch, dass die in der S-Phase entstandenen DSBs 
komplett NHEJ-unabhängig repariert werden, da NHEJ-defiziente Zellen keinen Reparaturdefekt nach 
einer CPT- oder MMS-Behandlung aufwiesen. Mit steigender MMS-Konzentration ist es jedoch mög-
lich, dass auch in der G1- und G2-Phase DSBs entstehen, indem zwei SSBs auf gegenüberliegenden 
DNA-Strängen erzeugt werden, die temporär durch die BER induziert wurden (Nikolova et al. 2010). 
Eine Reparatur dieser DSBs über den Weg des NHEJ erscheint in der G1- oder G2-Phase plausibel und 
kann für ein schlechteres Überleben NHEJ-defizienter Zellen nach einer MMS-Behandlung verantwort-
lich sein. Eine MMS-abhängige Induktion dieser Ereignisse ist in der S-Phase ebenfalls vorstellbar. Die 
Ergebnisse der vorliegenden Arbeit weisen jedoch darauf hin, dass diese Schäden, falls vorhanden, 
ebenfalls durch den Prozess der HR repariert werden.  
Ebenso wurden Studien veröffentlicht, welche für eine Sensitivität von NHEJ-defizienten Zellen gege-
nüber CPT sprechen. So wurde für humane Zellen, in welchen KU70 oder DNA-PKcs mittels RNA-
Interferenz supprimiert wurde, eine niedrigere Proliferations- und erhöhte Apoptoserate nach einer 
Behandlung mit dem CPT-Derivat TPT beschrieben (Tian et al. 2007). Desweiteren konnten Überle-
bensstudien zeigen, dass XRCC4-defiziente Zellen ein verringertes Überleben nach einer CPT-
Behandlung aufwiesen (Katsube et al. 2011). Diese Sensitivität ist jedoch nicht auf die verminderte 
Reparaturkapazität von replikationsassoziierten DSBs zurückzuführen, sondern wahrscheinlich auf 
eine Aktivität der Topoisomerase 1 während der Transkription von Genen. Studien konnten zeigen, 
dass TOP1 auch während der Transkription eine wichtige Rolle spielt, um Torsionsstress der DNA auf-
zuheben (Zhang et al. 1988, Durand-Dubief et al. 2011). So konnte eine inhibierende Wirkung von 
hohen Konzentration an CPT auf die Transkription beobachtet werden (Leppard and Champoux 2005, 
Pommier et al. 2006). Demzufolge können hohe Dosen von CPT DNA-Schäden in der G1- und G2-
Phase induzieren und so eine Sensitivität von NHEJ-defizienten Zellen gegenüber CPT erklären. Da in 
der vorliegenden Arbeit vorrangig die Reparatur von CPT-induzierten, replikationsassoziierten DNA-
Schäden analysiert wurde und die verwendeten CPT-Konzentrationen die Transkription nicht beeint-
rächtigen sollten, ist die beobachtete NHEJ-unabhängige Reparatur der induzierten DNA-Schäden 
plausibel.  
Die Reparatur ein-endiger DSBs ohne zweites DSB-Ende bedingt eine Reparatur über den HR-Weg, da 
für eine direkte Verknüpfung durch das NHEJ ein zweites DSB-Ende fehlt. Für die Reparatur replikati-
onsabhängiger ein-endiger DSBs ist die Verwendung des NHEJ nur dann möglich, wenn ein zweites, 
„freies“ DNA-Ende eines anderen DSBs in räumlicher Nähe verfügbar ist. Werden DSB-Enden verschie-
dener DSBs miteinander verknüpft, so können diese end joining-Prozesse in einer Ausbildung von 
Chromsomenaberrationen, welche unter anderem Fusionen verschiedener Chromatiden, Inversionen, 
Deletionen und weitere Translokationen darstellen, resultieren (Bogomazova et al. 2011). Neuere Stu-
dien zeigten jedoch noch einen weiteren Weg, über den während der Replikation Substrate für NHEJ-
Prozesse geschaffen werden könnten. Mittels des Ansatzes des sogenannten Fiber assays und einer 
Behandlung von Zellen mit HU wurde zunächst beobachtet, dass ein Großteil der kollabierten Replika-
tionsgabeln nach einer andauernden HU-Behandlung den Replikationsprozess nicht wieder aufnimmt, 
was infolge einer Reparatur mittels der BIR zu erwarten gewesen wäre. Stattdessen konnte eine ver-
mehrte Initiierung neuer RFs in räumlicher Nähe zu kollabierten RFs festgestellt werden (Petermann et 
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 al. 2010). Durch die Replikation einer neuen RF bis zu dem Punkt der kollabierten RF könnte theore-
tisch ein zweites ein-endiges DSB-Ende geschaffen werden, was die Reparatur über den Weg der HR 
oder des NHEJs ermöglichen würde (Petermann et al. 2010) (Abbildung 50). Sollte dieser Prozess 
auch nach einer CPT- oder MMS-Behandlung stattfinden, so konnte in der vorliegenden Arbeit jedoch 
kein Hinweis auf eine Beteiligung des NHEJs an der Reparatur solcher replikationsinduzierten, zwei-
endigen DSBs festgestellt werden. Dies kann womöglich an einer starken Resektion von ein-endigen 
DSBs liegen, welchen zum Zeitpunkt ihrer Entstehung kein zweites Bruchende zur Verfügung steht. 
Das KU70/KU80-Heterodimer stellt den initialen Faktor des NHEJs dar und lagert sich innerhalb weni-
ger Sekunden an die doppelsträngigen Enden von DSBs an (Uematsu et al. 2007). Es konnte zwar eine 
Bindung von KU70/KU80 an kurze, einzelsträngige Überhänge beobachtet werden (Weterings and 
Chen 2008), die HR-vermittelte Resektion eines DSB-Endes umfasst jedoch einen wesentlich größeren 
Bereich der DNA (Mimitou and Symington 2009). Es kann davon ausgegangen werden, dass bevor ein 
zweites DSB-Ende durch die Initiierung einer neuen, benachbarten Replikationsgabel erzeugt wird, das 
bereits bestehende DSB-Ende resektiert wird, um die Reparatur durch HR-Prozesse zu ermöglichen. 
Diese Theorie steht ebenfalls mit Studien von Bunting et al. in Einklang, welche zeigen konnten, dass 
NHEJ-Prozesse an replikationsassoziierten DSBs unterdrückt werden, um somit die entstandenen Lä-
sionen der HR zuzuführen (Bunting et al. 2010).  
 
 
Demzufolge sprechen die in der vorliegenden Arbeit erlangten Ergebnisse dafür, dass die Reparatur 
selbst unter der möglichen Ausbildung eines zwei-endigen DSBs nicht vom NHEJ abhängig ist, sondern 
ausschließlich durch die HR bewerkstelligt wird. 
4.2.1 CPT und MMS führen zur massiven Ausbildung von SCEs 
Die Analyse von Schwesterchromatidaustauschen ist eine bewährte Methode, um homologe Rekombi-
nationsereignisse nachzuweisen (Sonoda et al. 1999, Natarajan and Palitti 2008). In der vorliegenden 
Arbeit sollte deshalb die Anzahl an SCEs in CPT- und MMS-behandelten Zellen ermittelt werden, um 
Abbildung 50: Modell zur Entstehung zwei-
endiger DSBs in der S-Phase 
In Studien mit HU konnte gezeigt werden, dass 
nach einer andauernden HU-Behandlung von 
Zellen vermehrt kollabierte Replikationsgabeln 
entstehen, welche durch MUS81 prozessiert 
werden, was zu ein-endigen DSB führt. Jedoch 
konnte hierbei keine Reinitiierung direkt an 
den kollabierten Replikationsgabeln festgestellt 
werden, was durch Prozesse wie der BIR er-
möglicht wird. Vielmehr konnte eine Initiierung 
neuer Replikationsgabeln in räumlicher Nähe 
zu den erzeugten, ein-endigen DSBs beobachtet 
werden. Durch das Aufeinandertreffen dieser 
neuen Replikationsgabeln mit den kollabierten 
Replikationsgabeln ist eine Ausbildung zwei-
endiger, replikationsassoziierter DSBs möglich 
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 einerseits die HR-abhängige Reparatur der induzierten DSBs mit einer weiteren Methode zu bestätigen 
und zum anderen Rückschlüsse auf die Häufigkeit von SCEs bei der Reparatur replikationsassoziierter 
DSBs ziehen zu können. Für die Analyse von SCEs wurden Zellen für zwei Zellzyklen mit dem Thymi-
dinanalogon BrdU inkubiert, wobei die Auswirkung von CPT und MMS in mitotischen Zellen analysiert 
wurde, welche in der zweiten S-Phase unter dem Einfluss dieser beiden Agenzien standen. Dabei ist zu 
beachten, dass auch während der ersten S-Phase zusätzliche, endogene Rekombinationsereignisse auf-
treten können, welche mit in die Auswertung eingehen (Abbildung 51). 
 
 
Unbehandelte HeLa-Zellen zeigten in den SCE-Studien eine durchschnittliche Anzahl von ~7 endoge-
nen SCEs. Es ist somit davon auszugehen, dass in zwei Zellzyklen etwa 7 Rekombinationsereignisse 
stattfinden die so aufgelöst werden, dass es zu der Ausbildung eines SCEs führt. Diese Anzahl an spon-
tanen SCEs korreliert mit Ergebnissen bereits publizierter Studien (Vilenchik and Knudson 2003, 
Conrad et al. 2011). Die Anzahl aller Rekombinationsereignisse ist jedoch wesentlich höher einzu-
schätzen, da die vorherrschenden Mechanismen zur Auflösung von doppelten Hollidaystrukturen nicht 
zu einer Ausbildung von SCEs führen (siehe 1.3.2.3). Eine Suppression von RAD51 mittels SiRNA führ-
te in unbehandelten Zellen nicht zu einer Reduktion dieser endogenen SCEs. Dies könnte durch die 
verminderte Suppression der HR innerhalb der ersten Stunden der Experimente zu erklären sein. Wie 
aus Abbildung 51 ersichtlich wird, können SCEs auch bereits während der ersten S-Phase stattfinden 
und bei der Analyse nach der zweiten S-Phase detektiert werden. Da SiRNA post-transkriptionell wirkt, 
dauert es je nach Halbwertzeit der zu regulierenden Proteine einige Stunden, bis sich die Suppression 
eines Proteins auf die Zelle auswirkt. In der Regel sind deutlich verminderte Proteinlevel 48 bis 72 
Stunden nach der Transfektion mittels Si-RNA zu erkennen. Deshalb ist davon auszugehen, dass Zellen 
innerhalb des ersten Zellzyklus noch RAD51-vermittelte SCEs ausbilden konnten. Außerdem erfolgte 
wahrscheinlich keine komplette Depletion des RAD51-Pools, da auch nach einer CPT- oder MMS-
Behandlung die SCE-Rate von RAD51-supprimierten Zellen nicht auf ein Hintergrundlevel reduziert 
werden konnte. 
Abbildung 51: Detektion von Schwesterchromatidaustau-
schen 
SCEs stellen eine Folge von homologen Rekombinations-
ereignissen zwischen Schwesterchromatiden dar. Diese 
können durch den Einbau von BrdU, welches während 
der Replikation anstelle von Thymidin in die DNA einge-
baut wird, sichtbar gemacht werden. Wird BrdU über 
zwei Zellzyklen hinweg in die DNA inkorporiert, so kön-
nen anschließend doppelt-substituierte (zwei rote Bal-
ken) von einfach-substituierten Chromatiden (ein roter 
und ein blauer Balken) durch den Intensitätsunterschied 
eines DNA-Farbstoffs unterschieden werden. Findet wäh-
rend eines HR-Ereignisses ein Austausch von Schwester-
chromatiden statt, so führt dies in der Auswertung zu 
einem reziproken Farbwechsel der beiden Chromatiden. 
Zu beachten ist, dass auch SCEs während des ersten 
Zellzyklus mit dieser Methode detektiert werden können, 
sodass die Anzahl an Ereignissen aus zwei Zellzyklen 
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 Da sowohl in den zytogenetischen Ansätzen als auch durchflusszytometrischen Analysen dieser Arbeit 
keine spezifische Auswahl von RAD51-depletierten Zellen möglich war, wurde die Depletionseffizienz 
der verwendeten RAD51-SiRNA in relevanten Zellsystemen getestet. Hierbei konnte mittels Western-
blotanalyse eine durch SiRNA verminderte RAD51-Expression von mindestens 60 bis 80% ermittelt 
werden. Eine Depletionseffizienz von 60 bis 80 % kann sich jedoch sehr unterschiedlich auf zelluläre 
Prozesse auswirken, je nachdem welches Protein supprimiert wird. So kann bei einigen Proteinen eine 
geringe Suppression bereits ausreichen, um die Funktionalität einzuschränken, wohingegen selbst ge-
ringe Mengen anderer Proteine noch ausreichen können, um alle nötigen Funktion aufrechtzuerhalten. 
Der geringe Effekt der RAD51-Suppression in unbehandelten Zellen der SCE-Experimente ist somit 
zum einen auf die geringe Suppression innerhalb des Anfangszeitraums der Experimente als auch auf 
die Restaktivität der verbliebenen RAD51-Proteine nach der Suppression mittels SiRNA zurückzufüh-
ren. 
Durch eine Behandlung von Zellen mit 10nM CPT oder 1,5mM MMS konnte eine erstaunlich hohe 
Anzahl an SCEs induziert werden. Durch die Suppression von RAD51 mittels SiRNA konnte diese An-
zahl deutlich reduziert werden, was eindeutig eine Abhängigkeit der CPT- und MMS-induzierten DNA-
Schäden von der Reparatur durch die HR belegt. Als interessant erwies sich dabei einerseits die erhöh-
te Anzahl an CPT-induzierten SCEs im Vergleich zu MMS-induzierten HR-Ereignissen und andererseits 
die hohen Gesamtanzahlen an SCEs nach einer CPT- oder MMS-Behandlung.  
Vergleicht man zunächst die induzierten γH2AX-Foci-Werte der Kinetiken miteinander, so stellt sich 
heraus, dass durch eine Behandlung mit 1,5mM MMS mehr γH2AX-Foci induziert werden als durch 
eine 10nM CPT-Behandlung. Bei Verwendung gleicher Dosen konnten jedoch nach einer  CPT-
Behandlung mehr SCEs nachgewiesen werden als nach einer MMS-Behandlung. Es stellte sich somit 
die Frage warum CPT zwar weniger γH2AX-Foci, jedoch mehr SCEs als MMS erzeugte. Hierzu ist zu-
nächst festzuhalten, dass in den γH2AX-Foci-Analysen eine heterogene S-Phase Population analysiert 
wurde, da die einstündige EdU-Behandlung alle Zellen unterschiedlicher S-Phase-Stadien markierte. In 
den SCE-Studien wurden hingegen lediglich Zellen ausgewertet, welche zu einem definierten Zeit-
punkt die Mitose erreichten. In den Life cell-Studien konnte gezeigt werden, dass die CPT-induzierte 
Anzahl von DSBs mit der Aufenthaltsdauer von Zellen in der S-Phase zunimmt. Unter dem Einfluss von 
CPT kann somit davon ausgegangen werden, dass Zellen, welche nach Behandlungsbeginn gerade in 
die S-Phase progressierten, am stärksten in der S-Phase-Progression gestört wurden, wohingegen Zel-
len, die bereits bei Behandlungsbeginn die Hälfte ihrer DNA repliziert hatten weniger verlangsamt 
wurden und Zellen welche erst nach fast vollständiger Replikation unter dem Einfluss von CPT standen 
kaum eine Verzögerung aufwiesen. Demzufolge progressierten stärker-geschädigte Zellen wesentlich 
später in die Mitose als schwach-geschädigte Zellen. Zu dem bereits vorhandenen Fortschritt in der 
Zellzyklusprogression von späten S-Phase-Zellen im Vergleich zu frühen S-Phase-Zellen addierte sich 
noch eine Verlangsamung der Zellzyklusprogression aufgrund der induzierten DNA-Schäden. In den 
durchflusszytometrischen Analysen konnte bestätigt werden, dass die Zellzyklusprogression von 
1,5mM MMS-behandelten Zellen stärker durch die Behandlung verzögert wurde, als jene von 10nM 
CPT-behandelten Zellen. Für die SCE-Studien wurden jedoch sowohl CPT- als auch MMS-behandelte 
Zellen zum gleichen Zeitpunkt nach Beginn der Behandlung analysiert. Die unterschiedlichen SCE-
Raten sind somit auf unterschiedliche Zellpopulationen zurückzuführen, die zum gleichen Zeitpunkt 
fixiert wurden. Während nach einer CPT-Behandlung 14 bis 17 Stunden nach Beginn der Behandlung 
Zellen analysiert wurden, welche wahrscheinlich eine komplette S-Phase durchlaufen hatten und dem-
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 zufolge das Maximum an induzierbaren DSBs und SCEs ausgebildet hatten, wurde zum gleichen Zeit-
punkt nach einer MMS-Behandlung eine Population analysiert, die wesentlich weniger DSBs und SCEs 
ausbilden konnte. Für einen idealen Vergleich der beiden Agenzien hätte ein späterer Zeitpunkt für die 
Analyse von MMS-behandelten Zellen gewählt werden müssen, um auch hier das Maximum an indu-
zierten DSBs sowie SCEs in Zellen analysieren zu können, welche die komplette S-Phase unter dem 
Einfluss von MMS standen. Folglich wäre auch ein früherer Analysezeitpunkt der CPT-behandelten 
Zellen oder eine Anpassung der CPT- und MMS-Dosen möglich gewesen, um vergleichbare Werte zu 
erzielen. Anhand dieser Analyse wird deutlich, welch großes Augenmerk auf die Wahl der zu analysie-
renden Zellpopulation gelegt werden muss, um die erhaltenen Daten spezifisch miteinander verglei-
chen zu können. In zytogenetischen Studien, welche die Auswirkung von zellzyklusspezifisch-
wirkenden Noxen beurteilen sollen, ist deshalb eine genaue Analyse des Zellzyklusverhaltens von Zel-
len unabdingbar. 
Zusammenfassend ist davon auszugehen, dass MMS und CPT eine bestimmte Anzahl von SCEs indu-
zieren, welche im Verhältnis zur induzierten Anzahl an DSBs steht. Die zweite Beobachtung betraf die 
Korrelation der verhältnismäßig hohen Gesamtanzahl an induzierten SCEs mit den vergleichsweise 
niedrigen γH2AX-Foci-Werten. Unter Berücksichtigung der seltenen Ausbildung von SCEs ließ die hohe 
Anzahl an SCEs lediglich den Schluss zu, dass auch γH2AX-Foci-unabhängige CPT- und MMS-
induzierte DNA-Schäden zur Ausbildung von SCEs beitrugen. 
4.2.2 MMS und CPT erzeugen Strukturen, welche zu SCEs jedoch nicht zu γH2AX-Foci füh-
ren 
Die in der vorliegenden Arbeit ermittelten Werte von über 50 CPT- und MMS-induzierten SCEs konn-
ten nicht mit den beobachteten, niedrigeren γH2AX-Foci-Anzahlen korreliert werden, weshalb über-
prüft wurde, ob es γH2AX-negative Strukturen gibt, welche HR-abhängig prozessiert werden und somit 
zur Ausbildung von SCEs beitragen. Hierzu wurden Zellen verwendet, welche einen Defekt in der Ba-
senexzisionsreparatur besitzen und aufgrund einer Defizienz der Methylpurin-Glycosylase (AAG) me-
thylierte Basen nicht entfernen können. In den Zellen werden folglich nach einer MMS-Behandlung 
wesentlich weniger SSBs erzeugt, welche mit Replikationsgabeln interferieren können. Somit kommt 
es zu einer verringerten Induktion von MMS-induzierten DSBs. Eine reduzierte Ausbildung von γH2AX-
Foci nach einer MMS-Behandlung konnte bereits in noch unveröffentlichten Studien der Arbeitsgruppe 
Löbrich gezeigt werden (mündliche Mitteilung Dr. Michael Ensminger). Um nun eine Entkopplung der 
Erzeugung von SCEs von der Ausbildung an γH2AX-Foci nachzuweisen, wurde die Ausbildung von 
SCEs in AAG-defizienten Zellen nach einer MMS-Behandlung untersucht. Sollten nach einer MMS-
Behandlung SCEs auftreten, so stellten diese einen starken Hinweis auf γH2AX-unabhägige HR-
Ereignisse dar, da nach gleicher MMS-Behandlung keine erhöhten γH2AX-Foci-Level detektiert werden 
konnten.  
Unbehandelte Wildtyp (WT)- sowie AAG-defiziente Zellen wiesen durchschnittlich 10 bis 13 SCEs auf, 
was mit ermittelten Daten muriner Zellen anderer Studien in Einklang steht (Ju et al. 2013). Eine 
Suppression von RAD51 mittels SiRNA erbrachte in beiden Zelllinien keine Reduktion der spontanen 
SCEs-Raten, was analog zu den Studien in humanen Zellen mit einer verminderten RAD51-
Suppression innerhalb des ersten Tages nach der SiRNA-Transfektion sowie einer Aktivität von ver-
bliebenen RAD51-Proteinen erklärt werden kann. Durch eine Behandlung mit 0,5mM oder 1mM MMS 
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 ließen sich sowohl in WT- als auch in AAG-defizienten Zellen SCEs induzieren. Dabei konnten nach 
einer 1mM MMS-Behandlung sogar deutlich mehr SCEs in AAG-defizienten Zellen festgestellt werden 
als in WT-Zellen. Durch eine Suppression von RAD51 mittels SiRNA ließen sich diese Ereignisse redu-
zieren. Dieses Ergebnis lässt zusammen mit den bestehenden γH2AX-Daten in AGG-defizienten Zellen 
darauf schließen, dass MMS DNA-Läsionen erzeugt, welche nicht zu γH2AX-Foci jedoch zu SCEs füh-
ren können. Die Ausbildung dieser γH2AX-unabhängigen SCEs ist ebenso RAD51-abhängig wie die HR-
vermittelte Reparatur γH2AX-positiver DSBs, sodass vermutet werden kann, dass bei diesem Prozess 
zwischenzeitlich ähnliche Strukturen entstehen, welche auch bei der HR auftauchen. 
Es ist davon auszugehen, dass eine Vielzahl an MMS-induzierten Methylierungen zu Komplikationen 
während der Replikation der DNA führt, wobei die replikationsblockierende Läsion hauptsächlich 
N3meA darstellt (Larson et al. 1985, Groth et al. 2010). Dabei werden Strukturen erzeugt, welche kei-
ne freiliegenden DSBs darstellen, da γH2AX-Foci zumindest in AAG-defizienten Zellen nicht durch 
MMS induziert werden. Diese Strukturen erfordern allerdings eine HR-abhängige Reparatur, die zu 
Crossover-Produkten führen kann, was durch die RAD51-Abhägigkeit dieser SCEs gezeigt werden 
konnte. Diese Ergebnisse stehen in Einklang mit Studien von P. Groth et al., welche zeigen konnten, 
dass methylierte DNA zu einer physikalischen Replikationsblockade führt, welche unabhängig von ei-
ner DNA-Schadensantwort stattfinden kann (Groth et al. 2010). Dabei wurde mit steigender MMS-
Konzentration eine verminderte Elongation an Replikationsgabeln beobachtet. Da gezeigt wurde, dass 
arretierte Replikationsgabeln potentiell zu der Ausbildung von chicken foot-Strukturen führen können 
(Bugreev et al. 2011) und diese bei Ihrer Auflösung zur Ausbildung von SCEs beitragen, sollte eine 
Zunahme an Methylierungen zu mehr SCEs führen. Mit diesem Modell ist auch das erhöhte SCE-Level 
von AAG-defizienten Zellen im Vergleich zu WT-Zellen zu erklären. Da AAG-defiziente Zellen nicht in 
der Lage sind methylierte Basen zu entfernen, werden diese nach einer MMS-Behandlung massiv ak-
kumuliert, wodurch es zu einer verstärkten Blockade von Replikationsgabeln an methylierten Basen 
kommt. Die starke Erhöhung der SCE-Rate von AAG-defizienten Zellen nach einer 1mM MMS-
Behandlung lässt darauf schließen, dass mit steigender MMS-Dosis γH2AX-Foci-negative „Läsionen“ 
wie chicken foot-Strukturen sogar vermehrt zur Ausbildung von SCEs beitragen.  
Einen ersten Hinweis darauf, dass die Anzahl an replikationsassoziierten, SCE-induzierenden Struktu-
ren höher liegen muss als das durchschnittliche γH2AX-Foci-Level von unbehandelten Zellen in der S-
Phase, gaben bereits Studien mit BLM-defizienten Zellen. M. Vilenchik und G. Knudson nahmen dabei 
in ihren Studien an, dass Zellen von Patienten mit dem Bloom‘'s Syndrom einen besseren Aufschluss 
über die spontane Anzahl an DSBs pro Zellzyklus geben könnten. Unbehandelte BLM-Zellen weisen 
bereits eine stark erhöhte, endogene Rate an SCEs auf. Da davon ausgegangen wird, dass eine Haupt-
funktion des BLM-Proteins in der Prozessierung von DNA-Strukturen an arretierten und kollabierten 
Replikationsgabeln sowie bei der Auflösung von dHJ liegt und so zur Vermeidung von SCEs beiträgt, 
sollten die SCE-Raten in BLM-defizienten Zellen eine bessere Näherung der Anzahl an endogenen 
DSBs liefern, die in der S-Phase über den HR-Weg repariert werden (Vilenchik and Knudson 2003). 
Voraussetzung hierfür ist natürlich, dass ein BLM-Defekt keinen Einfluss auf die Ausbildung von DSBs 
besitzt. So vermuteten Vilenchik und Knudson, dass BLM-defiziente Zellen, welche unbehandelt ~50 
SCEs pro Zellzyklus zeigen, mindestens 50 endogene DSBs in jedem Zellzyklus ausbilden müssen 
(Vilenchik and Knudson 2003). Da jedoch selbst bei einer BLM-Defizienz nur ein Teil der DSBs durch 
den Prozess der Resolution zur Ausbildung von SCEs führt, müsste ein Vielfaches der beobachteten 
DSBs vorhanden sein, um die massive Ausbildung von SCEs erklären zu können. Selbst BLM-Zellen, in 
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 welchen SCEs häufiger auftauchen, müssten demnach mehrere hundert DSBs pro Zellzyklus ausbilden, 
um eine Anzahl von 50 SCEs erklären zu können. Eine starke Erhöhung von DSB-Leveln konnte jedoch 
in BLM defizienten Zellen nicht festgestellt werden (Rao et al. 2005, Lahkim Bennani-Belhaj et al. 
2010). Demzufolge ist von einem Modell auszugehen, bei welchem auch in BLM-Zellen replikations-
abhängig Strukturen entstehen, welche keine „freien“ DSBs darstellen, die jedoch einer Reparatur über 
den HR-Weg bedürfen um aufgelöst zu werden und somit zu SCEs führen können. 
Für MMS wurde demzufolge anhand der Studien mit AAG-defizienten Zellen gezeigt, dass durch eine 
Behandlung DNA-Strukturen erzeugt werden, welche keine γH2AX-Foci ausbilden, wohl aber zur Aus-
bildung von SCEs führen können. Da in der vorliegenden Arbeit eine ähnliche Relation zwischen 
γH2AX-Foci-Level und SCE-Raten nach einer CPT-Behandlung festgestellt wurde, kann davon ausge-
gangen werden, dass auch CPT zu replikationsabhängigen Strukturen führt, welche kein γH2AX-Signal 
induzieren und dennoch HR-abhängig repariert werden und damit SCEs ausbilden können. Sowohl für 
MMS- als auch für CPT-induzierte, γH2AX-negative Strukturen stellen arretierte Replikationsgabeln, 
welche nicht direkt re-initiiert werden können, eine plausible Erklärung für die erhöhten SCE-Raten im 
Vergleich zu den ermittelten γH2AX-Foci-Leveln dar. Diese arretierten Replikationsgabeln können zu 
chicken-foot-Strukturen konvertiert werden.  
Ausgehend von einer chicken-foot-Struktur wird es einer Zelle ermöglicht die Replikation durch die 
Ausbildung einer dHJ wieder aufzunehmen. Die Idee einer dHJ-vermittelten Re-Initiierung an einer 
arretierten Replikationsgabel ohne Ausbildung eines DSBs konnte hauptsächlich durch die Notwendig-
keit von RAD51 jedoch nicht von MUS81 bei der Reparatur solcher Strukturen hergeleitet werden 
(Petermann and Helleday 2010). Dabei wird RAD51 zwingend für die Ausbildung einer dHJ benötigt, 
wohingegen MUS81 bei der Reparatur arretierter Replikationsgabeln durch die gezielte Induktion ei-
nes ein-endigen DSBs gebraucht wird, um die BIR zu initiieren. In Studien mit HU konnte gezeigt wer-
den, dass ein RAD51-abhängiger Neustart von kurzzeitig arretierten Replikationsgabeln (2h) möglich 
ist, jedoch nicht nach langen Zeiten einer HU-Behandlung (24h) (Petermann et al. 2010). Demzufolge 
ist aufgrund der hohen SCE-Raten nach einer MMS-Behandlung davon auszugehen, dass infolge der 
zahlreichen Methylierungen eine Vielzahl an arretierten Replikationsgabeln entsteht, welche nicht zu 
ein-endigen DSBs und somit zur Ausbildung von γH2AX-Foci führt, sondern die Ausbildung von chi-
cken foot-Strukturen und deren Auflösung mittels RAD51 fördert. Für CPT ist ein ähnlicher Mechanis-
mus vorstellbar. Das klassische Modell CPT-induzierter DNA-Schäden ist die Ausbildung von ein-
endigen DSBs durch den Mechanismus des replication fork run off (Pommier 2006), welcher haupt-
sächlich die BIR initiiert. In den vorliegenden Studien konnten jedoch, ähnlich zu einer MMS-
Behandlung, wesentlich mehr RAD51-abhängige SCEs als γH2AX-Foci beobachtet werden, sodass auch 
hier ein HR-Prozess postuliert werden muss, welcher nicht auf die Induktion von ein-endigen DSBs 
zurückzuführen ist. Neben dem Modell des replication fork run off müsste somit nach einer CPT-
Behandlung ebenfalls ein Arretieren von Replikationsgabeln angenommen werden, welches über die 
Ausbildung von chicken foot-Strukturen zu einer Re-Initiierung des Replikationsprozess durch einen 
HR-abhängigen Mechanismus führt. In Studien mit Hefen konnte gezeigt werden, dass ein erhöhter 
Torsionsstress vor aktiven Replikationsgabeln nach Inhibition der Topoisomerase 1 besteht (Koster et 
al. 2007). Neuere Studien konnten mit der sensitiven Methode des fiber assays eine Verlangsamung 
und Arretierung von Replikationsgabeln nach einer CPT-Behandlung zeigen. Hierbei wurde eine deut-
lich verminderte Progression einzelner Replikationsgabeln nach einer Behandlung von Zellen mit 
25nM CPT festgestellt (Chaudhuri et al. 2012). In derselben Studie konnte gezeigt werden, dass nach 
4. Diskussion  106 
 einer Behandlung mit 25nM CPT ca. 25 bis 40% aller aktiven Replikationsgabeln zu chicken foot-
Strukturen führen, was einer Anzahl von 1000 bis 5000 Replikationsgabeln entspricht (Chaudhuri et 
al. 2012). Wenn diese Strukturen HR-abhängig aufgelöst werden, bildet dies einen guten Ansatz zur 
Erklärung der hohen Anzahl an SCEs im Vergleich zu CPT-induzierten γH2AX-Foci. Es ist somit davon 
auszugehen, dass die in der vorliegenden Arbeit verwendete CPT-Konzentration von 10nM zur Ausbil-
dung von mehreren hundert chicken foot-Strukturen führt. Demzufolge ist eine Ausbildung von SCEs 
durch die Auflösung γH2AX-negativer chicken foot-Strukturen nach einer Behandlung mit CPT plausi-
bel.  
Zusammenfassend führen sowohl CPT als auch MMS im Zuge der Replikation einerseits zu DSBs, wel-
che durch γH2AX-Foci detektiert werden können, und andererseits durch das Arretieren von Replikati-
onsgabeln zu Strukturen, welche womöglich chicken foot-Strukturen darstellen und keine γH2AX-Foci 
ausbilden, jedoch durch HR-vermittelte Prozesse ebenso wie DSBs zu SCEs führen können. Die Anzahl 
dieser γH2AX-negativen Strukturen, welche zur Entstehung von SCEs beitragen, scheint nach einer 
10nM CPT-Behandlung sowie einer 1,5mM MMS-Behandlung vergleichbar zu sein.  
4.3 Zusammenhang von Zellzyklusprogression und Reparatur CPT- und MMS-
induzierter DNA-Schäden  
Nachdem in der vorliegenden Arbeit zunächst aufgezeigt wurde wie CPT- und MMS-induzierte DSBs 
induziert und repariert werden, bestand ein primäres Ziel der Studien in der Beantwortung der Frage 
wann die induzierten DSBs in Abhängigkeit der Zellzyklusprogression repariert werden. 
4.3.1 Der Großteil CPT-induzierter DSBs wird nach weitgehend abgeschlossener S-Phase re-
pariert 
Innerhalb der S-Phase konnte sowohl in den γH2AX-Kinetiken als auch in den Life cell-Studien keine 
Reduktion der Anzahl an γH2AX-Foci beobachtet werden. Deshalb wurden für die Analyse der Repara-
tur CPT-induzierter DSBs γH2AX-Foci in Zellen analysiert, welche die Replikation größtenteils abge-
schlossen hatten. Hierzu dienten Zellen, die während des 6-stündigen Analysezeitraums der Life cell-
Studien das S-Phase-typische LIG1-Signal verloren hatten. Je nach Zeitpunkt des Verlusts des LIG1-
Signals vor der Fixierung der Zellen konnte das Ende der Replikation zeitlich festgehalten werden und 
γH2AX-Foci-Anzahlen pro Zelle bestimmt werden. In diesen Analysen konnte erstaunlicherweise fest-
gestellt werden, dass der Großteil an CPT-induzierten sowie endogen-entstandenen γH2AX-Foci auch 
noch nach weitgehend abgeschlossener Replikation persistiert. Die γH2AX-Foci-Werte von CPT-
behandelten Zellen, welche innerhalb einer Stunde vor der Fixierung die Replikation beendet hatten, 
lagen ca. 10 Foci unterhalb des Wertes von Zellen, die während des gesamten Analysezeitraums der S-
Phase zugeschrieben werden konnten. Dies ließ zunächst eine Reparatur von CPT-induzierten DSBs 
innerhalb der späten S-Phase vermuten. Zu berücksichtigen ist jedoch, dass die Zellen, welche inner-
halb einer Stunde vor der Fixierung die Replikation abgeschlossen hatten zum Zeitpunkt der CPT-
Behandlung wahrscheinlich bereits in der Mitte der S-Phase lokalisiert waren. Aufgrund einer 10- bis 
14-stündigen S-Phase standen die Zellen somit erst unter dem Einfluss von CPT, als bereits über 50% 
der Replikation stattgefunden hatte. Aus Abbildung 49 wird erkenntlich, dass die Replikationsrate zum 
Ende der S-Phase abnimmt. Die Zellpopulation, welche während des gesamten Beobachtungszeitraums 
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 in der S-Phase verblieb beinhaltete jedoch Zellen, die wahrscheinlich eine durchweg konstante und 
erhöhte Replikationsrate aufwiesen und deshalb mehr CPT-induzierte γH2AX-Foci ausbilden konnten. 
Demzufolge bildeten Zellen, welche erst kurz vor der Fixierung die Replikation vollendeten, insgesamt 
weniger DSBs aus. Desweiteren beinhaltet der γH2AX-Foci-Wert zum Zeitpunkt 0-60 Minuten potenti-
ell Zellen, welche die Replikation bereits seit 60 Minuten abgeschlossen hatten. Diese Zellen konnten 
zum  einen bereits einige der induzierten DNA-Schäden reparieren und standen außerdem nur für ca. 
5 Stunden unter dem Einfluss von CPT. Somit kann der Unterschied der CPT-induzierten γH2AX-Foci-
Werte zwischen Zellen, welche gerade die Replikation beendet haben, und Zellen, die sich den komp-
letten Analysezeitraum in der S-Phase befanden, sowohl auf bereits stattgefundene Reparaturprozesse 
nach weitgehend abgeschlossener Replikation als auch auf eine verminderte Induktion von DSBs zu-
rückgeführt werden und muss nicht zwingend auf eine Reparatur von CPT-induzierten DSBs innerhalb 
der S-Phase hindeuten. 
Eine eindeutige Abnahme der γH2AX-Foci-Anzahl konnte erst nach Verlust des S-Phase-typischen 
LIG1-Musters beobachtet werden. 4 bis 5 Stunden nach dem Verschwinden des LIG1-Musters konnten 
keine CPT-induzierten γH2AX-Foci mehr detektiert werden. Die Anzahl an endogen-erzeugten γH2AX-
Foci nahm ebenfalls erst nach Verlust des LIG1 ab und erreichte 5 bis 6 Stunden nach abgeschlossener 
Replikation ein Minimum von 8 Foci. Einen wichtigen Aspekt, welcher bei der Auswertung der γH2AX-
Foci-Anzahlen nach Verschwinden des LIG1-Signals beachtet werden muss, stellt die Aufenthaltsdauer 
von Zellen in der S-Phase dar. Auch wenn CPT durch eine Dauerbehandlung eine kontinuierliche Aus-
bildung von DSBs in der S-Phase gewährleisten konnte, so wurden Zellen, die bereits kurz nach Be-
handlungsbeginn aus der S-Phase in die G2-Phase progressierten und demzufolge im Zeitintervall 330 
– 360 Minuten analysiert wurden, verhältnismäßig wenig geschädigt. Die niedrige Anzahl an γH2AX-
Foci- zu späteren Zeitpunkten kann somit hauptsächlich auf zwei Erklärungen zurückgeführt werden. 
Zum einen hatten die Zellen nach Abschluss der Replikation wesentlich mehr Zeit die CPT-induzierten 
DNA-Schäden innerhalb des 6-stündigen Versuchszeitraums zu reparieren und zum anderen wurden 
vergleichsweise wenige DSBs induziert, da sich die Zellen wesentlich kürzer in der S-Phase aufhielten. 
Zusätzlich führte die niedrigere Replikationsaktivität von Zellen in der späten S-Phase zu einer ver-
minderten Ausbildung von replikationsassoziierten DSBs. Demzufolge kann aufgrund der Life cell-
Ergebnisse zum Verschwinden der CPT_induzierten γH2AX Foci kein Rückschluss auf die Geschwin-
digkeit der Reparatur gezogen werden. 
Aufgrund der hohen Anzahl an CPT-induzierten γH2AX-Foci direkt nach Verschwinden des LIG1-
Signals ist jedoch von einer Reparatur S-Phase-induzierter DSBs nach weitgehender Vollendung der 
Replikation auszugehen. Dieses Ergebnis steht in Einklang mit Studien von G. Karras und S. Jentsch, 
welche zeigen konnten, dass die Reparatur von replikationsassoziierten DNA-Schäden in Eukaryoten 
erst postreplikativ stattfindet. Hierbei fanden sie unter anderem heraus, dass die TLS nicht zwingend 
zur Überwindung einer Replikationsblockade an arretierte Replikationsgabeln innerhalb der S-Phase 
dient, sondern vielmehr „hinter“ Replikationsgabeln, und sogar außerhalb der S-Phase operiert (Karras 
and Jentsch 2010). Dabei wurde ein Model beschrieben, in dem Replikationsgabeln direkt hinter einer 
DNA-Läsion neu gestartet werden, um so die Replikation zunächst vollenden zu können (Karras and 
Jentsch 2010). Demzufolge könnte eine Zelle zunächst die Replikation an unbeschädigten Bereichen 
beenden, bevor die Reparatur an arretierten und kollabierten Replikationsgabeln sowie von replikati-
onsassoziierten DSBs stattfindet.  
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 Um eine mögliche Replikationsaktivität von Zellen nach Verschwinden des S-Phase-typischen LIG1-
Musters auszuschließen, wurde Zellen in einigen Life cell-Ansätzen 10 Minuten vor der Fixierung EdU 
hinzugefügt. In Zellen, welche das LIG1-Muster innerhalb der letzten halben Stunde vor der Fixierung 
verloren, konnte keine EdU-Inkorporation beobachtet werden (Daten nicht gezeigt). Dies spricht dafür, 
dass nach dem Verlust des LIG1-Musters keine Replikation mehr stattfand oder, falls EdU eingebaut 
wurde, dass das hiervon emittierte Signal unterhalb der Detektionsgrenzen lag. In Zellen, die zum 
Zeitpunkt der Fixierung noch in der S-Phase waren und deshalb ein LIG1-Muster aufwiesen, korrelierte 
das EdU-Signal mit dem LIG1-Signal. Dies spricht für die spezifische Markierung von aktiven Replika-
tionsprozessen mit Hilfe des LIG1-Signals.  
Eine Kolokalisation von γH2AX-Foci mit dem LIG1-Muster konnte nicht beobachtet werden. Dies ist 
darauf zurückzuführen, dass die Analyse des kombinierten Life cell-/γH2AX-Foci-Ansatzes in fixierten 
Proben nach Beendigung des 6-stündigen Beobachtungszeitraums stattfand. Demnach wurden durch 
das LIG1-Muster ausschließlich die Orte der Replikation markiert, welche zum Zeitpunkt der Fixierung 
aktiv waren. Die detektierten γH2AX-Foci konnten jedoch während des gesamten Analysezeitraums 
oder sogar zuvor in der S-Phase entstanden sein, da γH2AX-Foci, je nach Geschwindigkeit der Repara-
tur, über einen Zeitraum von mehreren Stunden persistieren können (Lobrich et al. 2010). Die Repli-
kation hingegen wurde an anderen Stellen des Genoms während des Analysezeitraums fortgesetzt, 
sodass in fixierten Zellen das LIG1-Muster unabhängig von γH2AX-Foci lokalisiert sein konnte. Hierbei 
kann jedoch nicht ausgeschlossen werden, dass Replikationsprozesse in geringem Ausmaß an Stellen 
im Genom stattfinden, die aufgrund der Detektionsgrenze anhand des LIG1-Signals nicht erfasst wer-
den können. Demzufolge ist es möglich, dass Reparatur- oder Replikationsereignisse an CPT- oder 
MMS-induzierten DSBs nicht mit einem LIG1- oder EdU-Signal korrelieren.  
Anhand der Life cell-Daten konnte somit geschlussfolgert werden, dass ein großer Teil CPT-induzierter 
DSBs erst nach weitgehend abgeschlossener Replikation repariert wird, wobei anhand eines LIG1-
Musters nicht unterschieden werden kann, ob sich Zellen in der G2-Phase oder einer sehr späten S-
Phase befinden, in welcher die komplette DNA, bis auf die geschädigten Bereiche repliziert vorliegt. 
4.3.2 CPT- und MMS-induzierte DSBs werden pre-mitotisch repariert 
Nachdem gezeigt werden konnte, dass der Großteil an CPT- und MMS-induzierten DSBs erst repariert 
wird, nachdem der Großteil der DNA repliziert wurde, sollte untersucht werden, ob Zellen mit erhöh-
ten DSB-Level in die Mitose progressieren. Hierzu wurden in mitotischen Zellen sowohl γH2AX-Foci 
per Immunfluoreszenz als auch Chromatidbrüche durch zytogenetischen Studien analysiert. Für die 
Analyse wurde Zellen, welche in der S-Phase durch CPT oder MMS geschädigt wurden, zunächst aus-
reichend Zeit gegeben in die Mitose zu progressieren. In den Immunfluoreszenzstudien wurde dabei 
ein Analysezeitpunkt von 16 Stunden nach einer Behandlung mit CPT oder MMS gewählt. Für zytoge-
netische Studien wurden mitotische Zellen 14 bis 17 Stunden nach einer Behandlung durch die Gabe 
von Colcemid akkumuliert und anschließend fixiert. Unter Berücksichtigung der durchflusszytometri-
schen Analysen des Zellzyklusverhaltens nach einer 10nM CPT-Dauerbehandlung sowie einer 1,5mM 
MMS-Behandlung wird deutlich, dass zu diesen Zeitpunkten bereits 40% der markierten S-Phase-
Population in die G1-Phase progressiert waren. Aufgrund des durch die Life cell-Studien hergestellten 
Zusammenhangs zwischen zellulärer Aufenthaltsdauer in der S-Phase unter Einfluss von CPT bzw. 
MMS und der Ausbildung von DSBs kann davon ausgegangen werden, dass die bereits in die G1-Phase 
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 progressierten Zellen ehemalige S-Phasen darstellen, welche zum Zeitpunkt des Behandlungsbeginns 
bereits in einem späten Stadium der S-Phase waren. Demzufolge wurden in einem Untersuchungszeit-
raum von 14 bis 17 Stunden Zellen aus der zytogenetischen Analyse ausgeschlossen, welche aufgrund 
kurzer Aufenthaltsdauer in der S-Phase weniger Schäden ausbildeten. Dieser späte Analysezeitpunkt 
konnte somit sicherstellen, dass nicht gänzlich unterschiedliche S-Phase-Populationen nach einer CPT- 
oder MMS-Behandlung untersucht wurden. In beiden Ansätzen wurden somit sowohl nach einer CPT 
als auch nach einer MMS-Behandlung zum großen Teil Zellen ausgewertet, welche bei Beginn der Be-
handlung in der Mitte der S-Phase oder in einem früheren Zellzyklusstadium-Stadium vorlagen. Be-
fanden sich Zellen zu Beginn der CPT- oder MMS-Behandlung in der G1-Phase und progressierten 
während des 16- oder 17-stündigen Versuchs-Zeitraums durch die S-Phase in die Mitose, so konnte 
davon ausgegangen werden, dass diese Zellen ein Maximum an induzierten DNA-Schäden aufwiesen. 
Bei einer MMS-Behandlung war jedoch zu berücksichtigen, dass der Versuchs-Zeitraum nicht zu lange 
gewählt werden durfte, da die MMS-Behandlung in Form eines einstündigen Pulses stattfand. Bei Zel-
len, welche einige Stunden nach der einstündigen Pulsbehandlung noch in der G1-Phase verblieben 
und erst anschließend in die S-Phase progressierten, kann angenommen werden, dass diese Zellen 
weniger MMS-induzierte Läsionen in der S-Phase ausbildeten, da in der G1-Phase Zeit bestand die 
durch MMS-induzierten Methylierungen zu beheben, bevor diese in der S-Phase zu DSBs führen konn-
ten.  
Interessanterweise führten sowohl Behandlungen mit CPT als auch mit MMS zu keinen erhöhten 
γH2AX-Foci-Werten und nur geringen Chromatidbruchlevel in der Mitose, obwohl in der S-Phase eine 
beträchtliche Anzahl an DSBs erzeugt wurde. Selbst nach einer Induktion von knapp 80 γH2AX-Foci 
durch die Behandlung von Zellen mit 20nM CPT konnten keine erhöhten Foci-Level in der Mitose de-
tektiert werden. Zusammen mit der Beobachtung, dass die meisten CPT- und MMS-induzierten DSBs 
auch nach weitgehend abgeschlossener Replikation persistieren, kann demnach angenommen werden, 
dass die induzierten Schäden in einer sehr späten S- oder der G2-Phase vollständig repariert werden. 
Die Experimente belegen demzufolge, dass ausschließlich Zellen die Mitose erreichen, welche sämtli-
che CPT- und MMS-induzierten DSBs vollständig repariert haben.  
Das Ergebnis, dass CPT- und MMS-behandelte Zellen kaum erhöhte Raten an Chromatidbrüchen in der 
Mitose aufwiesen, stellte einen Widerspruch zu vielen Studien aus der Vergangenheit dar, welche so-
wohl CPT als auch MMS als starke Klastogene beschrieben (Lynch et al. 2008). Als Klastogene werden 
Stoffe bezeichnet, welche dazu in der Lage sind Chromosomenbrüche zu induzieren (Raszewski 2007). 
Diese Eigenschaft von CPT und MMS konnte jedoch in der vorliegenden Arbeit zunächst nicht bestätigt 
werden. Es konnte zwar eine geringe Erhöhung von Chromatidbrüchen nach einer CPT- oder MMS-
Behandlung im Vergleich zu unbehandelten Zellendetektiert werden, diese wurde jedoch als vergleich-
sweise gering eingestuft. Allerding muss an diesem Punkt herausgestellt werden, dass selbst geringste 
Anzahlen von chromosomalen Aberrationen schwerwiegende Auswirkungen für eine Zelle haben kön-
nen. Ein einziger DSB kann in der Mitose zum Verlust von DNA und somit zu funktionalen Störungen 
einer Zelle oder gar zum Zelltod führen (Durante et al. 2013). Desweiteren ist zu bemerken, dass in 
der vorliegenden Arbeit ausschließlich chromosomale Aberrationen analysiert wurden, welche in der 
ersten Mitose nach einer CPT- oder MMS-Behandlung vorhanden waren. Es ist nicht auszuschließen, 
dass in weiteren Zellzyklusstadien, bei erhöhten Konzentrationen der verwendeten Agenzien oder bei 
längerer Behandlungsdauer vermehrt chromosomale Aberrationen nach einer CPT- oder MMS-
Behandlung auftreten. Aufgrund der Ergebnisse der vorliegenden Arbeit und den verwendeten Dosen 
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 der Agenzien ist jedoch davon auszugehen, dass Zellen die größte Anzahl an induzierten DNA-Schäden 
durch erfolgreiche Reparaturprozesse bewältigen und durch zellzyklusregulierende Mechanismen die 
in der S-Phase induzierten DSBs noch vor der Mitose erfolgreich reparieren können. 
4.3.3 Aufgaben von RAD51 und Checkpoints nach einer CPT- oder MMS-Behandlung 
Nach einer Schädigung von S-Phase-Zellen durch eine CPT- oder MMS-Behandlung kann aufgrund der 
niedrigen, mitotischen DSB-Level von einem hocheffizienten Mechanismus ausgegangen werden, wel-
cher Zellen mit DNA-Schäden von der Progression in die Mitose abhält. Dem gegenüber konnte von D. 
Deckbar et al. gezeigt werden, dass in der G2-Phase geschädigte Zellen mit stark erhöhten DSB-Level 
in die Mitose progressieren (Deckbar et al. 2007). Dabei wurden G2-Phase-Zellen mit Röntgenstrahlen 
geschädigt und anschließend eine frühzeitige Aufhebung des G2/M-Checkpoints beobachtet, obwohl 
Zellen noch ca. 20 γH2AX-Foci aufwiesen. Nach einer Bestrahlung von G2-Phase-Zellen mit ionisieren-
der Strahlung kann der G2/M-Checkpoint somit als ineffizient beschrieben werden. Um in der vorlie-
genden Arbeit eine Beteiligung des G2/M-Checkpoints an der zellulären Schadensantwort nach einer 
Induktion von DNA-Läsion mittels CPT oder MMS zu untersuchen, wurde dieser durch eine zusätzliche 
Behandlung von Zellen mit Koffein drei Stunden vor der Fixierung inhibiert. Selbst unter G2/M-
Checkpoint-defizienten Konditionen konnten jedoch in der vorliegenden Arbeit kaum erhöhte Scha-
denswerte in Form von γH2AX-Foci oder Chromatidbrüchen beobachtet werden. Es handelt sich somit 
um einen G2/M-Checkpoint-unabhängigen Mechanismus, welcher CPT- und MMS-geschädigt Zellen 
an der Progression mit unreparierten DSBs in die Mitose hindert.  
Um die Auswirkung von Intra-S-Phase-Checkpoints auf die Zellzyklusprogression geschädigter Zellen 
zu untersuchen, wurde in zytogenetischen Ansätzen außerdem eine Koffein-Behandlung seit Beginn 
des Versuchs-Zeitraums von 17 Stunden angewandt, um CPT- und MMS-induzierte Checkpoint-Signale 
bereits seit Behandlungsbeginn in der S-Phase zu unterbinden. Unter diesen Bedingungen konnte le-
diglich eine geringfügige Erhöhung der Chromatidbruchlevel sowohl in RAD51-profizienten als auch 
RAD51-defizienten Zellen im Vergleich zur drei-stündigen Koffein-Behandlung beobachtet werden. 
Demzufolge dienen Intra-S-Phase-Checkpoints nicht zur Reduktion der Klastogenität von CPT und 
MMS.  
Bei der Analyse RAD51-defizienter Zellen konnte beobachtet werden, dass eine alleinige Suppression 
von RAD51 einen vergleichsweise geringen Einfluss auf die γH2AX-Foci-Level oder Chromatidbruchra-
ten in der Mitose besaß. Dieses Ergebnis war zunächst verwunderlich, da HR-defiziente Zellen in der 
Literatur als hoch empfindlich gegenüber CPT und MMS beschrieben sowie hohe Anzahlen an chromo-
somalen Aberrationen beobachtet wurden (Andersson and Kihlman 1992, Nikolova et al. 2010). So 
wurde beschrieben, dass vertebrate Zellen bei Suppression von Rad51 hohe Zahlen an chromosomalen 
Aberrationen akkumulieren und aufhören sich zu teilen (Sonoda et al. 1998). Rad51-defiziente Maus-
zellen sind zudem als embryonal letal beschrieben worden (Tsuzuki et al. 1996). In einem Analysezeit-
raum von bis zu 17h nach einer Behandlung von RAD51-defizienten Zellen mit 10nM CPT oder 1,5mM 
MMS konnten lediglich leicht erhöhte γH2AX-Foci-Level und Chromatidbruchraten detektiert werden. 
Im Vergleich zu unbehandelten Zellen stellt ein durchschnittliches Auftreten von knapp zwei Chroma-
tidbrüchen in RAD51-defizienten Zellen nach einer CPT- oder MMS-Behandlung jedoch einen hohen 
Wert dar, sodass von einer Klastogenität der beiden Agenzien in RAD51-defizienten Zellen gesprochen 
werden kann, zumal davon ausgegangen werden muss, dass mittels SiRNA lediglich eine Supprimie-
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 rung und nicht eine komplette Deletion von RAD51 stattgefunden hat. Durch eine zusätzliche Behand-
lung von Zellen mit Koffein konnte jedoch eine vielfache Steigerung der Klastogenität von CPT und 
MMS beobachtet werden. Da dies jedoch erst in der Kombination aus RAD51-Defizienz und Aufhebung 
des G2/M-Checkpoints beobachtet werden konnte, kann eine Funktion von RAD51 postuliert werden, 
welche es verhindert, dass CPT- oder MMS-geschädigte S-Phase-Zellen in die G2-Phase progressieren. 
Um das für RAD51-postulierte Modell zu bestätigen, in welchem das Protein dafür sorgt, dass CPT- 
oder MMS-geschädigte S-Phase-Zellen noch vor der G2-Phase arretiert werden, wurden Analysen in 
frühzeitig-kondensierten G2-Phase-Chromosomen durchgeführt. Durch eine frühzeitige Chromoso-
menkondensation konnten CPT- und MMS-geschädigte S-Phase-Zellen 13 Stunden später in der G2-
Phase spezifisch analysiert werden. Für die Analyse von G2-Phase-Chromosomen wurden RAD51-
profiziente sowie RAD51-supprimierte HeLa-Zellen 12 bis 13 Stunden nach der CPT- oder MMS-
Behandlung mit Calyculin behandelt und anschließend fixiert. Aus den Durchflusszytometrie-Studien 
ist zu erkennen, dass 12 Stunden nach einer 10nM CPT-Behandlung sowohl unter RAD51-profizienten 
als auch RAD51-supprimierten Bedingungen bereits der Großteil der Zellen (ca. 60%) die Replikation 
weitgehend abgeschlossen hat. Die RAD51-Suppression hatte demnach keine Auswirkung auf die Zell-
zyklusprogression innerhalb der S-Phase, und es konnte davon ausgegangen werden, dass in den G2-
PCC-Studien ähnliche Zellpopulationen von RAD51-profizienten und RAD51-defizienten Zellen analy-
siert wurden. Das Zellzyklusverhalten von CPT- oder MMS-behandelten Zellen zeigte nach 12 Stunden 
ebenfalls einen ähnlichen Anteil an RAD51-profizienten und RAD51-defizienten Zellen in der G2-
Phase. Bei dem Vergleich der PCC-Studien mit den durchflusszytometrischen Analysen des Zellzyklus-
verhaltens ist jedoch zu berücksichtigen, dass die PCC-Analysen mit HeLa-Zellen und die Durchlusszy-
tometrie-Studien mit A549-Zellen durchgeführt wurden. Für Chromosmenstudien wurden in der vor-
liegenden Arbeit HeLa-Zellen verwendet, da diese bessere Chromosomenpräparate lieferten, wohinge-
gen A549-Zellen für Immunfluoreszenz-Analysen besser geeignet waren. A549-Zellen wiesen bei Im-
munfluoreszenz-Studien vor allem in der S-Phase ein geringeres Hintergrund-Signal und deutlichere 
Foci auf, was die Auswertung erleichterte. Gerade zu frühen Zeitpunkten nach einer CPT- oder MMS-
Behandlung war eine visuelle Analyse der Foci in HeLa-Zellen aufgrund eines diffusen γH2AX-Signals 
nicht möglich. Die Zellzyklusprogression dieser beiden humanen Zelllinien ist jedoch ähnlich, was ei-
nen Vergleich der dargelegten Studien ermöglicht.  
Unter RAD51-profizienten Bedingungen konnten in den G2-PCC-Studien kaum erhöhte Chromatidb-
ruchwerte nach einer CPT- oder MMS-Behandlung festgestellt werden. Von einer Arbeitsgruppe um F. 
Palitti konnten in menschlichen G0- und G1-Phase-Lymphozyten mittels der PPC-Technik jedoch er-
höhte Bruchlevel nach einer CPT- oder MMS-Behandlung festgestellt werden. Diese wurden im Fall 
von MMS auf eine erhöhte Apoptoserate von behandelten Zellen und im Fall von CPT auf CPT-
induzierte SSBs zurückgeführt, welche aufgrund der frühzeitigen Kondensation von G0-Phase-Zellen 
zu replikationsunabhängigen Chromatidbrüchen führten (Mosesso et al. 1999, Garcia et al. 2001). Für 
CPT-Studien wurden hierfür G0-Lymphozyten mit einer Dosis von 25μM CPT behandelt (Mosesso et al. 
1999). Bei solch hohen Dosen (Faktor 2500x höher als die in der vorliegenden Arbeit verwendete Do-
sis von 10nM CPT) konnte gezeigt werden, dass CPT eine inhibierende Wirkung auf die Transkription 
besitzt (Pommier et al. 2006), sodass die Entstehung der von P. Mosesso et al. detektierten Chroma-
tidbrüche auf die Wirkung von CPT auf Transkriptionsprozesse zurückzuführen sein kann. Es ist un-
wahrscheinlich, dass die in der vorliegenden Arbeit verwendete Dosis von 10nM CPT einen Einfluss auf 
die Transkription in der G2-Phase besitzt, sodass in den durchgeführten PCC-Experimenten keine zu-
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 sätzlichen Chromatidbrüche zu erwarten sind. Garcia et al. konnten jedoch eine erhöhte Apoptoserate 
von ca. 10% in Zellen feststellen, welche 12 Stunden zuvor mit einer Dosis von 1,3mM MMS behandelt 
wurden (Garcia et al. 2001). Diese MMS-Dosis ist vergleichbar zu der in der vorliegenden Arbeit ver-
wendeten MMS-Konzentration von 1,5mM, sodass eine erhöhte Fragmentierung von Chromosomen 
aufgrund apoptotischer Ereignisse sowohl in PCC als auch in anderen zytogenetischen Studien nicht 
ausgeschlossen werden kann. Die ermittelten γH2AX-Foci-Daten sowie die Ergebnisse aus den zytoge-
netischen Experimenten lassen jedoch darauf schließen, dass apoptotischen Prozessen nur eine gering-
fügige Rolle zugeschrieben werden kann. 
RAD51-defiziente G2-Phase-Zellen wiesen nach einer CPT- oder MMS-Behandlung ähnlich hohe 
Chromatidbruchlevel auf wie Zellen, die bei einer RAD51-Defizienz unter Aufhebung des G2/M-
Checkpoints in die Mitose progressierten. Dieses Ergebnis stützt somit die postulierte Funktion von 
RAD51, welche geschädigte S-Phase Zellen an einer Progression in die G2-Phase hindert. 
Der drastische Unterschied in den Chromatidbruchwerten zwischen RAD51-profizienten und -
defizienten Zellen ist dabei nicht alleine durch den Reparaturdefekt RAD51-defizienter Zellen zu erklä-
ren. Sowohl die in dieser Arbeit erstellten γH2AX-Kinetiken als auch die detektierten γH2AX-Foci-
Werte mitotischer Zellen zeigen, dass 16h nach einer CPT- oder MMS-Behandlung RAD51-defiziente 
Zellen unter Aufhebung des G2/M-Checkpoints doppelt so hohe DSB-Zahlen aufweisen wie RAD51-
profiziente Zellen. Da die zytogenetisch-ermittelten Chromatidbruchanzahlen jedoch in RAD51-
defizienten Zellen um ein Vielfaches höher liegen, muss von einem RAD51-abhängigen Mechanismus 
ausgegangen werden, welcher unabhängig von dem Reparaturdefekt für die massive Anzahl von de-
tektierten DSBs in der Mitose (mit Koffein) oder der G2-Phase verantwortlich ist. Hierfür muss ange-
nommen werden, dass bei einer RAD51-Defizienz ein wesentlich höherer Anteil an γH2AX-postiven 
DSBs zu detektierbaren Chromatidbrüchen führt als in RAD51-profizienten Zellen. Dies könnte damit 
zu erklären sein, dass die Reparatur mittels HR ohne RAD51 bereits zu einem sehr frühen Zeitpunkt 
nach der Resektion eines DSBs inhibiert wird, während bei einer RAD51-Profizienz die HR korrekt 
ablaufen kann. γH2AX-Foci RAD51-profizienter Zellen können demnach fortgeschrittene HR-
Strukturen darstellen, die zwar noch nicht vollständig repariert vorliegen, jedoch weniger zur Ausbil-
dung von detektierbaren Chromatidbrüchen führen.  
Durchschnittlich zeigten sowohl mitotische als auch frühzeitig kondensiert G2-Phase-Zellen wesentlich 
weniger Chromatidbrüche im Vergleich zur Anzahl an γH2AX-Foci in Immunfluoreszenz-Analysen. 
Diese Beobachtung steht jedoch in Einklang mit weiteren Studien aus der Vergangenheit, welche in 
mitotischen Zellen ein Verhältnis von ~1:10 DSBs und in frühzeitig kondensierten G2-Phase-Zellen von 
~1:3-6 DSBs feststellen konnten (Cornforth and Bedford 1993, Deckbar et al. 2007, Lobrich et al. 
2010). Warum grundsätzlich nur ein Teil der γH2AX-markierten DSBs als Chromatidbruch sichtbar 
wird, konnte jedoch noch nicht herausgefunden werden.  
Zusammenfassend ist demnach festzuhalten, dass frühzeitig kondensierte G2-Phase-Zellen und mitoti-
sche Zellen, bei welchen der G2/M-Checkpoint inhibiert wurde, ein vergleichbar geringes Level an 
CPT- und MMS-induzierten Chromatidbrüchen aufweisen. Eine RAD51-Suppression führt nach einer 
CPT- oder MMS-Behandlung in beiden Ansätzen jedoch zu einer massiven Zunahme an Chromatidbrü-
chen. Dies stärkt ein Arbeitsmodell, in welchem RAD51 für eine Checkpoint-unabhängige Arretierung 
von geschädigten S-Phase-Zellen vor dem Eintritt in die G2_Phase dient. Bei einer RAD51-Defizienz 
progressieren Zellen in die G2-Phase, in welcher die unreparierten DSBs zu Chromatidbrüchen von 
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 frühzeitig kondensierten Chromosomen führen. Eine Aufhebung des G2/M-Checkpoints bewirkt eine 
Progression von Zellen mit unreparierten DSBs in die Mitose, in welcher diese ebenso in Form von 
Chromatidbrüchen oder als γH2AX-Foci detektiert werden können (Abbildung 52). Die hieraus abgelei-
tete Funktion von RAD51, geschädigte S-Phase Zellen äußerst effektiv durch einen Checkpoint-
unabhängigen Mechanismus in einer späten S-Phase zu arretieren, wohingegen bestrahlte G2-Phase-
Zellen mit erhöhten DSB-Level in die Mitose progressieren, lässt darauf schließen, dass eine Zelle bes-
ser mit DNA-Schäden umgehen kann, welche in der S-Phase induziert wurden, da diese den größten 
Quell endogener DNA-Schäden darstellt. Somit haben sich in der Evolution vorrangig Mechanismen 
weiterentwickelt, welche replikationsassoziierte DSB reparieren können oder die Progression von ge-
schädigten S-Phase-Zellen verhindern.  
 
 
Abbildung 52: Schematische Darstellung der Zellzyklusprogression nach einer CPT- oder MMS-Behandlung 
Unbehandelte Zellen weisen kurz vor der S-Phase kaum DSBs auf. Werden proliferierende Zellen mit CPT oder MMS behan-
delt, so werden durch die Agenzien in der S-Phase replikationsabhängige DSBs induziert. In RAD51-profizienten Zellen über-
wiegt gegen Ende der S-Phase die Reparatur der induzierten Schäden die Ausbildung von DSBs (gelber Graph), sodass nach 
weitgehend vollendeter Replikation eine Abnahme an DSBs zu beobachten ist. Eine Aufhebung des G2/M-Checkpoints (rote 
Linie/STOP) hat in RAD51-profizienten Zellen keinen Einfluss auf die Progression von geschädigten Zellen in die Mitose 
(gelber, gestrichelter Graph), da bis zu diesem Zeitpunkt bereits alle DSBs repariert wurden. RAD51-defiziente Zellen sind 
aufgrund des HR-Defekts nicht in der Lage CPT- oder MMS-induzierte DSBs zu reparieren. Nach abgeschlossener Replikation 
progressieren diese Zellen aufgrund der fehlenden, stabilisierenden Funktion von RAD51 in die G2-Phase, in welcher mittels 
PPC-Analysen stark erhöhte Chromatidbruchlevel ermittelt werden können. Ohne die Inhibition des G2/M-Checkpoints prog-
ressieren diese Zellen jedoch nicht mit erhöhten Chromatidbruchlevel in die Mitose (grüner Graph). Erst unter Aufhebung des 
G2/M-Checkpoints mittels Koffein kann eine stark erhöhte Klastogenität von CPT und MMS in der Mitose beobachtet werden 
(grüner, gestrichelter Graph).  
 
Rad51 kann demzufolge eine stabilisierende Funktion von CPT- und MMS-induzierten DSBs zuge-
schrieben werden, welche die Progression in die G2-Phase und folglich in die Mitose verhindert. Erst 
kürzlich wurde eine stabilisierende Funktion von replikationsassoziierten DNA-Strukturen durch HR-
Faktoren beschrieben. Mittels der Methode des fiber-assays konnte in Studien der Arbeitsgruppe um M. 
Jasin gezeigt werden, dass neusynthetisierte DNA-Bereiche nach einem Arretieren von Replikationsga-
beln in Folge einer HU-Behandlung durch den MRN-Komplex degradiert werden, wenn BRCA2 nicht 
vorhanden ist (Schlacher et al. 2011). Die für BRCA2 in erster Linie beschriebene Funktion liegt in der 
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 flankiert wurden. Schlacher et al. konnten eine konservierte C-terminale Domäne des BRCA2-Proteins 
identifizieren, welche die ausgebildeten RAD51-Nukleoproteinfilamente stabilisiert und für den Schutz 
der Replikationsgabeln essentiell ist. Diese Funktion von BRCA2 wird jedoch für den Prozess der Bela-
dung von DNA mit RAD51 nicht benötigt (Schlacher et al. 2011). Für den Schutz der neusynthetisier-
ten Bereiche vor einer Degradation scheint es jedoch wichtig zu sein, dass RAD51 an arretierten Repli-
kationsgabeln durch BRCA2 stabilisiert wird. Eine langandauernde Arretierung von Replikationsgabeln 
ist im Gegensatz zu einer Behandlung von Zellen mit HU nach einer CPT- oder MMS-Behandlung je-
doch nicht anzunehmen, sodass der stabilisierenden Funktion von arretierten Replikationsgabeln wo-
möglich eine untergeordnete Rolle nach einer CPT- oder MMS-Behandlung zu Teil wird. Die in der 
vorliegenden Arbeit erlangten Ergebnisse lassen jedoch eine ähnliche Funktion von RAD51 an CPT- 
und MMS-induzierten DSBs vermuten, welche diese Schäden stabilisiert und somit Zellen in einer spä-
ten S-Phase arretiert. Daher ist es für die Zukunft höchst interessant die genaue Funktion von RAD51 
an CPT- und MMS-induzierten DSBs genauer zu charakterisieren.  
4.3.4 Zellzyklusprogression von CPT- oder MMS-behandelten Zellen in Abhängigkeit von 
Checkpoints 
Für die Analyse des Zellzyklusverhaltens nach einer CPT- oder MMS-Behandlung in Abhängigkeit des 
RAD51-Status sowie von Checkpoints, wurden umfangreiche Durchflusszytometrie-Studien durchge-
führt. Betrachtet man sich zunächst die Zellzyklusprogression unbehandelter Zellen, so ist direkt nach 
einer einstündigen BrdU-Inkorporation zum Zeitpunkt 0h eine Verteilung von ~90% S-Phase-Zellen, 
~10% G2-Phase-Zellen und 0% G1-Phase-Zellen zu erkennen. Demzufolge kann angenommen werden, 
dass innerhalb der einstündigen BrdU-Pulsbehandlung bereits einige S-Phase Zellen in die G2-Phase 
progressieren. Da zum 0h-Zeitpunkt in der BrdU-positiven Population keine genaue Differenzierung 
zwischen der S- und G2-Phase getroffen werden kann, wurde die Grenze anhand der BrdU-negativen 
G2-Phase-Population gewählt und auf die BrdU-positive Verteilung übertragen. Für die Differenzierung 
zwischen früher S-Phase und G1-Phase war dies nicht notwendig, da davon ausgegangen werden 
konnte, dass innerhalb der einstündigen BrdU-Pulsbehandlung nicht genug Zeit für die verwendete, 
humane Zelllinie bestand, um von der S-Phase in die nächste G1-Phase zu progressieren.  
Verfolgt man die BrdU-markierte Population von unbehandelten Zellen, so ist innerhalb von 12 Stun-
den eine Abnahme des S-Phase-Anteils von ~90% auf ~10% zu beobachten. Gleichzeitig ist eine Zu-
nahme sowohl des G2-Phase-Anteils als auch des G1-Phase-Anteils zu erkennen. Der G2-Phase-Anteil 
steigt dabei nicht über 30%, sodass davon ausgegangen werden kann, dass unbehandelte Zellen nicht 
über einen längeren Zeitraum in der G2-Phase verweilen und stattdessen in  die Mitose und anschlie-
ßend in die G1-Phase progressieren. Vor allem zwischen 4 und 12 Stunden ist deshalb eine gleichmä-
ßige Zunahme in der G1-Phase zu erkennen, während der Anteil an S-Phase-Zellen entsprechend 
schwindet. Zwischen 12 und 20 Stunden nimmt der Anteil an S-Phase Zellen wieder bis ~50% zu und 
der Anteil an BrdU-positiven G1-Phase-Zellen demzufolge wieder ab, was mit einer erneuten Progres-
sion von Zellen in die S-Phase zu erklären ist. Anhand dieser Zellzyklusprogression von unbehandelten 
Zellen kann der Einfluss einer Koffeinbehandlung sowie der S-Phase-schädigenden Agenzien CPT und 
MMS auf die Zellzyklusprogression analysiert werden.  
Sowohl eine Behandlung von Zellen mit CPT als auch mit MMS induzierte im Vergleich zu unbehan-
delten Zellen eine deutliche Verlangsamung der Zellzyklusprogression innerhalb der S-Phase  sowie 
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 eine Akkumulation von BrdU-positiven, geschädigten Zellen mit doppeltem DNA-Gehalt. So konnte 
eine Verzögerung der S-Phase-Progression von  3 bis 4 Stunden innerhalb der ersten 12h nach einer 
10nM CPT-Behandlung und von ~5 Stunden nach einer 1,5mM MMS-Behandlung beobachtet werden. 
12h nach der BrdU-Markierung akkumulierten CPT- und MMS-behandelte Zellen mit doppeltem DNA-
Gehalt bis zu einem maximalen Anteil von 50% der BrdU-positiven Zellpopulation, was in einer stark 
verzögerten Progression von Zellen in die G1-Phase resultierte. Während sich 12h nach der BrdU-
Markierung knapp 90% der unbehandelten Zellen bereits geteilt hatten, betrug der Anteil an CPT-
behandelten Zellen ~30% und an MMS-behandelten Zellen ~20%. Für zytogentische Studien wurde 
demzufolge nach einer CPT- oder MMS-Behandlung ein späterer Zeitpunkt als 12h gewählt, um einer-
seits die ersten mitotischen Zellen auszuschließen und hiermit eine repräsentativere Zellpopulation 
auszuwerten und zum anderen innerhalb der 3-stündigen Colcemid-Behandlung eine Akkumulation 
von Zellen zu erzielen. So wurde in zytogenetischen Studien ein Analysezeitpunkt von 14 bis 17 Stun-
den und in Immunfluoreszenz-Analysen mitotischer Zellen ein Analysezeitpunkt von 16h nach einer 
Behandlung gewählt, bei welchem sich sowohl nach einer CPT- als auch nach einer MMS-Behandlung 
gleich viele Zellen (40% der BrdU-positiven Zellpopulation) geteilt hatten. 
Aufgrund der CPT- und MMS-induzierten Verzögerung der Zellzyklusprogression innerhalb der S-
Phase sollte beurteilt werden, ob eine Abhängigkeit der Verlangsamung von Intra-S-Phase-Checkpoints 
besteht. Hierzu wurde das Zellzyklusverhalten von unbehandelten sowie CPT- oder MMS-behandelten 
Zellen unter der Checkpoint-inhibierenden Wirkung von Koffein beobachtet, welches seit Beginn eines 
Experiments zusammen mit der BrdU- und CPT- bzw. MMS-Behandlung in einer Konzentration von 
2mM dem Medium hinzugefügt wurde. Der alleinige Einsatz von Koffein seit Beginn des Analysezeit-
raums induzierte dabei in S-Phase-Zellen eine leichte Verzögerung der Zellzyklusprogression. Neben 
der beschriebenen Aufhebung des G2/M-Checkpoints durch Inhibierung der Kinase ATM (Blasina et al. 
1999) konnte ebenso eine inhibierende Wirkung von Koffein auf die Aktivität von ATR bestätigt wer-
den (Lu et al. 2008). Als inhibitorische Konzentration, bei welcher noch 50% an Substrataktivität vor-
handen ist (IC50), konnte im Fall von ATM eine Koffein-Konzentration von 0,2mM und im Fall von 
ATR von 1,1mM festgestellt werden (Sarkaria et al. 1999). Da in der vorliegenden Arbeit eine Koffein-
Konzentration von 2mM verwendet wurde, ist mit einer beinahe vollständigen ATM-Inhibition und 
einer um ~60% reduzierten ATR-Aktivität zu rechnen. Desweiteren konnte bereits in Studien von P. 
Groth et al. gezeigt werden, dass die S-Phase-Progression durch eine Koffein-Behandlung gestört wird 
und Replikationsgabeln in der S-Phase verlangsamt werden. Hierbei konnte mittels der Methode des 
Fiber-Assays eine verminderte Replikationsgeschwindigkeit von Replikationsgabeln nach einer Koffein-
Behandlung festgestellt werden (Groth et al. 2010). Die in der vorliegenden Arbeit beobachtete Ver-
langsamung der S-Phase-Progression nach einer Koffein-Behandlung kann somit auf die Abhängigkeit 
der Replikationsrate von der regulierenden ATR/CHK1-Funktion zurückgeführt werden, welche durch 
Koffein aufgrund der Inaktivierung von ATR gestört wird (Petermann and Caldecott 2006). Die durch 
Koffein induzierte Verlangsamung der S-Phase-Progression rief hierbei eine Verzögerung von maximal 
zwei Stunden hervor. Außerdem konnte eine Akkumulation von Koffeinbehandelten Zellen in der G1-
Phase beobachtet werden. Eine erneute Progression von BrdU-positiven Zellen unter dem Einfluss von 
Koffein in die nächste S-Phase konnte auch 20h nach der Markierung nicht beobachtet werden. Diese 
Beobachtung kann auf den Einfluss von Koffein auf Cyclin-abhängige Kinasen in der G1-Phase zurück-
geführt werden und steht in Einklang mit Studien, welche ebenfalls einen Koffein-abhängigen Arrest in 
der G0- oder G1-Phase feststellen konnten (Qi et al. 2002, Hashimoto et al. 2004).  
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 Eine Koffein-Behandlung rief in Kombination mit einer CPT- oder MMS-Behandlung ein unterschiedli-
ches Zellzyklusverhalten innerhalb der S-Phase hervor. Während die Behandlung von Zellen mit Kof-
fein in Kombination mit einer 10nM CPT-Behandlung die verlangsamende Wirkung von 10nM CPT 
komplett aufhob, konnte nach einer MMS-Behandlung kein Effekt von Koffein auf die Zellzyklusprog-
ression innerhalb der S-Phase beobachtet werden. Die zuvor beschriebene, CPT-induzierte Verzöge-
rung konnte nach einer zusätzlichen Behandlung von Zellen mit Koffein nicht mehr festgestellt wer-
den, sodass sich das Zellzyklusverhalten von CPT- und Koffein-behandelten Zellen mit dem von ledig-
lich mit Koffein-behandelten Zellen über den kompletten Analysezeitraum von 20h glich. Besonders 
anschaulich wird dies anhand der stark beschleunigten Progression von CPT- und Koffein-behandelten 
Zellen in der S-Phase und an der weiteren Progression dieser Zellen in die G1-Phase verdeutlicht. Hie-
raus kann geschlussfolgert werden, dass die zusätzliche Verzögerung einer CPT-Behandlung durch 
Checkpoints induziert wird, welche durch Koffein aufgehoben werden kann. Da Koffein in der ange-
wendeten Dosis sowohl ATM als auch ATR inhibiert, kann davon ausgegangen werden, dass ein CHK2-
vermittelter Checkpoint aufgrund der hohen Inhibition von ATM nicht einsetzen kann und durch die 
reduzierte Aktivität von ATR ein verminderter CHK1-vermittelter Checkpoint induziert wird. Eine Akti-
vierung der Checkpointkinasen CHK1 und CHK2 durch Topoisomerase 1-induzierte DNA-Schäden 
wurde bereits beschrieben. J. Agner et al. konnten eine schnelle Aktivierung von CHK1 und CHK2 
durch eine Behandlung von Zellen mit CPT erzielen (Agner et al. 2005), was auf eine gleichzeitige 
Aktivierung sowohl des ATR/CHK1- als auch des ATM/CHK2-Signalwegs schließen lässt (Pommier et 
al. 2006). Eine Arretierung des Zellzyklus mittels Checkpoints nach einer DNA-Schädigung innerhalb 
der S-Phase erscheint in doppelter Hinsicht als sinnvoll, da zum einen Zeit für die Reparatur geschaf-
fen werden kann und zum anderen die Erzeugung weiterer, replikationsabhängiger DNA-Schäden 
vermieden wird (Pommier et al. 2006). Im Fall von CPT ist davon auszugehen, dass eine Arretierung 
von Replikationsgabeln durch auftretende einzelsträngige Bereiche, welche mit RPA beladen werden, 
zu einer Aktivierung von ATR und CHK1 führt, wohingegen CPT-induzierte DSBs zu einer ATM-
Aktivierung und CHK2-vermittelten Checkpoint-Induktion führen. Anhand der in der vorliegenden 
Arbeit durchgeführten Zellzyklusanalysen kann somit bestätigt werden, dass eine Checkpoint-
abhängige Verlangsamung innerhalb der S-Phase aufgrund einer CPT-Behandlung stattfindet und mit-
tels der ATM- und ATR-inhibierenden Wirkung von Koffein aufgehoben werden kann.  
Aufgrund von Studien von A. R. Chaudhuri ist davon auszugehen, dass bei einer Konzentration von 
10nM CPT hunderte Replikationsgabeln zur Ausbildung von chicken foot-Strukturen führen. Da A. R. 
Chaudhuri et al. jedoch keine DSBs nach einer Behandlung von Zellen mit 25nM CPT beobachten 
konnten, wurde hieraus geschlussfolgert, dass DNA-Strukturen, welche sich von DSBs unterscheiden 
für die Verlangsamung der Replikationsgabeln und Aktivierung von Checkpoints verantwortlich sein 
müssen (Chaudhuri et al. 2012). Für die Detektion von DSBs wurde allerdings die Methode einer mo-
difizierten Pulsfeldgelelektrophorese verwendet, welche vergleichsweise insensitiv ist und erst DSB-
Anzahlen größer 100 detektiert. Ein Einfluss der verhältnismäßig geringen Anzahl an DSBs auf das 
Arretieren von Replikationsgabeln wurde somit ausgeschlossen. Die vorliegende Arbeit zeigt jedoch 
eine deutliche Abhängigkeit der Zellzyklusprogression von CPT-induzierten Zellzyklus-Checkpoints. 
Demzufolge ist davon auszugehen, dass die in der vorliegenden Arbeit detektierte Verzögerung inner-
halb der S-Phase nach einer 10nM CPT-Behandlung nicht auf arretierte Replikationsgabeln, wohl aber 
auf Zellzykluscheckpoints zurückzuführen ist, die durch DSBs hervorgerufen werden, welche wiede-
rum mit sensitiven Methoden wie der γH2AX-Foci-Analyse detektiert werden konnten. 
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 Demgegenüber steht eine Koffein-Behandlung in Kombination mit einer MMS-Behandlung, welche 
keinen Effekt auf die Progression von Zellen innerhalb des 20-stündigen Analysezeitraums zeigte. Kof-
fein- und MMS-behandelte Zellen progressierten ähnlich durch den Zellzyklus wie lediglich mit MMS-
behandelte Zellen. Hieraus kann eine verzögerte Zellzyklusprogression nach einer MMS-Behandlung 
abgeleitet werden, welche komplett entkoppelt von zellulären Zellzyklus-Checkpoints stattfindet. Die-
ses Ergebnis ist konsistent mit Studien von P. Groth et al., welche ebenfalls eine verminderte Replika-
tionsrate von MMS-behandelten Zellen feststellen konnten, die nicht durch eine DNA-Schadensantwort 
eingeleitet wird, sondern vielmehr durch eine physikalische Blockade der Replikationsgabeln durch das 
Auftreten zahlreicher Methylierungen nach einer MMS-Behandlung erklärt werden konnte (Groth et al. 
2010). Nach einer Behandlung mit 1,5mM MMS, welche allerdings „nur“ für 40 Minuten erfolgte, 
konnte dabei eine Anzahl von 1,3 * 106 Methylierungen pro Zelle errechnet werden (Groth et al. 
2010). Diese Methylierungen können über mehrere Stunden hinweg persistieren (Osborne and Phillips 
2000) und scheinen in der Lage zu sein, die Replikation deutlich zu verzögern. So konnte nach einer 
40-minütigen Behandlung von Zellen mit 1,5mM MMS eine um 60% reduzierte Replikationsrate mit-
tels des Fiber-Assays ermittelt werden (Groth et al. 2010). Hinsichtlich der hohen Anzahl an Methylie-
rungen ist jedoch die Ausbildlung eines DSBs ein seltenes Ereignis, sodass angenommen werden kann, 
dass Replikationsgabeln nur sehr selten auf temporäre SSBs treffen, welche im Zuge der BER erzeugt 
werden. Es ist jedoch anzunehmen, dass die MMS-induzierten DSBs ebenso zu einem Checkpoint-
vermittelten Zellzyklusarrest innerhalb der S-Phase führen wie es nach einer CPT-Behandlung beo-
bachtet werden konnte. Die resultierende Checkpoint-vermittelte Verzögerung kann jedoch nach einer 
MMS-Behandlung mittels Durchflusszytometrie-Studien nicht beobachtet werden, da die physikalische 
Verlangsamung der Replikation aufgrund der Vielzahl an methylierten Basen anscheinend einen we-
sentlich größeren Einfluss auf die Zellzyklusprogression innerhalb der S-Phase besitzt. Somit könnten 
mittels Koffein durchaus DSB-induzierte Checkpointsignale nach einer MMS-Behandlung aufgehoben 
worden sein, was jedoch nicht wie im Fall von CPT zu einer schnelleren Zellzyklusprogression, sondern 
aufgrund der hohen Anzahl an Methylierungen weiterhin zu einer deutlichen Verzögerung der S-Phase 
Progression von MMS-behandelten Zellen führte.  
Somit ist zunächst festzuhalten, dass sowohl nach einer CPT-Behandlung als auch nach einer MMS-
Behandlung eine deutliche Verzögerung der S-Phase-Progression beobachtet werden konnte. Diese 
wurde im Fall von CPT durch die Inhibierung von Checkpoints aufgehoben, wobei im Fall von MMS 
keine Beschleunigung der S-Phase-Progression durch eine Koffein-Behandlung festgestellt wurde. Die 
MMS-induzierte Verzögerung kann somit auf eine weitreichende, physikalische Arretierung von Repli-
kationsgabeln zurückgeführt werden, wohingegen die CPT-induzierte Verzögerung auf deutlich weni-
ger arretierte Replikationsgabeln und hauptsächlich auf die Induktion von Intra-S-Phase-Checkpoints 
schließen läßt. Demzufolge kann davon ausgegangen werden, dass bei gleicher Anzahl an induzierten 
DSBs die verwendete Konzentration von MMS eine deutlich höhere Anzahl an arretierten Replikati-
onsgabeln erzeugt als die verwendete Konzentration von CPT. Da jedoch die induzierten SCE-Level bei 
den eingesetzten Konzentrationen vergleichbar sind, ist davon auszugehen, dass etwa gleich viele SCE-
bildende chicken foot-Strukturen nach einer CPT- oder MMS-Behandlung ausgebildet werden. Hieraus 
kann geschlussfolgert werden, dass nach einer CPT-Behandlung ein wesentlich höherer Anteil an arre-
tierten Replikationsgabeln zur Ausbildung von chicken foot-Strukturen und SCEs führt als nach einer 
MMS-Behandlung. Dies ist womöglich darauf zurückzuführen, dass die Replikationsblockaden nach 
einer CPT- oder MMS-Behandlung auf unterschiedlichen Mechanismen beruhen und der Zelle daher 
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 auch verschiedene Möglichkeiten zur Verfügung stehen diese zu überwinden. Werden Replikationsga-
beln durch methylierte Basen (vor allem durch N3MeA) arretiert, so kann postuliert werden, dass ein 
großer Teil dieser arretierten Replikationsgabeln über den Mechanismus der TLS überwunden wird 
(Johnson et al. 2007), und somit nicht zu einer fork regression und Ausbildung von chicken foot-
Strukturen führt. Da dieser Mechanismus jedoch für CPT-induzierte Replikationsblockaden nicht be-
schrieben wurde, könnte ein wesentlich größerer Anteil an arretierten Replikationsgabeln nach einer 




Abbildung 53: Modell zur verstärkten Arretierung von Replikationsgabeln nach einer MMS-Behandlung im Vergleich zu einer 
CPT-Behandlung 
Während Torsionsstress aufgrund der inhibierenden Wirkung von CPT zu einer Arretierung von Replikationsgabeln führt (A), 
wird dies im Fall von MMS durch ein weitreichendes Aufeinandertreffen von Replikationsgabeln mit Basenmethylierungen, 
vor allem mit N3MeA verursacht (B). Diese physikalische Arretierung scheint nach einer MMS-Behandlung jedoch wesentlich 
stärker ausgeprägt zu sein, da die Zellzyklusprogression MMS-behandelter Zellen nicht durch die Aufhebung von Intra-S-
Phase-Checkpoints beschleunigt werden kann. Aufgrund der ermittelten SCE-Daten kann davon ausgegangen werden, dass 
die verwendeten Konzentrationen der beiden Agenzien eine ähnliche Anzahl an chicken foot-Strukturen erzeugen (C und D). 
Dies lässt darauf schließen, dass nach einer CPT-Behandlung ein wesentlich größerer Anteil an arretierten Replikationsgabeln 
zur Ausbildung von chicken foot-Strukturen und SCEs führt. Es wird postuliert, dass der Großteil an arretierten Replikations-
gabeln nach einer MMS-Behandlung zu der beobachteten, physikalischen Verzögerung der S-Phase-Progression führt, jedoch 
über den Weg der TLS überwunden wird und so nicht zur Ausbildung von chicken foot-Strukturen beiträgt (E). Die verwende-
ten Konzentrationen an CPT und MMS induzieren jedoch beide SSBs, welche bei Kollision mit einer Replikationsgabel durch 
den Mechanismus des replication fork run off zur Ausbildung von vergleichbaren Raten an DSBs führen. Während nach einer 
CPT-Behandlung DSBs durch die Kollision von Replikationsgabeln mit TOP1-induzierten SSBs erzeugt werden (F), kollidieren 
nach einer MMS-Behandlung Replikationsgabeln mit SSBs, welche temporär durch die Basenexzisionsreparatur erzeugt wur-
den (G). 
 
Eine Suppression des HR-Faktors RAD51 hatte keinen Einfluss auf die Zellzyklusprogression innerhalb 
der S-Phase. Unbehandelte sowie CPT- oder MMS-behandelte Zellen wiesen keine Unterschiede der S-
Phase-Progression nach einer Suppression von RAD51 mittels SiRNA auf. Eine RAD51-Suppression 
induzierte jedoch sowohl nach einer CPT- als auch nach einer MMS-Behandlung eine deutliche Akku-
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 G1-Phase-Zellen zu späten Zeiten des Analysezeitraums von 20 Stunden. Dieses Zellzyklusverhalten 
kann auf einen Reparaturdefekt der HR-defizienten Zellen zurückgeführt werden. Unter 3.2.1 wurde 
gezeigt, dass sämtliche CPT- und MMS-induzierte DSBs über den Mechanismus der HR repariert wer-
den und bei einer RAD51-Depletion unrepariert verbleiben. Außerdem kann davon ausgegangen wer-
den, dass die Replikation an ungeschädigten Bereichen der DNA in der S-Phase vollendet wird. Da in 
RAD51-defizienten G2-Phase-Zellen nach einer CPT- oder MMS-Behandlung erhöhte Chromatid-
bruchraten in frühzeitig kondensierten Chromosomen mittels der PCC-Analyse detektiert werden 
konnten, ist davon auszugehen, dass Zellen mit einer RAD51-Defizienz nach vollständiger Duplikation 
des Genoms mit unreparierten DSBs in die G2-Phase progressieren. Eine Progression in die Mitose ist 
anscheinend aufgrund des G2/M-Checkpoints nicht möglich, da in mitotischen Zellen keine stark er-
höhten γH2AX-Foci-Level oder Chromatidbruchraten nachgewiesen werden konnten. Erst nach einer 
Aufhebung des G2/M-Checkpoints konnten Chromatidbrüche in mitotischen Zellen detektiert werden. 
Somit ist die Akkumulation von CPT- oder MMS-behandelten Zellen in durchflusszytometrischen Stu-
dien mit einem G2/M-Checkpoint zu erklären, welcher Zellen mit unreparierten DSBs an einer Prog-
ression in die G1-Phase hindert. In den durchflusszytometrischen Studien konnte allerdings innerhalb 
des 20-stündigen Analysezeitraum ein Anteil von ~20% G1-Phase-Zellen nach einer CPT- oder MMS-
Behandlung zu späten Zeiten beobachtet werden. Es ist jedoch davon auszugehen, dass es sich hierbei 
einerseits um Zellen handelt, welche sich zu Beginn der CPT- oder MMS-Behandlung am Ende der S-
Phase befanden und demzufolge wenig geschädigt wurden, und es sich andererseits um Zellen han-
deln kann, bei welchen keine vollständige RAD51-Depletion mittels SiRNA erreicht wurde und deshalb 
eine Reparatur der DSBs stattfinden konnte. Infolgedessen setzte der G2/M-Checkpoint bei ~20% der 
BrdU-positiven, CPT- oder MMS-behandelten Zellen nicht ein, sodass diese innerhalb des 20-stündigen 
Beobachtungszeitraums in die Mitose progressieren konnten.  
RAD51-supprimierte Zellen, welche mit CPT und zusätzlich mit Koffein behandelt wurden, zeigten 
keinen Unterschied der Zellzyklusprogression im Vergleich zu RAD51-profizienten Zellen. Die Check-
point-inhibierende Wirkung von Koffein beschleunigte die Zellzyklusprogression unabhängig davon, ob 
DSBs aufgrund der RAD51-Profizienz repariert werden konnten oder im Fall einer RAD51-Suppression 
unrepariert verblieben. Im Gegensatz hierzu konnte ein deutlicher Einfluss von Koffein auf die Progres-
sion von MMS-geschädigten, RAD51-defizienten Zellen von der G2-Phase in die G1-Phase beobachtet 
werden. Während RAD51-defiziente Zellen auch zu späten Zeitpunkten zum Großteil in der G2-Phase 
arretiert wurden, progressierten mit Koffein-behandelte RAD51-defiziente Zellen zwischen 12 und 20 
Stunden nach einer MMS-Behandlung vermehrt in die G1-Phase. Demzufolge hatte Koffein erst zu 
späten Zeiten einen Einfluss auf die Zellzyklusprogression von MMS-behandelten Zellen. Die Progres-
sion von MMS- und Koffein-behandelten, RAD51-defizienten Zellen in die G1-Phase lässt sich mit der 
Aufhebung des G2/M-Checkpoints erklären. Während Koffein zwar keinen Einfluss auf die Zellzyklus-
progression von RAD51-profizienten und RAD51-defizienten Zellen innerhalb der S-Phase besitzt, da 
hier hauptsächlich die durch MMS-induzierten Basenmethylierungen für die Verlangsamung sorgen, 
progressieren RAD51-defiziente Zellen zu späten Zeitpunkten in die G2-Phase und durch die Aufhe-
bung des G2/M-Checkpoints mittels Koffein in die G1-Phase. Ohne die Aufhebung des G2/M-
Checkpoints weisen RAD51-defiziente Zellen keine erhöhten Chromatidbruchlevel auf, da der G2/M-
Checkpoint die HR-defizienten Zellen an einer Progression mit unreparierten DSBs in die Mitose hin-
dert. Da RAD51-defiziente Zellen jedoch mit unreparierten DSBs in die G2-Phase progressieren ist mit-
tels der PCC-Analyse von G2-Phase-Zellen ein stark erhöhtes Level an Chromatidbrüchen nach einer 
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 MMS-Behandlung detektierbar. Eine RAD51-Profizienz hingegen verhindert eine Progression von ge-
schädigten Zellen in die G2-Phase, sodass mittels der PCC-Analyse von G2-Phase-Zellen keine erhöhten 
Chromatidbruchlevel detektiert werden können und kein Einfluss von Koffein nachgewiesen werden 
kann. Die folgende Übersicht fasst die dargelegten Ergebnisse und Schlussfolgerungen zusammen (Ab-
bildung 54). 
  
4. Diskussion  121 
  
Abbildung 54: Modell zur Induktion und Reparatur CPT- und MMS-induzierter DNA-Schäden 
CPT-induzierte Topoisomerase1-cleavage complexe sowie MMS-induzierte Basenmethylierungen können im Zuge der Repli-
kation zu DSBs führen, wenn Replikationsgabeln auf SSBs treffen. Hierbei stellt der Mechanismus des replication fork run-off 
den vorherrschenden Weg zur Erzeugung CPT- und MMS-induzierter DSBs dar. Unabhängig hiervon werden durch CPT je-
doch auch Replikationsgabeln arretiert, was in mehreren hundert Fällen zur Ausbildung von chicken foot-Strukturen führen 
kann, die HR-vermittelt aufgelöst werden und so zur Entstehung von SCEs beitragen können, ohne dabei jedoch einen 
γH2AX-Focus zu bilden. Die arretierten Replikationsgabeln führen im Fall von CPT jedoch nicht zu einer deutlichen Verzöge-
rung der Zellzyklusprogression innerhalb der S-Phase. Allerdings können durch DSBs Checkpoints ausgelöst werden, welche 
die Progression verzögern und mittels Koffein inhibiert werden können. MMS induziert auf der einen Seite ebenfalls arretierte 
Replikationsgabeln, welche zu chicken foot-Strukturen und SCEs führen können, die induzierten Millionen von Basenmethy-
lierungen führen jedoch zusätzlich zu einer globalen Verzögerung der Replikation. Diese Verzögerung der S-Phase-
Progression ist Checkpoint-unabhängig und kann somit auch nicht durch die Gabe von Koffein beeinflusst werden. Die durch 
CPT- oder MMS-induzierten DSBs akkumulieren in der Zelle zu einem Zeitpunkt, an welchem der Großteil der DNA repliziert 
vorliegt. Es folgt die HR-abhängige Reparatur der induzierten DSBs noch vor Eintritt in die G2-Phase, sodass in frühzeitig 
kondensierten G2-Phase-Chromosomen keine erhöhten Chromatidbruchraten detektiert werden können. Folglich sind bei 
einer RAD51-Profizienz auch keine erhöhten DSB-Raten in Form von γH2AX-Foci oder Chromatidbrüchen in der Mitose fest-
zustellen. Die Ausbildung von SCEs läßt auf erfolgreiche Reparaturereignisse mittels HR schließen. Ist RAD51 nicht vorhan-
den, so können CPT- oder MMS-geschädigte Zellen die induzierten DSBs nicht reparieren und progressieren in die G2-Phase. 
Hier können bei einer RAD51-Defizienz erhöhte Chromatidbruchraten in G2-PCC-Analysen detektiert werden. Demzufolge 
kann von einer arretierenden Funktion von RAD51 ausgegangen werden, welche Zellen an der Progression in die G2-Phase 
hindert. Mitotische Zellen weisen jedoch selbst unter einer RAD51-Defizienz vergleichsweise wenig γH2AX-Foci oder Chroma-
tidbrüche auf. Durch eine Koffein-Behandlung konnten diese Anzahlen jedoch drastisch gesteigert werden, was darauf schlie-
ßen lässt, dass der G2/M-Checkpoint eine effektive Barriere für S-Phase-geschädigte Zellen bildet, um so eine Progression von 
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 5 Zusammenfassung/Summary 
Die Agenzien Camptothecin (CPT) und Methylmethansulfonat (MMS) werden aufgrund ihrer DNA-
schädigenden Wirkung seit vielen Jahren untersucht. Vor allem in proliferierenden Zellen konnte dabei 
eine verstärkte Induktion von DNA-Schäden beobachtet werden, was zum Einsatz dieser Agenzien als 
Chemotherapeutika zur Behandlung von Krebserkrankungen führte. CPT ist ein Inhibitor, welcher eine 
Topoisomerase-katalysierte Religation von Einzelstrangbrüchen (SSBs) verhindert, wohingegen MMS 
ein Alkylanz ist, welches Basenmethylierungen an diversen Stellen im Genom verursacht. Basenmethy-
lierungen werden durch den Mechanismus der Basenexzisionsreparatur behoben, wobei ebenfalls tem-
porär SSBs entstehen. Die Wirkung von CPT und MMS wird auf eine massive Ausbildung von DNA-
Doppelstrangbrüchen (DSBs) in der S-Phase des Zellzyklus zurückgeführt, welche durch die Interfe-
renz aktiver Replikationsgabeln mit SSBs induziert werden. Da DSBs den schwerwiegendsten Schaden 
für die genomische Integrität einer Zelle darstellen, haben sich Mechanismen entwickelt, welche DSBs 
effizient reparieren können. In der S-Phase wird die Reparatur jedoch durch die gleichzeitige Replika-
tion der DNA verkompliziert. Außerdem können während der Replikation ein-endige DSB-Strukturen 
entstehen, welche sich von zwei-endigen DSBs unterscheiden. Die Reparatur von zwei-endigen DSBs, 
welche zum Beispiel durch ionisierende Strahlung verursacht werden können, ist vergleichsweise gut 
erforscht. So wird der Großteil dieser zwei-endigen DSBs in der G1- und G2-Phase des Zellzyklus 
durch die Nichthomologe-Endverknüpfung (NHEJ) bewerkstelligt, wobei in der G2-Phase zusätzlich 
die Homologe Rekombination (HR) einen Teil der DSBs repariert. Die HR bedient sich dabei bereits 
replizierter DNA als Vorlage zur Reparatur des geschädigten Bereichs auf dem Schwesterchromatid. 
Obwohl in der S-Phase je nach Fortschritt der Replikation womöglich keine Kopie eines geschädigten 
DNA-Bereichs vorliegt, konnte in den letzten Jahren beobachtet werden, dass die HR gerade für die 
Reparatur replikationsassoziierter DNA-Schäden eine große Rolle spielt. So ist es nicht verwunderlich, 
dass HR-defiziente Zellen besonders sensitiv auf Behandlungen mit MMS oder CPT reagieren, welche 
gezielt die Replikation von Zellen stören und in der S-Phase zu ein-endigen DSBs führen. HR-defiziente 
Zellen zeigen ein vermindertes Überleben und erhöhte chromosomale Aberrationen nach einer CPT- 
oder MMS-Behandlungen.  
Die molekularen Mechanismen sowohl der Entstehung von CPT- und MMS- induzierten DSBs als auch 
der Reparatur sind bis heute noch nicht vollständig aufgeklärt. Die vorliegende Arbeit konnte mittels 
sensibler und zellzyklusspezifischer Analysen zunächst die Entstehung von CPT- und MMS-induzierten 
DSBs auf Einzelzellebene durch die Bildung von γH2AX-Foci in der S-Phase nachweisen. Desweiteren 
konnte eine HR-abhängige Reparatur der CPT- und MMS-induzierten DSBs bestätigt werden, wobei im 
Gegensatz zu beschriebenen Studien eine Beteiligung des NHEJs ausgeschlossen werden konnte. An-
hand der Analyse von Schwesterchromatidaustauschen (SCEs) sowohl in humanen als auch Basenexzi-
sionsreparatur (BER) -defekten, murinen Zellen konnte gezeigt werden, dass CPT und MMS während 
der Replikation DNA-Strukturen erzeugen, welche γH2AX-negativ sind und dennoch zur Ausbildung 
von SCEs führen. Diese Strukturen werden wahrscheinlich durch arretierte Replikationsgabeln hervor-
gerufen, welche durch CPT und MMS vermehrt induziert werden und so zu einer fork regression und 
Ausbildung von chicken foot-Strukturen führen können. Die Auflösung dieser Strukturen benötigt HR-
Prozesse und kann ohne die Ausbildung von γH2AX-Foci zu crossover-Ereignissen und SCEs führen.  
Durch den innovativen Ansatz der kombinierten Life cell/γH2AX-Foci-Analyse konnte beobachtet wer-
den, dass CPT DSBs in Abhängigkeit von der Aufenthaltsdauer von Zellen in der S-Phase induziert. 
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 Hieraus konnte geschlussfolgert werden, dass die Anzahl an induzierten DSBs direkt mit der Replikati-
onsaktivität einer Zelle zusammenhängt und deshalb die in zellzyklusspezifischen Experimenten beo-
bachtete Varianz der Anzahl an induzierten DSBs von Zellen stammt, welche unterschiedlich lange 
unter dem Einfluss von S-Phase-schädigenden Agenzien in der S-Phase standen.  
Mit durchflusszytometrischen Studien konnte das Zellzyklusverhalten von CPT- und MMS-behandelten 
Zellen analysiert werden, wobei festgestellt wurde, dass sowohl CPT als auch MMS zu einer Verzöge-
rung der S-Phase-Progression und Akkumulation von Zellen mit doppeltem DNA-Gehalt führen. Dies 
resultierte in einer verminderten Progression von behandelten Zellen in die G1-Phase. Wurden zellulä-
re Checkpoint-Signale bereits innerhalb der S-Phase durch eine zusätzliche Koffein-Behandlung aufge-
hoben, so zeigten CPT-behandelte Zellen eine Beschleunigung der Progression, wohingegen MMS-
behandelte Zellen nicht durch die Gabe von Koffein in Ihrer Progression beeinflusst wurden. Dies ließ 
im Fall von MMS auf einen Checkpoint-unabhängigen Mechanismus schließen, welcher Zellen in der 
S-Phase verlangsamt. Obwohl CPT und MMS in der Literatur als starke Klastogene beschrieben wur-
den, konnten in mitotischen Zellen, die zuvor in der S-Phase unter dem Einfluss von CPT oder MMS 
standen, weder erhöhte γH2AX-Foci-Level noch erhöhte Chromatidbruchraten detektiert werden. 
Selbst unter Suppression des essentiellen HR-Faktors RAD51 konnten vergleichsweise wenige induzier-
te γH2AX-Foci oder Chromatidbrüche in CPT- oder MMS-behandelten Zellen festgestellt werden. Erst 
durch eine zusätzliche Aufhebung des G2/M-Checkpoints konnte bei einer RAD51-Defizienz eine mas-
sive Klastogenität der beiden Agenzien in mitotischen Zellen beobachtet werden, sodass davon ausge-
gangen werden kann, dass Zellen höchst-effektive Mechanismen entwickelt haben, um replikationsas-
soziierte DNA-Schäden noch vor der Progression in die Mitose zu reparieren oder falls dies nicht mög-
lich ist, eine Progression mit DSBs in die Mitose zu unterbinden. Womöglich können Zellen auf replika-
tionsabhängige DNA-Schäden wesentlich besser reagieren als auf DNA-Schäden in der G1- oder G2-
Phase, da die S-Phase den größten Quell endogener DNA-Schäden darstellt. 
Um herauszufinden, wann CPT- und MMS-induzierte DNA-Schäden repariert werden, wurden in der 
vorliegenden Arbeit neben den zytogenetischen Studien mitotischer Zellen zusätzlich Analysen von 
frühzeitig kondensierten Chromosomen der G2-Phase (G2-PCCs) durchgeführt. Die Ergebnisse ließen 
zusammen mit den Zellzyklusanalysen und den Life cell-Studien auf eine RAD51-vermittelte Arretie-
rung von CPT- oder MMS-geschädigten Zellen in einer späten S-Phase schließen, da RAD51-profiziente 
Zellen keine erhöhten Chromatidbruchlevel in der G2-Phase aufwiesen. Mit einer RAD51-Defizienz 
hingegen progressierten Zellen mit unreparierten DSBs in die G2-Phase, wo sie mittels der PCC-
Analyse in Form von Chromatidbrüchen detektiert werden konnten. 
Zusammenfassend weisen die in der vorliegenden Arbeit erlangten Ergebnisse auf eine Funktion von 
RAD51 in einer Checkpoint-unabhängigen Arretierung von CPT- oder MMS-behandelten Zellen zu ei-
nem späten Zeitpunkt der S-Phase hin. Dabei konnte gezeigt werden, dass RAD51 die Progression von 
Zellen mit CPT- oder MMS-induzierten DSBs in die G2-Phase verhindert. Ohne RAD51 progressieren 
Zellen mit erhöhten DSB-Raten in die G2-Phase, jedoch nicht in die Mitose, da der G2/M-Checkpoint 
die Progression geschädigter Zellen verhindert. Desweiteren konnte gezeigt werden, dass sowohl CPT 
als auch MMS Strukturen erzeugen, welche nicht zur Ausbildung von „freien“ DSBs und damit zu 
γH2AX-Foci führen, allerdings HR-vermittelt aufgelöst werden und zur Entstehung von SCEs beitragen. 
Außerdem induziert MMS im Gegensatz zu CPT eine massive Anzahl an Methylierungen, welche zu-
sätzlich zu einer Checkpoint-unabhängigen Verzögerung der S-Phase-Progression führen. 
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 On account of their DNA-damaging effects, Camtpothecin (CPT) and Methyl methansulfonate (MMS) 
have been under investigation during the past decades. Due to the strong induction of DNA-damage in 
proliferating cells, CPT and MMS have become important chemotherapeutic drugs. CPT unfolds its 
toxicity by inhibiting a topoisomerase-catalyzed religation of single strand breaks (SSBs), whereas 
MMS causes methylated DNA-bases throughout the genome. These methylations are usually removed 
by the mechanism of base excision repair (BER), which causes transient SSBs as well. SSBs can lead to 
double strand breaks (DSBs) when replication forks encounter SSBs during S-Phase. Since DSBs are 
known to be the most severe lesions of DNA, cells have developed ingenious repair mechanisms to 
prevent genomic instability. Repair of DNA-damage during the S-Phase of the cell-cycle becomes com-
plicated because replication-induced DSBs form one-ended DSBs which must be repaired by mechan-
isms other than two-ended DSBs. Two-ended DSBs can be induced by several endogenous processes as 
well as ionizing radiation for example. The repair of two-ended DSBs is carried out by two key repair 
pathways: Nonhomologous end joining (NHEJ) and homologous recombination (HR). While HR is 
limited to the S- and G2-Phase, due to the dependency on a sister chromatid as a template, NHEJ ac-
complishes the repair of all DSBs in G1-Phase and almost 80% of DSBs in the G2-Phase, despite HR 
being available in the G2-Phase. Interestingly, one-ended DSBs are preferentially repaired by HR. Thus 
HR-deficient cells are particularly sensitive to CPT and MMS, which cause SSBs that are converted to 
one-ended DSBs when cells undergo replication. However, the molecular mechanisms of the induction 
and repair of CPT- or MMS-induced DSBs are still unclear. 
In this study CPT- and MMS-induced DSBs were analyzed by cell cycle specific approaches. First of all, 
an induction of DSBs was observed within the S-Phase of CPT or MMS treated cells by γH2AX-foci-
analysis. Next, a dependency of CPT and MMS induced DSBs on HR could be confirmed, whereas SiR-
NA-experiments excluded an involvement of NHEJ. By analyzing sister chromatid exchanges (SCEs) in 
human A549 cells and murine BER defective cells, it was shown that CPT and MMS cause DNA-
structures which lead to SCEs but not to γH2AX-foci. These structures may display stalled replication 
forks which contribute to the formation of chicken foot structures by the mechanism of fork regression. 
The dissolution of reversed replication forks may lead to the formation of SCEs without forming any 
γH2AX-foci. 
Using cutting edge life cell microscopy combined with γH2AX-foci analysis it was possible to track the 
induction of DSBs induced by CPT within the S-Phase. This attempt revealed that the amount of CPT-
induced DSBs is strictly bound to the time cells spend in S-phase and replication activity. Regarding 
cell cycle specific analysis of damaged S-phase cells a variety in the number of CPT or MMS induced 
DSBs could be observed especially at later time points after treatment, which is due to the different 
amount of DSBs cells acquired during replication.  
Flow cytometry allowed an analysis of the cell cycle behavior of CPT and MMS treated cells. CPT and 
MMS caused a slowed S-phase progression and an accumulation of cells with doubled DNA content, 
which resulted in a reduced G1-Phase progression. The inhibition of intra S-Phase checkpoints by 
caffeine led to an accelerated S-Phase progression and an abolished slowing effect of CPT. On the con-
trary, MMS treated cells expressed no response to caffeine and still showed a slowed S-Phase progres-
sion. Thus, MMS induced a delay independent of S-phase checkpoints, whereas the CPT-induced slow-
ing was checkpoint dependent.  
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 CPT and MMS have been described as clastogenic reagents. Against expectation neither γH2AX-foci 
nor chromatid breaks could be observed in mitotic cells after treatment with CPT or MMS. Even in the 
absence of RAD51, an essential factor of HR, no γH2AX-foci or chromatid breaks were detected after 
CPT or MMS treatment. It was not until the inhibition of the G2/M checkpoint by caffeine that massive 
clastogenic effects were observed in CPT and MMS treated RAD51 deficient cells. This demonstrates 
the effective and strong mechanisms that cells have developed during evolution to hinder replication 
associated lesions from progression to mitosis. This could be explained by the mechanisms that cells 
have developed to handle endogenously induced DNA-damage best, which mainly occurs in S-phase. 
To investigate when CPT and MMS induced DSBs are repaired, studies with prematurely condensed 
chromosomes were carried out. Together with the results of cell cycle and Life cell studies, the G2-PCC 
technique revealed a RAD51-dependent arrest of CPT and MMS treated cells within the S-Phase, since 
no chromatid breaks could be observed in RAD51 proficient G2-Phase cells in contrast to RAD51 defi-
cient cells.  
Overall this study shows a function of RAD51 that leads to a checkpoint independent arrest of CPT and 
MMS treated cells at a late stage of S-Phase. Although CPT and MMS treated cells finish the bulk of 
replication before repairing replication associated DSBs, they do not enter mitosis with elevated DSB 
levels. By analyzing prematurely condensed G2-chromosomes it can be shown that CPT and MMS 
treated cells do not even enter G2-Phase with unrepaired DSBs. Without RAD51, cells progress into 
G2-Phase with high levels of unrepaired DSBs, however they do not enter mitosis unless the G2/M 
checkpoint is aborted. In addition, this work shows the existence of a mechanism that leads to the for-
mation of CPT and MMS induced SCEs without the necessity of "free" DSBs but rather the presence of 
chicken foot structures. Furthermore MMS induces a checkpoint independent slowing of S-Phase pro-
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Anhang 
Anhang 1) Sequenzabgleich der RAD51-SiRNA-Sequenz mit den RAD51-Gensequenzen des humanen 
und murinen Genoms mittels der Software CLC sequence viewer. Die in der vorliegenden Arbeit ge-
nutzte RAD51-SiRNA stimmt in beiden Systemen komplett mit der Zielsequenz der RAD51-Gene des 
humanen (Homo sapins) und murinen (Mus musculus) Genoms überein, sodass die Verwendung der 











Homo sapiens – A549-/HeLa-cells
Mus musculus – Mouse embryonic fibroblasts (WT/AAG)
Sequence alignment with 
CLC Sequence Viewer 6 (CLC bio)
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 Anhang 2) Ergebnisse der durchflusszytometrischen Analysen aus Abbildung 44 mit angegebenen Wer-


























Zeit nach Behandlung (in h)
S phase
Unbeh. Kontroll-SiRNA - Koff Unbeh. Rad51 SiRNA - Koff.
Unbeh. Kontroll-SiRNA + Koff. Unbeh. Rad51 SiRNA + Koff.
CPT Kontroll-SiRNA - Koff. CPT Rad51 SiRNA - Koff.
























Zeit nach Behandlung (in h)
S phase
Unbeh. Kontroll-SiRNA - Koff. Unbeh. Rad51 SiRNA - Koff.
Unbeh. Kontroll-SiRNA + Koff. Unbeh. Rad51 SiRNA + Koff.
MMS Kontroll-SiRNA - Koff. MMS Rad51 SiRNA - Koff.



































































































Zeit nach Behandlung (in h)
G1 phase
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Anhang 3) Ergebnisse der durchflusszytometrischen Analysen von Zellen nach einer CPT- oder MMS-
Behandlung mit unterschiedlichen Dosen. Durch eine Behandlung von A549-Zellen mit unterschiedli-
chen Konzentrationen von CPT oder MMS ist eine dosisabhängige Verlangsamung der Zellzyklusprog-
ression zu erkennen. Mit steigender Konzentration von CPT oder MMS wird sowohl die S-Phase-



























Zeit nach Behandlung (in h)
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Zeit nach Behandlung (in h)
G1-Phase
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